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ls Schwefel (Di-)Oxygenasen waren ursprünglich zwei Enzymklassen beschrieben worden, 
die elementaren Schwefel (S0) mit Sauerstoff (O2) oxidieren. Sie gehören zu der sehr viel 
größeren Gruppe sogenannter „Schwefel-oxidierender Enzyme“, unter denen alle Enzyme zu-
sammengefasst sind, die reduzierte Schwefelverbindungen oxidieren. Die hier untersuchten 
Schwefel Oxygenasen Reduktasen (SORs) und Persulfid Dioxygenasen (PDOs) ähneln sich da-
rin, dass sie mononukleare nicht-Häm Eisenatome besitzen, welche die S0- bzw. Persulfid-Oxi-
dation mit O2 in den jeweiligen aktiven Zentren katalysieren. Die vorliegende Arbeit hatte das 
Ziel, Vertreter beider nicht verwandter Enzymklassen auf molekularer und struktureller Ebene 
im Detail zu charakterisieren, um Rückschlüsse auf generelle Funktionsweisen und die Reakti-
onsmechanismen zu erhalten.  
PDOs kommen in der Natur ubiquitär vor und katalysieren die sauerstoffabhängige Oxidation 
des Sulfanschwefels von Glutathionpersulfid (GSSH), das aus reduziertem Glutathion (GSH) 
durch Sulfanschwefel-Transferasen oder auch spontan mit S0 entsteht. Reaktionsprodukte der 
PDOs sind Sulfit und GSH. Das pdo-Gen aus Acidithiobacillus caldus (AcPDO) wurde heterolog 
in E. coli exprimiert, mit durchschnittlichen Proteinausbeuten von ≈ 27,9 mg/l LB-Medium. Der 
mittlere Eisengehalt der rekombinanten Proteine betrug 0,77 nmol Fe/nmol Protein bei einer 
Enzymaktivität von 61,0 U/mg Protein bei 40 °C und pH 7,5. Enzymtests mit steigenden GSH-
Konzentrationen und S0 als Co-Substrat resultierten in einer Michaelis-Menten-Kinetik mit KM 
und Kcat von 0,5 mM und 181 s-1, wohingegen steigende GSSH-Konzentrationen einen sigmoi-
dalen Kurvenverlauf mit einem Hill-Koeffizienten von 2,3 zur Folge hatte, was auf positive Ko-
operativität der Enzymuntereinheiten hindeutet. Die AcPDO-Röntgenkristallstruktur wurde mit 
einer Auflösung von 2,07 Å aufgeklärt, deren asymmetrische Einheit aus einem Homodimer 
besteht. Die Kristallpackung der Einheitszelle und Gelfiltration legen eine Tetramerisierung 
nahe, welche über Oberflächenladungen und hydrophobe Interaktionen vermittelt wird. Das 
katalytische high-spin Eisenatom wird in einer 2-His-1-Carboxylat-Triade ligiert und besitzt ein 
Reduktionspotential E0‘ von -234 mV. Spektroskopische Analysen zeigten charakteristische La-
dungstransfer-Spezies nach Inkubation mit GSSH, welche auf Fe-O2 und Fe-O2-SSR-Intermedi-
ate zurückzuführen sind und legten die Bildung eines Fe(IV)-Reaktionsintermediates nahe. In 
einer ersten, umfassenden PDO-Mutagenese-Studie wurden insgesamt zehn funktional wichtige 
Aminosäuren identifiziert, von denen D61, H62 und H171 konserviert und essentiell sind. Sie be-
finden sich in zwei active site loops in unmittelbarer Nähe zum Eisenzentrum und sind vermut-
lich über Säure-Base-katalysiertes Protonen-Shuffling direkt an der homolytischen Spaltung ei-
nes zyklischen Peroxo-Reaktionsintermediates beteiligt. Substratbindungsanalysen gaben einen 
KD-Wert von 113 µM für die GSSH Bindung an, wobei eine Alanin-Variante des in der Substrat-
bindungstasche befindlichen R139 einen starken Abfall der Enzymaktivität bewirkte und nicht 
mehr in der Lage war, Substrat zu binden. Oberflächen-Cysteine befinden sich in beachtlichen 
Abstand zum aktiven Zentrum (>16 Å) und bilden in der AcPDO-3D-Struktur eine Disulfidbrü-
cke aus. Gel-Shift-Assays zeigten, dass es sich um ein redoxaktives Zentrum handelt. Die Disul-
fidbrücke stabilisiert eine α-Helix und koordiniert über N221 die Position von D61 und H62. Ala-
nin-Varianten der beiden Cysteine besaßen verbleibende Enzymaktivitäten von <2 % und zeig-
ten nach GS(S)H-Inkubation massenspektrometrisch eine Glutathionylierung am jeweils ver-
bleibenden Cystein. Die Ergebnisse deuten darauf hin, dass die Protein-S-Glutathionylierung als 
Schutzmechanismus gegen unkontrollierte Thiol-Oxidation und dem damit verbundenen Ver-





SORs katalysieren eine sauerstoffabhängige Disproportionierungsreaktion von S0 mit Sulfit und 
Sulfid als Reaktionsprodukte. Normalerweise besitzen SORs Produktstöchiometrien zwischen 
4:1 und 10:1, wobei Oxygenase- und Reduktase-Aktivitäten bislang nicht voneinander getrennt 
werden konnten. Sequenzvergleiche zeigten, dass die SOR aus dem mesophilen Bakterium 
Thioalkalivibrio paradoxus ARh1 (TpSOR) tief in SOR-Dendrogrammen abzweigt. SWATH-
LC/MS/MS-Analysen zeigten, dass die TpSOR – im Gegensatz zu PDOs – in großen Mengen in 
Kulturen mit Thiosulfat bzw. Thiocyanat als Energiequelle gebildet wird. Sie scheint, zusammen 
mit revers arbeitender Sulfitreduktase, Adenylylsulfatreduktase und periplasmatischen Flavocy-
tochromen c, eine zentrale Rolle im oxidativen Schwefelmetabolismus von Tv. paradoxus ein-
zunehmen, wobei deren Abundanz eng mit dem Auf- und Abbau intrazellulärer Schwefelkugeln 
korreliert. Die TpSOR wurde rekombinant in E. coli produziert, mit durchschnittlichen Protein-
ausbeuten von ≈ 30,9 mg/l LB-Medium. Die mittlere Oxygenase-Aktivität betrug 323 U/mg 
Protein bei 80 °C und pH 9. Der Schmelzpunkt der TpSOR wurde bei 81 °C ermittelt und befin-
det sich damit nahe des Temperaturoptimums. Die TpSOR-Reduktase-Aktivität betrug in kolo-
rimetrischen Quantifizierungen der Reaktionsprodukte maximal 0,03 U/mg Protein, was 
< 1 % im Vergleich zu allen anderen SORs und einem Oxygenase/Reduktase-Verhältnis von 
≈ 10 000:1 entspricht. Um reproduzierbare Produktstöchiometrien in SORs zu ermitteln, wurde 
ein HPLC-gekoppelter SOR-Enzymtest entwickelt. Quantifizierungen der Reaktionsprodukte re-
sultieren in Produktverhältnissen von 30:1 für die TpSOR, wohingegen SORs aus dem hyper-
thermophilen Archaeon Acidianus ambivalens (AaSOR) und dem mesophilen Bakterium Halo-
thiobacillus neapolitanus für die S0-Disproportionierungsreaktion erwartete Verhältnisse von na-
hezu 1:1 aufwiesen. Dementsprechend scheint die TpSOR eine Schwefel Oxygenase mit einer 
untypisch geringen Reduktase-Aktivität darzustellen. Die TpSOR-Röntgenkristallstruktur wurde 
mit einer Auflösung von 2,84 Å aufgeklärt und zeigte einen SOR-typischen Aufbau. Das mono-
nukleare Eisenzentrum befindet sich in einer deformierten oktaedrischen Koordinationssphäre 
mit einem Reduktionspotential E0‘ von -252 mV und liegt, im Unterschied zur AaSOR, nach 
Katalyse oxidiert vor. Unterschiede im Vergleich zu anderen SORs ergeben sich in der Konsti-
tution der active site pocket, welche in der TpSOR durch einen interhelikalen loop unterbrochen 
ist. Die verkleinerte Bindungstasche schließt lediglich das für die Reaktion essentielle C44 ein 
und könnte Reaktionsprodukte oder -intermediate vor chemischer Oxidation/Reduktion schüt-
zen. Darüber hinaus wurde in allen drei SORs mittels Software-gestützten Tunnelanalysen ein 
zuvor unbekannter Zugang zum aktiven Zentrum identifiziert, welcher über das essentielle Cys-
tein eine zweite Kavität mit der ative site pocket verbindet. AaSOR- und TpSOR-Kryo-EM-Struk-
turen wurden mit Auflösungen von 2,5 bzw. 3.1 Å aufgeklärt und legen nahe, dass in der Kavität 
ein zweites Metall gebunden sein könnte. Zusätzliche Elektronendichten an zwei semi-essenti-
ellen active site pocket Cysteinen in der AaSOR-Kryo-EM-Struktur deuten darüber hinaus auf 
mechanistisch notwendige Schwefel-Polymerisierungs- und/oder -Depolymerisierungsreaktio-
nen hin.  
Der Vergleich von SORs und PDOs zeigte, dass sich deren Strukturen und Reaktionsmechanis-
men fundamental unterscheiden, obwohl beide mononukleare Eisenzentren besitzen und Sul-
fanschwefel mit Sauerstoff oxidieren. Die Tv. paradoxus Proteomanalyse verdeutlichte darüber 
hinaus, dass die SOR auch im dissimilatorischen Schwefelstoffwechsel mesophiler Bakterien 
genutzt wird, während die in vivo-Rolle der PDOs in chemolithoautotrophen Bakterien weniger 
klar ist: Möglicherweise sind sie wichtiger für die Redox-Balance im Cytoplasma als für die 
oxidative Energiekonversation.   
 Allgemeine Einleitung 
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1.1 Elementarer Schwefel im  
biogeochemischen Kreislauf 
Schwefel spielt eine elementare Rolle in der 
Co-Evolution von Geo- und Biosphäre der 
Erde (Falkowski et al., 2008). Der biogeoche-
mische Schwefelkreislauf ist dabei ein kom-
plexes Netzwerk biotischer und abiotischer 
Reaktionen, an dem sowohl organische als 
auch anorganische Schwefelverbindungen be-
teiligt sind. Er ist mit anderen biogeochemi-
schen Redox-Zyklen verbunden, insbesondere 
dem Kohlenstoff-, dem Stickstoff- und dem 
Metallkreislauf, und ist ein elementarer Fak-
tor für mikrobielles Wachstum und der Ener-
gieumwandlung, gekoppelt an Redoxpro-
zesse, in einer Vielzahl verschiedener Umge-
bungen (Bowles et al., 2014, Wasmund et al., 
2017). Die Energieumwandlung durch den 
Schwefelkreislauf begann schon früh in der 
Erdgeschichte, lange bevor freier Sauerstoff in 
großen Mengen in der Erdatmosphäre vor-
handen war (Philippot et al., 2007). Heute ist 
Schwefel mit einer mittleren Häufigkeit von 
0,05 % das am 16. häufigsten vorkommende 
Element in der Lithosphäre (Dopson & 
Johnson, 2012).  
Unter normalen Umweltbedingungen be-
sitzt Schwefel eine hohe Reaktivität, ist allo-
trop und weist ein breites Spektrum an Oxi-
dationszuständen auf (-II [Sulfid] bis +VI 
[Sulfat]) (Suzuki, 1999, Steudel, 2000). 
Schwefel hat somit, neben Stickstoff (-III bis 
+V), die größte Spanne stabiler Redoxstadien 
der Elemente, die an biogeochemischen Kreis-
läufen beteiligt sind. Trotz der hohen Reakti-
vität von Schwefelverbindungen gibt es je-
doch auch stabile Zustände, wie Schwefel in 
seiner elementaren Form (S0), Schwefeldi-
oxid (SO2) und insbesondere Sulfat (SO42-). In 
der Atmosphäre ist SO2 die am häufigsten vor-
kommende Schwefelverbindung, wohingegen 
in Mineralien hauptsächlich Sulfid und Sulfat 
vorhanden sind. Polysulfide, Polythionate, 
Thiosulfat, aber auch SO2 und S0 spielen in 
 biogeochemischen Kreisläufen zwar eine 
kleinere, aber trotzdem signifikante Rolle. S0 
dient neben Gips und Metallsulfiden als eine 
von drei Schwefelspeicherverbindungen, die 
sich in verschiedenen geologischen Perioden 
gebildet haben (Lens & Kuenen, 2001).  
Das ursprüngliche Vorkommen von S0 sind 
vulkanische Habitate, wobei auch zahlreiche 
Hydrothermalquellen Schwefelanreicherun-
gen aufweisen. Grund dafür ist, dass viele 
chemische und biologische Oxidationsreaktio-
nen von Sulfiden unvollständig sind und S0 
als Zwischenprodukt gespeichert wird. Da 
dessen Reaktivität unter 100 °C jedoch gering 
ist, akkumuliert S0 häufig in Sedimenten und 
geologischen Ablagerungen (Rabus et al., 
2013). S0 kommt zum Großteil in seiner or-
thorhombischen und zyklischen α-S8-Form 
vor (Abb. 1.1). Erst bei Temperaturen über 
95,6 °C kommt es zu einer chemischen Kon-
formationsänderungen zum monoklinen β-S8-
 
Abbildung 1.1 | Darstellung von zyklischen α-S8-Schwefel (links) und Polysulfid (rechts), dessen Kettenlänge 
(n = 4) variabel in Abhängigkeit des Schwefel-/Schwefelwasserstoff-Gleichgewichts ist (Klimmek et al., 1991). 
Bei pH > 6 stellen jedoch Tetra- und Pentasulfide die dominanten Spezies dar (Giggenbach, 1972). 
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Schwefel, der bis zu Temperaturen von 119 °C 
stabil ist (Steudel, 2000). Aufgrund seiner ge-
ringen Löslichkeit in Wasser von lediglich 
5 µg/l bei 25 °C (entspricht ca. 20 nM) besitzt 
S0 eine geringe Bioverfügbarkeit (Boulegue, 
1978). Die Löslichkeit erhöht sich jedoch um 
das 25-fache, wenn die Temperaturen 80 °C 
betragen (Kamyshny, 2009), was S0 für (hy-
per-) thermophile Schwefeloxidierer leichter 
verfügbar macht. Mesophile Schwefel-oxidie-
rende Mikroorganismen hingegen müssen 
den α-S8-Ring zunächst durch einen nukleo-
philen Angriff oder durch die Reduktion zu 
wasserlöslichen Polysulfiden aktivieren (Abb. 
1.1) (Iciek & Wlodek, 2001). Beide Reaktio-
nen können von Proteinen durch Thiolgrup-
pen aus Cystein-Resten direkt katalysiert wer-
den. Die entstehenden hochreaktiven, linea-
ren Sulfan-Schwefelspezies stellen dabei 
höchstwahrscheinlich das initiale Substrat für 
die meisten Enzyme dar, die S0 oxidieren 
(Franz et al., 2007, Rohwerder & Sand, 
2007). Dennoch gilt die Oxidation von S0 im 
allgemeinen Schwefelkreislauf als Flaschen-
hals und nur wenige Enzyme können S0 direkt 
verwenden. 
S0 ist im saurem pH sowohl unter aeroben 
als auch unter anaeroben Bedingungen stabil. 
Unter neutralen und vor allem im alkalischen 
Milieu in Anwesenheit von Hydroxylionen 
disproportioniert er hingegen abiotisch zu 
Thiosulfat und Sulfid (Gl. I) (Roy & 
Trudinger, 1970, Hamilton, 1991). 
(I) ½ S8 + 4 OH- → S2O32- + 2 HS- + H2O 
Bei Raumtemperatur kommt es zu der Reak-
tion erst ab einem pH > 11,5. Ab 80 °C dage-
gen findet die Disproportionierung aufgrund 
der hohen chemischen Reaktivität des Schwe-
fels bereits bei pH ≥ 7,6 statt, während im sau-
ren Milieu Temperaturen von über 150 °C er-
forderlich sind (Steudel, 2000).  
S0 bildet stabile Polysulfidketten in Anwe-
senheit von Sulfid bei neutralen und alkali-
schen pH und unter Ausschluss von Sauerstoff 
(Gl. II) (Kletzin, 1989, Steudel, 2000), welche 
jedoch in Anwesenheit von O2 oder saurem 
pH wieder hydrolysiert werden (Schauder & 
Kröger, 1993). 
(II) nS0 + HS- → Sn+12- + H+  
Poly- bzw. Persulfide spielen in organischen 
Verbindungen ebenfalls eine große Rolle. Thi-
olgruppen, unter anderem von Cysteinen, bil-
den im alkalischen Milieu Persulfide (Rao & 
Gorin, 1959). In Peptiden wurden Persulfurie-
rungen von Cysteinen bereits bei pH 8 gezeigt 
(Catsimpoolas & Wood, 1964). Auf gleiche 
Art und Weise können ebenfalls Sulfid-Ionen 
mit proteinständigen Cysteinen in Redoxreak-
tionen reagieren um Persulfidgruppen auszu-
bilden. Solche Persulfide werden in einer Viel-
zahl von katalytischen Prozessen gebildet und 
spiegeln die generelle Tendenz von Schwefel-
atomen wider, andere Schwefelatome zu bin-
den und somit lange Schwefelketten zu bilden 
– eine Eigenschaft, die sich lediglich Schwe-
fel- und Kohlenstoffatome teilen (Steudel, 
2002). 
1.2 Schwefel-oxidierende Enzyme 
Schwefel-oxidierende Enzyme sind in der 
Lage, S0 in Anwesenheit von Sauerstoff zu 
Sulfit zu oxidieren. Neben dem intensiv unter-
suchten Schwefel Oxidationskomplex (Sox) 
und der oxidativen dissimilatorischen Sulfit-
Reduktase (Dsr), für welche in Allochroma-
tium vinosum ebenfalls anaerobe S0-Oxidation 
gezeigt wurde (Pott & Dahl, 1998), sind 
Schwefel Oxygenasen Reduktasen (SORs) 
und Schwefel/Persulfid Dioxygenasen 
(SDO/PDO) die einzigen Enzyme die S0 direkt 
oxidieren können und als solche charakteri-
siert wurden. Die frühere Klassifizierung letz-
terer als Schwefel Dioxygenase (die teilweise 
auch heute noch verwendet wird) resultiert 
aus ursprünglichen Beobachtungen, dass Zell-
extrakte vieler Schwefeloxidierer S0 in Gegen-
wart von Glutathion (GSH) zu Sulfit oxidieren 
können, ermöglicht aufgrund der hohen Re-
aktivität von GSH mit S0. Heute weiß man je-
doch, dass die Reaktion auf der Übertragung 
eines (oder mehrerer) Schwefelatome auf 
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GSH beruht und das resultierende GSS(n)H 
(Persulfid) als Substrat diente, womit die  
Enzyme formell als Persulfid Dioxygenasen zu 
bezeichnen sind.  
SORs und PDOs ähneln sich darin, dass 
beide ein mononukleäres nicht-Häm-Eisen-
atom besitzen, welches in einer oktaedrischen 
Koordinationssphäre eingebettet ist und an 
dem die So- bzw. die Persulfid-Oxidation in 
den jeweiligen aktiven Zentren katalysiert 
wird. Die vorliegende Arbeit hatte das Ziel En-
zyme beider Klassen auf molekularer und 
struktureller Ebene im Detail zu charakterisie-
ren.  
1.2.1 Persulfid Dioxygenasen 
Persulfid Dioxygenasen (PDOs) kommen in 
der Natur sowohl in Eukaryoten als auch in 
Prokaryoten ubiquitär vor, wobei ihr Vorhan-
densein nicht auf Autotrophe beschränkt ist. 
PDOs gehören zur Superfamilie der Metallo-
β-Lactamasen (zusammen mit Glyoxalasen II) 
und katalysieren eine sauerstoffabhängige 
Oxidation des Sulfanschwefels von Gluta-
thionpersulfid (GSSH) und höheren Homolo-
gen (GSSnH) mit Sulfit und reduziertem 
Glutathion (GSH) als Reaktionsprodukten 
(Gl. III) (Kabil & Banerjee, 2012, Jung et al., 
2016). 
(III) RSnSH + O2 + H2O → RSn-1H + SO32- + 2H+ 
PDO- bzw. frühere SDO-Aktivitäten waren 
lange Zeit nur aus chemolithotrophen Schwe-
fel-oxidierenden Bakterien der Gattungen  
(Acidi-) Thiobacillus bekannt. Dennoch 
konnte zunächst weder das entsprechende 
Protein erfolgreich gereinigt, noch das zuge-
hörige Gen identifiziert werden (Suzuki & 
Werkman, 1959, Suzuki, 1965a, Suzuki, 
1965b, Suzuki & Silver, 1966, Rohwerder & 
Sand, 2003). Kürzlich wurde herausgefun-
den, dass das humane Ethylmalonsäure-Enze-
phalopathie Protein 1 (hETHE1) ebenfalls 
PDO-Aktivität besitzt. hETHE1 nimmt, zusam-
men mit der Sulfid-Chinon Oxidoreduktase 
(SQR) und Rhodanasen, eine wichtige Rolle 
bei der Entgiftung von Sulfid in der mito-
chondrialen Matrix ein (Hildebrandt & 
Grieshaber, 2008, Tiranti et al., 2009, Kabil & 
Banerjee, 2014). Mutationen im ethe1-Gen 
sind für die erbliche, autosomal-rezessive 
Krankheit Ethylmalonsäure-Enzephalopathie 
verantwortlich (Tiranti et al., 2004, Tiranti et 
al., 2006, Tiranti et al., 2009, Di Meo et al., 
2015). Die Krankheit zeichnet sich durch 
hohe Konzentrationen von Thiosulfat und C3-
C5-Verbindungen, wie Ethylmalonsäure, in 
Urin und Körperflüssigkeiten aus und ist nor-
malerweise innerhalb des ersten Lebensjahr-
zehnts letal (Tiranti et al., 2006, Tiranti et al., 
2009).  
Angestoßen durch die Entdeckung des  
hETHE1 in den menschlichen Mitochondrien 
wurden ETHE1-homologe Proteine mit PDO-
Aktivität ebenfalls unter anderem in At. caldus 
(AcPDO; zwei verschiedene), At. ferrooxidans 
und mehreren heterotrophen Bakterien iden-
tifiziert (Liu et al., 2014, Wang et al., 2014, 
Sattler et al., 2015). Manche der Proteine be-
sitzen zusätzlich eine direkte Fusion mit einer 
Rhodanase-Domäne (Shen et al., 2015, Motl 
et al., 2017). Die bakteriellen PDOs scheinen 
dabei für die PDO-Aktivitäten verantwortlich 
zu sein, die bereits vor rund 50 Jahren identi-
fiziert und als SDO-Aktivitäten klassifiziert 
worden waren.  
Struktureller Aufbau von PDOs 
Röntgenkristallstrukturen des hETHE1 
(PDB ID: 4CHL), einer ETHE1-ähnlichen PDO 
aus Arabidopsis thaliana (2CGU) und ver-
schiedener bakterieller PDOs zeigen homodi-
mere oder homotetramere Proteine mit mole-
kularen Massen von 25-30 kDa, bzw. 40-
45 kDa (jeweils pro Enzymuntereinheit) für 
Proteine mit einer Rhodanase-Fusion 
(Abb. 1.2)(McCoy et al., 2006b, Pettinati et 
al., 2015, Sattler et al., 2015, Motl et al., 
2017). Die Struktur des hETHE1 zeigt eine für 
αββα Metallo-β-Lactamasen typische Anord-
nung mit zwei zentralen β- Faltblättern, wel-
che von drei α-Helices auf jeder Seite umge-
ben werden (Pettinati et al., 2015).  
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Das aktive Zentrum bildet ein mononukle-
äres, nicht-Häm Eisenatom, das von zwei His-
tidinen, einem Aspartat und drei Wassermole-
külen koordiniert wird. Diese oktaedrische 
Koordinationsgeometrie ähnelt der 2-His-1-
Carboxylat Triade, wie sie in vielen Oxygena-
sen zu finden ist (Kal & Que, 2017). Das Re-
doxpotential wurde für hETHE1 mittels EPR-
gekoppelten Redox-Titrationen bestimmt und 
beträgt -272 mV (Henriques et al., 2014). Es 
ist damit vergleichsweise negativ und liegt 
rund 300 mV unter dem von vielen anderen 
nicht-Häm Eisenoxygenasen. Eine ähnliche 
Beobachtung wurde bereits für die SOR aus 
Acidianus ambivalens gemacht, die eine ähnli-
che Konstitution des Eisenszentrums besitzt 
(Kletzin, 2008). 
Die Bindungstasche des aktiven Zentrums 
umfasst hauptsächlich Aminosäurereste, die 
für die Bindung und Positionierung des Sub-
strats verantwortlich zu sein scheinen. Dabei 
ersetzt das Substrat vermutlich ein oder meh-
rere Wassermoleküle der Koordinations-
sphäre, wie es in den Röntgenkristallstruktu-
ren der PDOs aus Pseudomonas putida (PDB: 
4YSL) und Paraburkholderia phytofirmans 
(PpPDO; 5VE5) anhand von GSH-Bindungen 
an das aktive Zentrum gezeigt wurde (Sattler 
et al., 2015, Motl et al., 2017).  
Manche Cystein-Reste scheinen in PDOs es-
sentiell für die Katalyse zu sein. Mutations-
analysen des hETHE1 haben gezeigt, dass 
eine Serin-Substitution des sich an der Pro-
teinoberfläche befindenden C247 einen starken 
Abfall der Enzymaktivität verursachte (Jung 
et al., 2016). In der hETHE1-Röntgenkristall-
struktur und auch in der aus Arabidopsis thali-
ana liegt dieses Cystein doppelt oxidiert als 
Cysteinyl-Sulfinsäure (Cys-SO2-) vor, wobei 
vermutet wurde, dass es sich dabei um ein Ar-
tefakt aus der Proteinpräparation handeln 
könnte (McCoy et al., 2006b, Pettinati et al., 
2015). Im Gegensatz dazu zeigen Röntgen-
kristallstrukturen bakterieller PDOs keine Mo-
difikationen dieses konservierten Cysteins 
(Sattler et al., 2015, Motl et al., 2017). Nach-
folgende biochemische Analysen legten je-
doch nahe, dass C247 Polysulfid-modifiziert ist 
und für die Polysulfidierung weiterer Cystein-
Reste verantwortlich zu sein scheint (Jung et 
al., 2016). Inhibitionsstudien einer der beiden 
AcPDOs (Uniprot ID: A0A2P9DTT9), welche 
auch im Fokus dieser Arbeit steht (s. Kap. 3), 
mit Thiol-bindenden Agenzien deuteten dar-
über hinaus ebenfalls auf die Bedeutung von 
Cystein-Resten für die PDO-Katalyse hin 
(Wang et al., 2014). 
Abbildung 1.2 | Röntgenkristallstrukturen des hETHE1 (PDB: 4CHL) und der PDO aus Arabidopsis thaliana 
(ArPDO; 2GCU). A, Homodimeres hETHE1 mit vergrößerter Darstellung des katalytischen Zentrums. B, Ho-
motetramere ArPDO mit vergrößerter Darstellung des katalytischen Zentrums.
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Reaktionsmechanismus von PDOs 
Während die Reaktionsmechanismen vieler 
mononuklearer nicht-Häm-Eisen-Dioxygena-
sen bereits im Detail untersucht worden sind 
(Costas et al., 2004, Bruijnincx et al., 2008), 
sind die von PDOs noch weitgehend unge-
klärt. Basierend auf dem allgemeinen Mecha-
nismus solcher nicht-Häm-Eisen Dioxygena-
sen, insbesondere der strukturverwandten 
Cystein Dioxygenasen (McCoy et al., 2006a), 
wurde für PDOs ein allgemein gültiger  Reak-
tionsmechanismus vorgeschlagen (Abb. 1.3) 
(Kabil & Banerjee, 2012, Lin et al., 2016, Kabil 
et al., 2018).  
Hierbei ersetzt GSSH ein Wassermolekül 
der Eisenkoordinationssphäre und bindet an 
Fe2+ (1). Anschließend wird ein zweites Was-
sermolekül durch O2 ersetzt (2), sodass sich 
ein Fe-Superoxo-Komplex bildet (3). Dieser 
verleiht dem Fe-gebundenen Sulfanschwefel 
des Substrats einen Kationencharakter (4), 
wobei im nächsten Schritt durch die Rekom-
bination des Superoxo- und Schwefelradikals 
ein zyklisches Peroxid-Intermediat entsteht 
(5). Es folgt eine homolytische Spaltung der 
O-O-Bindung, sodass ein Sulfoxyl-Zwischen-
zustand und ein Fe2+-gebundener aktivierter
Sauerstoff zurückbleibt (6). Eine Umlagerung
des aktivierten Sauerstoffs auf das Sulfoxyl-
Kation resultiert in einem GSSO2- -Intermediat
(7). Die hydrolytische Spaltung von GSSO2- 
führt zu der Endproduktbildung von GSH und
Sulfit (8). Die gebildeten Zwischenprodukte
bilden sich nur temporär und sind hoch reak-
tiv, weshalb bislang keines direkt charakteri-
siert wurde. Der bislang postulierte PDO-Re-
aktionsmechanismus fokussiert sich jedoch
ausschließlich auf die Reaktion am katalyti-
schen Eisenzentrum und lässt mögliche Betei-
ligungen angrenzender Aminosäure-Seiten-
ketten außer Acht. Dementsprechend hatte
die vorliegende Arbeit zum Ziel, für die Kata-
lyse essentielle Aminosäuren zu identifizieren
und deren Funktion in den Mechanismus ein-
zubetten.
Kabil et al. (2018) nutzten darüber hinaus 
γ-Glutamyl-Homocysteinyl-Glycin (GHcySH) 
als PDO Substrat-Analogon und Mechanis-
Abbildung 1.3 | Hypothetischer PDO-Reaktionsmechanismus am katalytischen Eisenzentrum nach Kabil et 
al. (2018). R1 und R2 des GSSH-Substrates entsprechen jeweils dem Glutamat- bzw. Glycin-Anteil.
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mus-basierten Inhibitor, um den finalen Hyd-
rolyse-Schritt im katalytischen Zyklus der 
PDO-Reaktion zu unterbinden. Hierbei wurde 
das Cystein des GSHs (natürlicherweise ein 
Tripeptid aus γ-Glu-Cys-Gly) durch Homocys-
tein substituiert. hETHE1 konnte GHcySH als 
alternatives Substrat nutzen und es zu GHcy-
SO2H umwandeln, welches dem natürlichen 
Reaktionsintermediat GS-SO2H ähnelt. Auf-
grund der distalen C-S-Bindung (ähnlich wie 
im Reaktionsprodukt GSH) anstelle der her-
kömmlichen S-S-Bindung war jedoch der fi-
nale Hydrolyse-Schritt nicht möglich, was zu 
einer Inhibition der PDO führte. Auf diese 
Weise konnte mit dem nachgeahmten Reakti-
onsintermediat zumindest ein Zwischen-
schritt der Katalyse biochemisch/massenspek-
trometrisch sichtbar gemacht werden. 
Nichtsdestotrotz berücksichtigen alle bisher 
veröffentlichten PDO-Studien keine mögliche 
Beteiligung von (essentiellen) Cystein-Resten 
und von Substrat-bindenden Aminosäuren in 
der Bindungstasche des aktiven Zentrums, so-
dass deren Rolle in der Katalyse unklar bleibt. 
1.2.2 Schwefel Oxygenase Re-
duktasen 
Schwefel Oxygenasen Reduktasen (SORs) 
katalysieren eine sauerstoffabhängige Dispro-
portionierungsreaktion von S0 mit Sulfit,  
Thiosulfat und Sulfid als detektierbare Reak-
tionsprodukte (Kletzin, 1989, Urich et al., 
2004, Veith et al., 2012). Thiosulfat stellt 
möglicherweise kein primäres Produkt der en-
zymatischen Reaktion dar, sondern wird in ei-
ner nicht-enzymatischen, schnellen Reaktion 
zwischen elementarem Schwefel und Sulfit 
bei pH Werten über 6 und Temperaturen über 
50 °C gebildet (Roy & Trudinger, 1970, 
Kletzin, 1989, Pöll, 2016, Rühl et al., 2017). 
Für die Katalyse der Reaktion werden keine 
externen Co-Faktoren oder Elektronendono-
ren benötigt, sie leistet jedoch auch keinen 
Beitrag zum elektrochemischen Gradienten 
entlang der Cytoplasmamembran (Kletzin, 
1989, Kletzin, 2008). Vielmehr wird ange- 
nommen, dass sie den schwer löslichen ele-
mentaren Schwefel in lösliche Substrate um-
wandelt, welche anschließend von membran-
ständigen Oxidoreduktasen weiter prozessiert 
werden, die direkt an die Atmungskette ge-
koppelt sind (s. Kap. 1.4, Schwefeloxidation 
in Acidianus ambivalens, für weitere Details).  
Polysulfide werden als alternative Sub-
strate für die SOR-Reaktion angenommen, ei-
nerseits wegen der geringen Löslichkeit von 
S0 und andererseits aufgrund der Tatsache, 
dass viele Zugangskanäle zum aktiven Zen-
trum zu eng für eine Passage des vergleichs-
weise voluminösen, zyklischen Octasulfan-
schwefels sind. Dies ist jedoch sehr spekulativ 
und es gibt nur wenige Hinweise, die auf Po-
lysulfide als Substrat hindeuten (Pelletier et 
al., 2008, Veith, 2011). Vielmehr wurden fast 
alle biochemischen Daten bislang mit Octasul-
fanschwefel als Substrat erhoben.  
In Archaea ist die SOR bislang das einzig 
bekannte Enzym, welches S0 oxidieren kann. 
Für Ac. ambivalens wurde darüber hinaus ge-
zeigt, dass dessen SOR (AaSOR) das initiale 
Enzym im dissimilatorischen Schwefeloxidati-
onsweg ist (Kletzin et al., 2004). Die AaSOR 
stellt den am besten untersuchten SOR-Ver-
treter dar, wobei an ihr der erste Nachweis 
der gekoppelten Produktion von Sulfit, Thio-
sulfat und Sulfid erfolgte (Kletzin, 1989). Zu-
vor wurde bereits für die SOR aus Ac. brierleyi 
ein moderater Einbau von 18O in Sulfit gezeigt 
und die SOR aus dem Organismus als Schwe-
fel Oxygenase klassifiziert (Emmel et al., 
1986). Somit ist es wahrscheinlich, dass es 
sich bei SORs eher um Monooxygenasen und 
nicht um Dioxygenasen handelt (Kletzin, 
2008).   
Normalerweise besitzen SORs eine Pro-
duktstöchiometrie zwischen 4:1 und 10:1 
zwischen oxidierten und reduzierten Produk-
ten in Enzymtests mit kolorimetrischen Nach-
weisreaktionen. Oxygenase- (die Summe aus 
Sulfit plus Thiosulfat) und Reduktase- (Sul-
fid) Aktivitäten konnten für SORs lange Zeit 
nicht voneinander getrennt werden, auch 
nicht durch eine Vielzahl von Mutagenesestu-
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dien, wobei die Stöchiometrie der Enzymvari-
anten in einigen Fällen variierte (Veith et al., 
2011). Das breite Spektrum der Produktstöch-
iometrie wurde als Ergebnis der vermeintlich 
hohen Flüchtigkeit von H2S unter den Reakti-
onsbedingungen interpretiert, tatsächlich 
liegt die Löslichkeit (bezogen auf die Henry 
Konstante) von H2S jedoch bei ca. 0,1 M bei 
25 °C und damit beim ca. Dreifachen von CO2 
und dem 80-fachen von O2. Enzymtests in An-
wesenheit von Zinkacetat, welches gebildetes 
Sulfid fixiert (Budd & Bewick, 1952), hatte 
eine Produktstöchiometrie von nahezu 1:1 
zur Folge, wobei Zink ebenfalls als Inhibitor 
der SOR identifiziert wurde (Kletzin, 1989). 
Basierend auf dieser Kalkulation wurden fol-
gende SOR-Reaktionsgleichungen aufgestellt 
(Gl. IV-VI): 
 
(IV)  S0 + O2 + H2O → HSO3- + H+ 
(Oxygenase-Teilreaktion) 
(V)  3S0 + 3H2O → 2H2S + HSO3- + H+ 
  (Disproportionierung) 
(VI) 4S0 + O2 + 4H2O → 2H2S + 2HSO3- + H+ 
(Gesamtgleichung) 
 
SORs wurden ursprünglich in thermoacido-
philen, Schwefel-oxidierenden Archaea ge-
funden, die idealerweise bei Temperaturen 
zwischen 70 und 80°C und pH 1 bis 4 wachsen 
(Tab. 1.1). Später wurden sor Gene ebenfalls 
in Genomen von thermophilen und mesophi-
len Bacteria identifiziert, wie beispielsweise in 
Aquifex aeolicus, Sulfobacillus spp. und Acidi-
thiobacillus spp. Manche der Gene wurden in 
E. coli exprimiert, wobei biochemische Unter-
suchungen vergleichbare Eigenschaften der 
bakteriellen SORs und den archaealen Homo-
logen ergaben. Gleiches gilt für die ebenfalls 
biochemisch charakterisierte SOR aus dem 
mesophilen Gammaproteobakterium Halo-
thiobacillus neapolitanus (HnSOR) (Veith et 
al., 2012, Pöll, 2016), welcher optimale 
Wachstumstemperaturen von ca. 30 °C (maxi-
mal 43 °C) besitzt (Wood et al., 2005). Die 
SORs all dieser Organismen haben Tempera-
turoptima zwischen 65 und 85°C und pH-Op-
tima zwischen 5 und 8,4 (Tab. 1.1). 
Kürzlich wurden weitere sor Gene im Ge-
nom von drei haloalkaliphilen Thioalkalivib-
rio spp. gefunden, welche aus Sodaseen iso-
liert worden waren (Sorokin et al., 2002, 
Sorokin et al., 2003) Unter ihnen zweigen 
zwei sequenzähnliche SORs aus Tv. paradoxus 
und Tv. nitratireducencs tief im phylogeneti-
schen Dendrogramm der SOR-Proteinfamilie 
ab (Abb. 1.4; Sequenzidentität zu allen ande-
ren SORs 29 bis 34 %). Erste biochemische 
Untersuchungen der SOR aus dem mesoalka-
liphilen Tv. paradoxus (TpSOR) hatten größ-
tenteils SOR-typische biochemische Eigen-
schaften gezeigt (Rühl et al., 2017). Thiosul-
fatbildung wurde in einer Temperaturspanne 
zwischen 10 und 98 °C mit einem Tempera-
turoptimum von ebenfalls 80 °C bei pH 9 be-
obachtet (s. Kapitel 4 für Details). Sulfidbil-
dung wurde dagegen lediglich in sehr gerin-
gen Mengen nachgewiesen. Die spezifische 
Reduktase-Aktivität betrug < 1%, verglichen 
zu allen anderen bereits charakterisierten 
SORs. Dies lässt erste Vermutungen zu, dass 
die Reduktase-Aktivität kein integraler Be-
standteil des SOR-Reaktionsmechanismus zu 
sein scheint.  
 
Struktureller Aufbau von SORs 
Die strukturelle Basis für die biologisch ak-
tive Einheit von SORs bilden Monomere mit 
einer molekularen Masse von 35 kDa (Abb. 
1.5 A). Die Proteinuntereinheiten besitzen ein 
zentrales β-barrel, welches von α-Helices um-
geben ist. Reversible Denaturierungsstudien 
zeigten, dass Homodimere die Ausgangsbasis 
für die Assemblierung des SOR Holoenzyms 
darstellen (Urich et al., 2004). Zwölf solcher 
Homodimere (24 Monomere) lagern sich zu-
sammen und bilden ein kugelförmiges Ho-
loenzym mit einer nicht-kristallographischen 
432-Punktsymmetrie und einer hohlen inne-
ren Kavität (Abb. 1.5 BC) (Urich et al., 2004, 
Urich et al., 2006). 
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Tabelle 1.1 | Eigenschaften von Mikroorganismen und derer Schwefel Oxygenasen Reduktasen. 
Bacteria1 Archaea2 
Parameter Herkunft Tv. paradoxus H. neapolitanus Aq. aeolicus Ac. ambivalens Ac. brierleyi Ac. tengchongensis 
TOpt (°C) Organismus 35-37 30 85 80 65-70 70 
Enzym 80 80 80 85 65 70 
Spez. Akt (U mg-1) Oxygenase 308 ± 78 42,1 78,8 10,6 / 66,9a 0,9 186,7 
bei TOpt Reduktase ≤ 0,03 4,1 3,05 2,6 / 18,7a nb3 45,2 
Temperaturbereich 
(°C) 
Enzym 10-98 10-99 20-90 10-108 55-≥80 50-90 
pHOpt Organismus 10 6,5-6,9 6,8 2,5 1,5-2,0 2,5 
Enzym 9 8,4 nb3 6,5-7,4 7,0 5 
pH Bereich Enzym 6-11,5 5,4-11 5,5-8 5-8,4 nb3 3,5-9 









844 000 (X); 
497 000- 
550 000 (GPC) 
560 000 
(NG) 
845 000 (X) 
Referenz(en) (Rühl et al., 2017) 
(Veith, 2011)  
(Veith et al., 2012) 
(Pelletier et al., 
2008) 
(Kletzin, 1989) 
 (Urich et al., 2004) 
(Urich et al., 2006) 
(Pöll, 2016) 
 (Rühl et al., 2017) 
(Emmel et al., 
1986) 
(Sun et al., 2003)  
(Chen et al., 2005) 
(Li et al., 2008) 
1 Proteine alle rekombinant hergestellt.  
2 Ac. ambivalens, nativ/rekombinant; Ac. brierleyi, nativ; Ac. tengchongensis, rekombinant. a, erster Wert, nativ; zweiter Wert, rekombinant.  
3  nb, nicht bestimmt/nicht beschrieben.  
4 Apparentes Molekulargewicht in SDS-Gelen; das sor Gen ist für dieses Isolat nicht bekannt.  
5 GPC, Gelpermeationschromatographie; DLS,  Differential-Lichtstreuung; NG, native Gelelektrophorese; X, Röntgenkristallographie. GPC-Analysen der AaSOR im Bereich 
 497 000 - 550 000, der erste Wert bezieht sich auf Untersuchungen des rekombinanten Proteins, der zweite für das native Protein.
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Die AaSOR ist die am besten untersuchte 
SOR und für sie wurde zum ersten Mal eine 
hochauflösende Röntgenkristallstruktur eines 
Vertreters dieser Enzymklasse ermittelt 
(Urich et al., 2005a, Urich et al., 2006). Das 
AaSOR Holoenzym ist ein Icosatetramer und 
besitzt eine molekulare Masse von 840 kDa 
bei einem Durchmesser von 15 nm. Das aktive 
Zentrum der SOR wird von einem Eisenatom 
gebildet, welches tief im Enzyminneren ver-
borgen ist. Das Substrat muss vermutlich zu-
nächst schornsteinähnliche Strukturen an der 
Vierfachsymmetrieachse des Enzyms passie-
ren, den so genannten Tetramerkanal (Abb. 
1.6). Von dort gelangt es in den geräumigen 
inneren Hohlraum. Die innere Oberfläche des 
Tetramerkanals ist stark hydrophob und wird 
von zwei Phenylalaninen (F132 und F141), ei-
nem Valin (V137) und einem Methionin (M130) 
an der Basis des Kanals gebildet. Die C-C-Ab-
stände sind mit 3,2 Å an der engsten Stelle zu 
klein für die Passage von Octasulfanschwefel 
und legen demnach nahe, dass Polysulfide das 
eigentliche Substrat darstellen (Urich et al., 
2006, Veith, 2011). Es ist jedoch unklar, in-
wiefern sich die hohen Reaktionstemperatu-
ren auf die atomare Beweglichkeit in dem Ka-
nal auswirken. Die 3D-Sruktur der HnSOR 
zeigt einen grundlegend ähnlichen Aufbau 
des Tetramerkanals, verglichen mit der 
AaSOR. Erste Tunnelanalysen legten jedoch 
nahe, dass der Durchmesser des äußeren Phe-
nylalaninringes (F143) zu klein für die Passage 
von Schwefelspezies zu sein scheint, auch in 
Abbildung 1.4 | Farbkodierter phylogenetischer Stammbaum von SOR-Sequenzen. Fettschrift, gereinigtes 
Enzym und/oder Genexpression in E. coli in der Literatur beschrieben; Doppelt unterstrichen, Röntgenkris-
tallstruktur bekannt. 1 Teile der biochemischen Charakterisierung (Rühl et al., 2017) und die Röntgenkristall-
struktur sind Teile dieser Arbeit. 
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ihrer linearen Form (Pöll, 2016). AaSOR-Va-
rianten mit einem verkürzten oder vollständig 
deletierten Tetramerkanal zeigten deutlich er-
höhte Enzymaktivitäten, weshalb der Tetra-
merkanal für die Erhöhung der Selektivität 
der Substrataufnahme verantwortlich zu sein 
scheint (Veith et al., 2011). 
Von der inneren Kavität ausgehend bilden 
die hydrophoben Aminosäuren F23, M296 und 
M297 die Zugangspore zum aktiven Zentrum, 
welches in einer geräumigen Substratbindeta-
sche liegt (18 x 18 x 6 Å; Abb. 1.7). Jedes der 
24 aktiven Zentren ist mit einem minimalen 
Eisenabstand von 38 Å räumlich klar vonei-
nander separiert, sodass eine direkte Interak-
tion untereinander unwahrscheinlich ist 
(Kletzin, 2008). 
Das katalytische, farblose nicht-Häm Eisen-
atom wird von zwei Histidinen, einem zwei-
zähnigen Glutamat und zwei Wassermolekü-
len ligiert (Abb. 1.7 A)(Urich, 2005). Die re-
sultierende oktaedrische Koordinationssphäre 
Abbildung 1.5 | 3D-Struktur-Darstellung von AaSOR-Monomer und -Holoenzym und elektronenmikroskopi-
sche Aufnahmen. A, AaSOR-Monomer mit zentraler β-barrel-Struktur und katalytischem Eisenatom (Kugel). 
B, AaSOR-Holoenzym mit kolorierten Enzymuntereinheiten und Aufsicht auf die kristallographische Vierfach-
symmetrieachse (Urich et al., 2006). C, Elektronenmikroskopische Aufnahmen der AaSOR mit Negativkon-
trastierung (oben) und Einzelpartikeldarstellung (single-particle averaging; unten) (Urich et al., 2004). 
Abbildung 1.6 | 3D-Struktur des inneren Hohlraums des AaSOR-Holoenzyms mit Tetramer- und Trimerkanä-
len von AaSOR und HnSOR. A, Querschnitt durch das AaSOR-Holoenzym mit innerem Hohlraum. Rote Striche, 
Vierfachsymmetrieachse/Tetramerkanal; Roter Kreis, aktives Zentrum. B, Tetramer- und C, Trimerkanäle der 
AaSOR und HnSOR mit strukturell beteiligten Aminosäureresten. 
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ist durch den zweizähnigen Glutamat-Ligan-
den eine Variation der 2-His-1-Carboxylat-
Triade, die typisch für über 100 verschiedene 
Oxygenasen ist, inklusive der PDOs (Kal & 
Que, 2017). Die Eisenliganden sind essentiell 
für die Enzymaktivität (Urich et al., 2005b). 
EPR-Studien der AaSOR zeigten, dass es sich 
bei dem Eisenzentrum um ein high-spin Eisen-
atom mit dem Ladungszustand +III handelt, 
welches nach Inkubation bei hohen Tempera-
turen mit Schwefel reduziert wird (Urich, 
2005). Das Redoxpotential (E0‘ = -268 mV) 
ist, analog zu Beobachtungen an PDOs, unge-
wöhnlich niedrig und liegt ebenfalls rund 300 
mV unter dem vieler anderer nicht-Häm Ei- 
senatome (Kletzin, 2008), es reicht jedoch aus 
um die Reduktion von S0 zu Sulfid zu erklären 
(E0‘ = -270 mV für H2S/S0; Thauer et al. 
(1977)), vorausgesetzt, dass die Schwefelre-
duktion bzw. –Disproportionierung (Gl. V, 
S.10) durch einen Wechsel des Redoxzu-
stands des Eisens erfolgt.
Die Substratbindungstasche wird haupt-
sächlich von zwei α-Helices gebildet in denen 
sich drei konservierte Cysteine befinden, de-
ren Reste in die Bindungstasche hineinragen 
(Abb. 1.7 A). In der Röntgenkristallstruktur 
der AaSOR ist C31 persulfuriert (Urich et al., 
2006). Hierbei handelt es sich womöglich um 
eine enzymatische Auto-Sulfurierung nach ei-
nem Hitzefällungsschritt in E. coli. In weiteren 
Röntgenkristallstrukturen der AaSOR ohne 
Hitzefällung und auch in der 3D-Struktur der 
SOR aus Acidianus tengchongensis (AtSOR) ist 
eine solche Cysteinmodifikation nicht vorhan-
den (Li et al., 2008, Veith, 2011, Pöll, 2016). 
Mutagenesestudien von AaSOR und AtSOR 
zeigten jedoch, dass C31 essentiell für die Ka-
talyse ist (Chen et al., 2005, Urich et al., 
2005b). Die beiden Cysteine C101 und C104 be-
finden sich in einer gegenüberliegenden Helix 
in einem SOR-typischen CXXC-Motiv. Sie wei-
sen in den Röntgenkristallstrukturen der ar-
chaealen SORs keine Modifikationen auf. 
C10XA/S-Varianten resultierten in einer deutli-
chen Verringerung der Enzymaktivität, sie 
scheinen jedoch nicht essentiell für die Kata-
lyse zu sein (Chen et al., 2005, Urich et al., 
2005b). Entgegen den Beobachtungen im 
Wildtyp-Enzym waren in der AaSOR nach In-
kubation des Enzyms mit organischen Di- und 
Trisulfiden, welche zuvor als Inhibitoren iden-
Abbildung 1.7 | Aktives Zentrum der AaSOR und Cysteinmodifikationen. A, Strukturelle Darstellung der 
AaSOR-Bindungstasche mit katalytischem Eisenatom (orangene Kugel) und Eisenliganden, konservierten Cys-
tein-Resten und Aminosäuren, die an der Porenbildung zur Bindungstasche beteiligt sind. Der Pfeil zeigt den 
Bereich des Eingangs zum aktiven Zentrum. Exemplarisches Polysulfid (n = 4) ist als gelbe Kugeln dargestellt. 
B, Darstellung der Elektronendichte der AaSOR-Röntgenkristallstruktur im Wildtyp-Enzym (AaSOR Wt) und 
nach Inkubation mit dem organischen Inhibitor Dimethyl Disulfid (AaSOR-DDS). 
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tifiziert worden waren, ebenfalls Persulfurie-
rungen an den beiden benachbarten und kon-
servierten C101/104 und Trisulfurierungen an 
C31 in Röntgenkristallstrukturen sichtbar 
(Abb. 1.7 B) (Pöll, 2016).  
In der Röntgenkristallstruktur der nativen 
HnSOR kommt C33 (Homolog zu C31 in der 
AaSOR) ebenfalls als Persulfid vor, auch ohne 
Hitzeaktivierung, wobei C103 und C106
(AaSOR: C101/C104) ebenfalls Schwefelmodifi-
kationen aufwiesen (Pöll, 2016). Es wird da-
her angenommen, dass C31 (und dessen Ho-
mologe) höchstwahrscheinlich die Substrat-
bindestelle darstellt, während die beiden Cys-
teine C101/104 an der Substratorientierung be-
teiligt sein könnten (Urich, 2005, Urich et al., 
2006).  
Die Reaktionsprodukte gelangen anschlie-
ßend aus dem aktiven Zentrum wieder in den 
inneren Hohlraum, wobei unklar ist ob Sub-
strateingang in die active site pocket und Pro-
duktausgang in den inneren Hohlraum iden-
tisch sind. Der Produktausgang aus dem Ho-
loenzym wird von einer polaren Pore von den 
Aminosäuren R99 und S221 an der Dreifach-
symmetrieachse der AaSOR gebildet, dem Tri-
merkanal (Li et al., 2008, Veith, 2011). Für 
die HnSOR wurden die homologen Aminosäu-
ren A226 und E101 als porenbildend identifiziert 
(Abb. 1.6 C) In der Acidianus tengchongensis 
SOR wurde ausgehend vom aktiven Zentrum 
ein zweiter Kanal identifiziert, der das aktive 
Zentrum direkt mit dem Trimerkanal verbin-
det und womöglich den direkten Produktaus-
gang nach der Katalyse ermöglicht (Li et al., 
2008). Dieser Kanal ist auch in der AaSOR 
vorhanden, jedoch bewirkt die Untereinhei-
tenassemblierung im Holoenzym ein Schlie-
ßen der Pore. Die gleiche Beobachtung wurde 
in nachfolgenden Analysen des AtSOR-Ho-
loenzyms getroffen, weshalb erste Vermutun-
gen eines direkten Produktausgangs aus der 
active site pocket als unwahrscheinlich angese-
hen werden können (Pöll, 2016). Analysen 
der HnSOR legten jedoch für das Holoenzym 
eine Öffnung des homologen Kanals nahe, der 
auch nach Assemblierung der Untereinheiten 
Bestand hat (Veith et al., 2011, Pöll, 2016). 
Insgesamt scheint die HnSOR, verglichen mit 
der AaSOR, ein erweitertes Tunnelnetzwerk 
zu besitzen, wobei verschiedene Tunnel die 
Bindungstasche mit der inneren Kavität bzw. 
der äußeren Proteinoberfläche verbinden. Es 
ist jedoch unklar inwiefern das ausgedehnte 
Netzwerk essentiell für den Transport von 
Substrat und Reaktionsprodukten ist (s. Kap. 
6 für Details).  
SOR-Reaktionsmechanismus 
Die SOR-Reaktion besteht aus zwei Teilre-
aktionen, einer Oxygenase- und einer Dispro-
portionierungsreaktion (Gl. IV und V; Abb. 
1.8).  
Für die Oxygenase-Reaktion muss das kata-
lytische Eisenatom im Fe2+-Zustand vorliegen 
um Sauerstoff binden zu können, da Fe3+ kei-
nen Sauerstoff aktivieren kann (Costas et al., 
2004). Für die Reduktion des Eisenzentrums 
kommt es womöglich zu einer Veränderung 
der oktaedrischen Koordinationssphäre, wo-
bei ein Eisenligand seine Bindungsstelle ver-
lassen muss, um diese auf fünf zu reduzieren, 
allerdings wurde dies bislang nicht beobach-
tet. Die Sauerstoffbindung resultiert in einem 
kurzlebigen Fe(IV)-Superoxo-Intermediat um 
das Substrat zu attackieren. Wahrscheinlich 
kommt es anschließend zu einem Elektronen-
transfer von der Schwefelkette auf Fe(IV), um 
den Elektronenpool wieder aufzufüllen.  
Im Gegensatz dazu benötigt die Dispropor-
tionierungsreaktion ein starkes Nukleophil 
(z.B. OH-) und ist nicht auf die Anwesenheit 
von O2 angewiesen, wobei eines der Eisen-ko-
ordinierenden Wassermoleküle hierfür in 
Frage kommt. Das in einigen SOR-Strukturen 
persulfurierte C31 deutet auf eine kovalente 
Bindung eines Schwefelatoms des Substrats 
hin. Polysulfid würde in diesem Modell als Po-
lysulfankette an C31 binden und in diesem Zu-
stand an dem Eisenzentrum ausgerichtet, wo-
bei es ein Wassermolekül ersetzt, gefolgt von 
einer hydrolytischen Spaltung der terminalen 
Thiolgruppe (R-SH) zu Sulfid durch eine Ei-
sen-katalysierte Lewis-Säure-Reaktion, in des-
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sen Folge ein Polysulfan mit einer endständi-
gen Sulfensäuregruppe (R-S-O-) zurück-
bliebe. Durch die Sulfensäure oder durch Fe2+ 
aktivierter Sauerstoff kann anschließend die 
Sulfensäuregruppe zu Polysulfinsäure oxidie-
ren (R-S-O2-), welche oxidativ zu Sulfit 
(HSO3-) und einer verkürzten Polysulfen-
säure-Kette (R-Sn-2-S-O-) gespalten werden 
könnte.  
 
1.3 Bakterielle Schwefeloxidation  
PDOs und deren Gene scheinen sowohl in 
der Mehrzahl der Genom-sequenzierten Mik-
roorganismen, als auch in Eukaryoten vorhan-
den zu sein, während SORs und entspre-
chende sor-Gene auf wenige, meist fakultativ 
oder obligat chemolithoautotrophe Bakterien 
oder Archaea beschränkt sind (Wang et al., 
2014, Rühl et al., 2017). SORs stellen womög-
lich physiologisch zentrale Enzyme des oxida-
tiven, dissimilatorischen Schwefelstoffwech-
sels dar, wobei eukaryotische, mitochondriale 
PDOs eine ähnliche Rolle einzunehmen schei-
nen. Ob dies auch für bakterielle und ar-
chaeale PDOs gilt, ist eine offene Frage. Acidi-
thiobacillus caldus scheint Schwefel auch in 
Abwesenheit von sor- und pdo-Genen oxidie-
ren zu können, während die SOR in archaea-
len Acidianus-Spezies in signifikanten Mengen 
gebildet wird (Kletzin, 1989, Chen et al., 
2012, Wu et al., 2017), womit sich die Frage 
nach deren Bedeutung und Rolle im Stoff-
wechsel stellt. Generell sind Schwefelverbin-
dungen für viele (Mikro-)Organismen die 
Grundlage ihrer Energiekonservierung 
(Friedrich et al., 2005). Außerdem dienen re-
duzierte Schwefelverbindungen als Quelle 
der Schwefel-Assimilation und dem damit 
verbundenen Einbau in organische Verbin-
dungen.  
Die bakterielle Oxidation reduzierter 
Schwefelverbindungen ist ein wichtiger Be-
standteil des Schwefelkreislaufes und hat in 
 
Abbildung 1.8 | Hypothetischer Reaktionsmechanismus der SOR-Reaktion mit zwei denkbaren Wegen der 
Sauerstoffaktivierung (Veith, 2011). Gelb, Polysulfidkette (n= 4) als Substrat. 
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den Bereichen der Landwirtschaft, der Abfall-
behandlung, der Biokorrosion mikrobieller 
Erzlaugungen und in der Primärproduktion 
vieler Ökosysteme eine große Bedeutung er-
langt (Olson et al., 2003, Rohwerder et al., 
2003). Frühere Erkenntnisse hatten nahege-
legt, dass der dissimilatorische Schwefelstoff-
wechsel exklusiv in Prokaryoten zu finden sei 
(Kelly, 1979, Middelburg, 2000) und Eukary-
oten lediglich die Möglichkeit besäßen, assi-
milatorischen Schwefelstoffwechsel zu betrei-
ben. Die dissimilatorische Schwefeloxidation 
wurde hier ausschließlich auf lithotrophe, 
bakterielle Endosymbionten zurückgeführt 
(Dahl et al., 2008a). Die Funktion des hE-
THE1 und auch der humanen Sulfid-Chinon 
Oxidoreduktase, deren Elektronen zunächst 
auf den Chinonpool und anschließend auf 
Komplex III und IV der Atmungskette übertra-
gen werden (Jackson et al., 2012, Landry et 
al., 2017), deuten jedoch ebenfalls auf einen 
dissimilatorischen Schwefelstoffwechsel in 
Eukaryoten hin.  
Die hohe Reaktivität von Schwefelverbin-
dungen und die unabhängige Entwicklung 
verschiedener, auch redundanter, Schwefel-
abhängiger Oxidoreduktasen, inklusive derer 
Verbreitung über horizontalen Gentransfer, 
sind vermutlich die Hauptgründe, weshalb 
bislang kein universeller Mechanismus der 
Schwefeloxidation formuliert werden konnte. 
Hier und im Folgekapitel sollen zentrale En-
zymkomplexe bakterieller und archaealer 
Schwefeloxidationswege vorgestellt werden, 
um die Einbettung und Vernetzung von SORs 
und PDOs im Schwefelmetabolismus zu ver-
deutlichen. 
 
Der Schwefel Oxidationskomplex aus Para-
coccus pantotrophus 
Das am besten verstandene System der 
Schwefeloxidation ist der Schwefel Oxidati-
onskomplex (Sox). Das Sox-System ist peri-
plasmatisch lokalisiert und hauptsächlich in 
mesophilen Bakterien zu finden, die bei neut-
ralem pH wachsen. Mittels dieses Systems 
können Mikroorganismen eine Vielzahl redu-
zierter Schwefelverbindungen (Thiosulfat, 
Sulfit, elementarer Schwefel, Sulfid) direkt zu 
Sulfat oxidieren, wobei Cytochrom c als Elek-
tronenakzeptor genutzt wird.  
Das Sox-System ist der zentrale Reaktions-
weg der Schwefeloxidation vieler lithotropher 
Alphaproteobakterien und wurde detailliert 
für den neutralophilen Schwefeloxidierer Pa-
racoccus pantotrophus charakterisiert, wo es 
sich aus den vier Enzymen SoxXA, SoxB, 
SoxCD und SoxYZ zusammensetzt (Friedrich 
et al., 2000, Friedrich et al., 2008). SoxXA bin-
det zunächst den Sulfanschwefel des Substra-
tes und überträgt ihn kovalent auf die Sulf-
hydryl-Gruppe eines konservierten Cysteins 
des SoxYZ Dimers (Abb. 1.9). Beide gebunde-
nen Schwefelatome des Cystein S-Thiosulfo-
nat Derivates (SoxYZ-S-S-SO3-) werden an-
schließend in mehreren Folgereaktionen, bei 
denen insgesamt sechs Elektronen und zwei 
Sulfat frei werden, wieder zum ursprüngli-
chen Thiol oxidiert. Die SoxYZ gebundene S-
Thiosulfonat-Spezies wird dabei durch SoxB 
abgespalten, sodass Sulfat entsteht. Das resul-
tierende Cysteinpersulfid (SoxY-S-S-) wird 
durch SoxCD weiter zu Cystein-S-Sulfonat 
oxidiert und Sulfat erneut durch SoxB abge-
spalten (Rother et al., 2001, Friedrich et al., 
2005, Friedrich et al., 2008). Erst kürzlich 
wurden jedoch Hypothesen über eine Modifi-
kation des Sox-Weges angestellt (Grabarczyk 
& Berks, 2017). In diesem Modell ist SoxYZ 
nicht nur Träger von zwei Sulfan-Schwefel-
atomen (SoxYZ-S-S-SO3-), sondern längerer 
Sulfanschwefelketten (SoxYZ-S-(S)n-SO3-,  
n ≥ 2).  
In vielen Mikroorganismen kommt es zu 
keiner vollständigen Oxidation des Substra-
tes, zumeist aufgrund von fehlenden soxCD 
Genen. In Allochromatium vinosum wurden 
beispielweise diese Gene nicht gefunden (so 
genannter unvollständiger Sox-Weg), was zur 
intermediären Ablagerung von S0 als Schwe-
felkugeln führt. Durch das Fehlen von SoxCD 
kann das SoxYZ gebundene Cysteinpersulfid 
(SoxYZ-S-S-) nicht weiter oxidiert werden. 
Die Schwefelgruppe wird deshalb in revers ar-
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beitende pathways der dissimilatorischen Sul-
fit-Reduktase (rDsr) eingeschleust oder als 
Schwefelkugeln eingelagert, wobei der zu-
grundeliegende Mechanismus noch unver-
standen ist (Ghosh & Dam, 2009, Welte et al., 
2009). Es erscheint jedoch wahrscheinlich, 
dass Schwefelatome aus den Schwefelkugeln 
auf eine cytoplasmatische Rhodanase übertra-
gen werden, von wo aus sie über das Schwe-
felgruppenüberträgerprotein TusA wiederum 
in den rDsr-pathway eingeschleust und dort 
zu Sulfat oxidiert werden  (Stockdreher et al., 
2014). In grünen Schwefelbakterien der Gat-
tungen Chromatiaceae und Chlorobi fehlen 
ebenfalls soxCD Gene (Ghosh & Dam, 2009), 
wobei auch hier gezeigt wurde, dass die Funk-
tion der Sulfatbildung durch eine oxidative 
Dsr übernommen werden kann (Gregersen et 
al., 2011, Holkenbrink et al., 2011). In Orga-
nismen mit funktionaler SOR und/oder PDO 
ist es jedoch ebenfalls denkbar, dass der 
Schwefel aus Schwefelkugeln direkt von der 
SOR oder nach Übertragung einer Rhodanase 
auf GSH von der PDO weiter oxidiert werden 
kann.  
Schwefelmetabolismus in Acidithiobacillus 
caldus 
Acidithiobacillus caldus ist ein chemolitho-
autotrophes Gammaproteobakterium, mit ei-
ner optimalen Wachstumstemperatur von 
45 °C bei pH 2 – 2,5 (Hallberg & Lindström, 
1994, Hallberg et al., 1996). Der Organismus 
oxidiert elementaren Schwefel und andere re-
duzierte, anorganische Schwefelverbindun-
gen, inklusive vieler Metallsulfide (Hallberg & 
Lindström, 1994, Hallberg et al., 1996, 
Kamimura et al., 1999, Edwards et al., 2000). 
Dementsprechend wurde At. caldus als primä-
rer Schwefeloxidierer in Biolaugungsreakto-
ren identifiziert, weshalb die Untersuchung 
seines Schwefelstoffwechsels von großem In-
teresse ist (Amaro et al., 1994, Goebel & 
Stackebrandt, 1994, Hallberg et al., 1996, 
Rawlings et al., 1999).  
Im hypothetischen Modell der Schwefeloxi-
dation von At. caldus (Abb. 1.10) gelangt 
Octasulfanschwefel über einen noch nicht 
identifizierten Mechanismus über ein äußeres 
Membranprotein (Outer Membrane Protein, 
OMP) in das Periplasma. Dabei kommt es ver-
 
Abbildung 1.9 | Schematische Darstellung der Thiosulfatoxidation durch den Sox-Enzymkomplex in Paracoc-
cus pantotrophus. Nach Friedrich et al. (2008).  
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mutlich zu einer Aktivierung des S8-Schwefels 
durch eine reaktive Thiolgruppe (R-SH) des 
OMP, sodass dieses als lineares Polysulfanin-
termediat (R-(S)n-S-H) in das Cytoplasma ge-
langt, wobei auch dieser Mechanismus noch 
unverstanden ist (Rohwerder & Sand, 2003).  
Im Cytoplasma findet anschließend eine 
Disproportionierungsreaktion der Schwefel-
kette durch die Schwefel Oxygenase Reduk-
tase (SOR) statt, wobei Schwefelwasserstoff 
(H2S) und Sulfit entstehen, welches in einer 
nicht-enzymatischen Reaktion mit Schwefel 
zusätzlich Thiosulfat bildet. Thiosulfat kann 
anschließend direkt durch eine membranstän-
dige Thiosulfat-Chinon Oxidoreduktase 
(TQO) zu Tetrathionat oxidiert werden.  Eine 
Tetrathionat Hydrolase (TetH) hydrolysiert 
dieses wiederum zu Thiosulfat, wobei Sulfat 
und Schwefel als Nebenprodukte gebildet 
werden. Die membranständige TQO transfer-
iert dabei Elektronen auf Chinone, die ihrer-
seits von Chinol-Oxidasen oxidiert werden 
(Brasseur et al., 2004). Dieser Reaktionsweg 
wird auch als S4I-pathway bezeichnet und die 
entsprechenden Gene sind in allen publizier-
ten Genomen von Acidithiobacillus spp. vor-
handen, was auf dessen universelle Wichtig-
keit hindeutet (Rzhepishevska et al., 2007, 
Wang et al., 2016). Thiosulfat kann jedoch 
auch über einen noch nicht bekannten Mecha-
nismus ins Periplasma transferiert werden. 
Wie in vielen moderat thermophilen und 
acidophilen Schwefel-oxidierenden Proteo-
bakterien der Gattung Acidithiobacillus spp. 
fehlen At. caldus Gene für SoxCD (Valdés et 
al., 2008, Talla et al., 2014, Christel et al., 
2016). Demnach wird Thiosulfat im Peri-
plasma über den unvollständigen Sox-Kom-
plex zu Schwefel und Sulfat oxidiert, wobei 
dies ebenfalls S0-Einlagerungen als Schwefel-
Abbildung 1.10 | Hypothetisches Modell des oxidativen Schwefelmetabolismus in At. caldus basierend auf 
bioinformatischen Analysen von Schwefelmetabolismus-Proteinen, die im Genom des Organismus kodiert 
sind. Sox, Schwefeloxidationskomplex; TQO, Thiosulfat-Chinon Oxidoreduktase; TetH, Tetrathionat Hydro-
lase; SQR, Sulfid-Chinon Oxidoreduktase; TST, Thiosulfat-Schwefel Transferase; HDR, Heterodisulfid Reduk-
tase; PDO, Persulfid Dioxygenase; SOR, Schwefel Oxygenase Reduktase; APS, Adenosin-5’-phosphosulfat-
(APS)-Reduktase; SAT, ATP Sulfurylase; SoeABC, Sulfit oxidierendes Enzym; Q, Chinon; GSH, reduziertes Gluta-
thion; GSSH, Glutathionpersulfid; OMP, Äußeres Membranprotein. 
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kugeln zur Folge hat (Hazeu et al., 1988, He 
et al., 2010). Die Enzyme, welche an der Oxi-
dation des eingelagerten Schwefels beteiligt 
sind, sowie deren zeitliches Auftreten über die 
Wachstumsperiode von At. caldus sind bislang 
jedoch unbekannt.   
H2S wiederum dient als Substrat für die 
SQR, welche H2S mit Chinon als Elektronen-
akzeptor zu S0 und/oder zu Polysulfiden oxi-
diert (Wakai et al., 2004). Eine Rhodanase 
kann anschließend entweder den Sulfan-
schwefel des Polysulfides oder des Thiosulfats 
auf GSH übertragen. Das resultierende GSSH 
steht daraufhin als Substrat für eine PDO zur 
Verfügung. Aus der Reaktion resultierendes 
Sulfit kann anschließend direkt über das 
membrangebundene Sulfit-oxidierende En-
zym (SoeABC) oder über die Adenosin-5’-
phosphosulfat-(APS)-Reduktase und die ATP 
Sulfurylase (SAT) zu Sulfat oxidiert werden 
(Chen et al., 2012).  
At. caldus besitzt Gene für zwei verschie-
dene PDOs (s. Kap. 3) und eine SOR in seinem 
Genom, wobei das Vorkommen mehrerer Pa-
raloge in verschiedenen Acidithiobacillus spp. 
nichts Ungewöhnliches ist (Wu et al., 2017). 
Die Funktionen der PDOs und der SOR in At. 
caldus wurde mittels Gendeletion und Über-
expression in vivo überprüft (Wu et al., 2017). 
Die Abwesenheit der PDO hatte dabei, trotz 
ihrer zentralen Rolle im Schwefelmetabolis-
mus von At. caldus, weder einen Einfluss auf 
die Schwefeloxidationsrate noch auf die 
Wachstumsrate in S0-Medium. Eine Deletion 
des sor Gens in At. caldus  zeigte ebenfalls 
keine signifikanten Auswirkungen auf das 
Wachstum (Chen et al., 2012). Die Dreifach-
deletionsmutante hatte zwar reduzierte 
Schwefeloxidationsraten zur Folge, der Orga-
nismus konnte jedoch weiterhin wachsen, so-
dass die genauen Rollen aller drei Proteine im 
autotrophen Metabolismus von At. caldus un-
klar bleiben. Auch Proteom- und Transkrip-
tomstudien gaben bislang keinen Anhalts-
punkt über die Rolle der Proteine im oxidati-
ven Schwefelstoffwechsel von Acidithiobacil-
lus sp., wobei jedoch in keiner der bislang ver-
öffentlichten Analysen die drei Gene/Proteine 
im Fokus standen (Bouchal et al., 2006, 
Quatrini et al., 2006, Chen et al., 2012, 
Ouyang et al., 2013, Dekker et al., 2016, Fan 
et al., 2018).  
Es wird angenommen, dass ein membran-
gebundener Heterodisulfid Reduktase (Hdr)-
Komplex ein weiteres Schwefeloxidationssys-
tem im cytoplasmatischen Raum von Acidi-
thiobacillius spp. und vielen anderen schwefel-
oxidierenden Bakterien und Archaea darstellt 
(Quatrini et al., 2009, Mangold et al., 2011, 
Chen et al., 2012, Yin et al., 2014, Dahl, 2015, 
Christel et al., 2016). Es handelt sich dabei um 
Homologe des HdrABC-Komplexes aus Me-
thanogenen und Sulfat-reduzierenden Ar-
chaea bzw. Bakterien, die die reversible Re-
duktion einer Disulfidbindung vermitteln 
(Hedderich et al., 2005). Als Substrate dienen 
dementsprechend Disulfid-Intermediate aus 
Schwefelübertragungsmolekülen wie GSSH. 
Im nächsten Schritt wird der R-SSH-Rest oxi-
diert und frei werdende Elektronen auf den 
Chinonpool übertragen (Thauer et al., 2008, 
Kaster et al., 2011, Wagner et al., 2017). Es 
entstehen Sulfit und der regenerierte R-SH-
Rest als Reaktionsprodukte. Es fehlen aller-
dings biochemische Beweise, die die Funktion 
von Hdr-ähnlichen Komplexen, wie sie in Aci-
dithiobacillus spp. vorkommen, bestätigen. 
Daher bleibt ihre Existenz und exakte Rolle im 
Schwefelmetabolismus weiterhin spekulativ 
(Quatrini et al., 2009). Kürzlich wurde jedoch 
für ein ähnliches System in Hyphomicrobium 
denitrificans die Oxidation von Thiosulfat zu 
Sulfit beschrieben (Koch & Dahl, 2018).  
Das Vorhandensein von drei verschiedenen 
Systemen zur Oxidation von Schwefel (PDO, 
SOR und Dsr) und dem zusätzlichen Vorkom-
men redundanter Systeme für die Sulfit- und 
Thiosulfatoxidation (Hdr) in Acidithiobacillus 
spp. verdeutlicht dabei die Vielfalt und Kom-
plexität der elementaren Schwefeloxidation 
in diesen acidophilen Bakterien. 
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Dissimilatorische Schwefeloxidation in 
Thioalkalivibrio paradoxus  
Alkalische Sodaseen gehören, neben mari-
nen Sedimenten (Wasmund et al., 2017), hyd-
rothermalen Quellen der Tiefsee („Black Smo-
ker“, Jannasch &  Mottl (1985)), und sauren 
Berglaugungsanlagen (Méndez-García et al., 
2015), zu den Gebieten mit den höchsten 
Konzentrationen reduzierter Schwefelverbin-
dungen (Sorokin et al., 2015). Erstere haben 
die Besonderheit, aufgrund der hohen Kon-
zentrationen an Natriumcarbonat/-bicarbo-
nat, einen besonders hohen pH (> 9,0) zu be-
sitzen (Sorokin & Kuenen, 2005). Dies geht 
mit einer erhöhten Stabilität von Polysulfiden 
und einer reduzierten Toxizität von Schwefel-
wasserstoff einher (als Sulfid, HS-), da dies 
nicht mehr frei die Zellmembran passieren 
kann. Die Schwefeloxidationsrate in solchen 
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Umgebungen scheint hoch zu sein, da Sulfid 
in den oberen Sedimentschichten nicht nach-
weisbar ist (Sorokin et al., 2010). Metage-
nomanalysen zeigten, dass Vertreter der Gat-
tung Thioalkalivibrio die größte Gruppe 
Schwefel-oxidierender Bakterien in solchen 
Umgebungen darstellen (Sorokin et al., 2013, 
Vavourakis et al., 2018). Zurzeit sind insge-
samt zehn Thioalkalivibrio spp. beschrieben, 
wovon drei je ein bis zwei sor Gene, neben Ge-
nen für einen unvollständigen Sox-Komplex 
und einer PDO, besitzen und damit in der 
Lage sind, elementaren Schwefel direkt zu 
oxidieren.  
Für das Gram-negative Gammaproteo-
bakterium Tv. paradoxus ARh1 wurde die 
Genomsequenz veröffentlicht und ausgehend 
davon hypothetische Modelle der Schwefel-
oxidation erstellt (Abb.1.11;Kap.7)(Berben et 
Abbildung 1.11 | Hypothetisches Modell der dissimilatorischen Schwefeloxidation in Tv. paradoxus basie-
rend auf bioinformatischen Analysen von Schwefelmetabolismus-Proteinen, die im Genom des Organismus 
kodiert sind. CM, Cytoplasmamembran; OM, Äußere Membran; MQ, Menachinon; GSH (GSSH), Gluta-
thion(persulfid); SOR, Schwefel Oxygenase Reduktase; SOX AX-YZ-B, unvollständiger Sox-Komplex; SoxL, Rho-
danase-ähnliche Transferase; SQR, Schwefel-Chinon Oxidoreduktase; PDO, Persulfid Dioxygenase; DsrAB, oxi-
dative dissimilatorische Sulfit Reduktase; DsrEFH, Schwefelübertragungskomplex; PSR, Polysulfid Reduktase; 
APS, Adenosin-5’-phosphosulfat-(APS)-Reduktase; SAT, ATP Sulfurylase; Soe, Sulfit oxidierendes Enzym. 
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al., 2015, Berben et al., 2017b, Rühl et al., 
2017). Das Bakterium wächst am besten 
durch aerobe, dissimilatorische Oxidation von 
Thiosulfat und Thiocyanat, wobei auch Sulfid, 
Polysulfid und Kohlenstoffdisulfid genutzt 
werden können (Sorokin et al., 2002). Tv. pa-
radoxus wurde aus einem Sodasee in Kenia 
isoliert und bildet große, nicht-bewegliche 
Stäbchen (Sorokin et al., 2002). Aufgrund des 
unvollständigen Sox-Komplexes lagert der Or-
ganismus intrazelluläre Schwefelkugeln als 
Intermediat ein. Abgebaut werden diese unter 
anderem durch eine cytoplasmatische SOR 
(Abb. 1.11; Kap. 7). Neben ihr besitzt der Or-
ganismus ebenfalls Gene für eine oder meh-
rere PDOs, die über eine SQR bzw. eine Rho-
danase ebenfalls an der Schwefeloxidation zu 
Sulfit beteiligt ist. Darüber hinaus weist Tv. 
paradoxus eine Operon-ähnliche Anordnung 
auf, welche die Gene für die dissimilatorische 
Sulfit-Reduktase (Dsr) und zahlreiche ak-
zessorische Proteine beinhaltet. Beispiels-
weise wurde für SoxL aus Al. vinosum gezeigt, 
dass es essentiell für die Oxidation des Schwe-
felkugel-Schwefels ist (Weissgerber et al., 
2014). Al. vinosum bildet aufgrund eines un-
vollständigen Sox-Systems ebenfalls Schwe-
felkugeln in Membranausstülpungen (Hensen 
et al., 2006). Gene für die Aktivierung und Re-
duktion von Sulfat (SAT, Apr) sind in Tv. pa-
radoxus vorhanden, wobei die Proteine auch 
für die gegensätzliche Reaktion verantwort-
lich sein können. Durch die gegenläufige Re-
aktion würde während der Sulfitoxidation 
eine Phosphorylierung auf Substratniveau er-
möglicht, wie es bereits für Dsr in Al. vinosum 
gezeigt wurde (Dahl et al., 2008b). Ebenso 
sind Gene für eine Polysulfidreduktase (Psr) 
vorhanden, wobei kurzkettige Polysulfide an-
schließend wieder als Substrate für die SOR- 
und PDO-Reaktionen zur Verfügung stünden. 
Die terminale Sulfitoxidation kann durch eine 
membranständige Sulfit Oxidoreduktase ver-
mittelt werden.  
Eine unlängst veröffentliche, vergleichende 
Transkriptomstudie in dem nahe verwandten 
Tv. thiocyanoxidans untersuchte die Rolle von 
Genen, die potentiell am Thiocyanatmetabo-
lismus in Haloalkaliphilen beteiligt sind 
(Berben et al., 2017a). Darüber hinaus wur-
den jedoch keine weiteren Studien durchge-
führt, welche die Rolle von Genen oder Prote-
inen des Schwefelmetabolismus in Thioalka-
livibrio sp. untersuchten. Eine im Rahmen die-
ser Arbeit durchgeführte, erste Proteomana-
lyse eines Vertreters der Gattung Thioalka-
livibrio sollte Einblicke in die Schwefeloxida-
tion von Tv. paradoxus ermöglichen (Kap. 7).  
1.4 Schwefeloxidation in Archaea 
Neben Böden und Gewässern sind vor al-
lem extreme Standorte Umgebungen, in de-
nen die mikrobielle Schwefeloxidation die 
vorrangige Reaktion ist. Insbesondere vulka-
nische Habitate stellen ein Milieu dar, in dem 
hohe Mengen elementarer Schwefel und an-
derer anorganischer Schwefelverbindungen 
vorzufinden sind, welche von Chemolithoau-
totrophen genutzt werden können. Viele (Hy-
per-)thermophile Archaea nutzen diese Ver-
bindungen zur Energiekonservierung.  
Solfataren, Hydrothermalquellen, Fumaro-
len und andere schwefelreiche Umgebungen 
zählen zu den typischen Habitaten dieser Ar-
chaea (Abb. 1.12 A). Vor allem in der Ord-
nung der Sulfolobales finden sich viele extrem 
thermoacidophile Vertreter wieder (TOpt ≥ 
70 °C, pHOpt: ≤ 3,5), welche eine bemerkens-
werte metabolische Vielfalt aufweisen 
(Kletzin, 2008). Innerhalb der Sulfolobales hat 
sich Acidianus ambivalens (Abb. 1.12 B), auf-
grund vieler biochemischer Studien der an 
der Schwefeloxidation beteiligten Enzyme, als 
ein Modellorganismus herauskristallisiert 
(Kletzin et al., 2004, Kletzin, 2006).  
Schwefeloxidation in Acidianus ambiva-
lens  
Acidianus ambivalens (früher Desulfuro-
lobous ambivalens) ist ein fakultativ anaerobes 
Archaeon mit optimalen Wachstumsbedin-
gungen von 80 °C bei einem pH von 2,5 (Zillig 
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et al., 1986, Fuchs et al., 1996). Trotz des sau-
ren Milieus ist der pH im Zellinneren mit 6,5 
dennoch nahezu neutral (Moll & Schäfer, 
1988). Der Organismus wächst autotroph 
durch die Oxidation oder Reduktion von ele-
mentarem Schwefel, Tetrathionat und Metall-
sulfiden (Kletzin, pers. Mitteilung). In Anwe-
senheit von Sauerstoff oxidiert Ac. ambivalens 
S0 in verschiedenen Schritten zu Schwefel-
säure, wobei Intermediate wie Sulfit, Thiosul-
fat, Tetrathionat und Sulfit gebildet werden. 
Der Organismus ist somit maßgeblich an dem 
sauren Milieu in den entsprechenden Habitat-
en beteiligt (Zillig et al., 1986). Die Biochemie 
und die Elektronentransportketten in Ac. am-
bivalens unterscheiden sich jedoch signifikant 
von den bakteriellen Modellen, beispielweise 
durch das Fehlen der Sox-Proteine, wie auch 
in anderen Archaea.  
Der initiale Schritt der Schwefeloxidation 
wird durch die cytoplasmatische SOR vermit-
telt (Abb. 1.13; s. Kap. 1.2.2 für Details). Die 
SOR katalysiert eine sauerstoffabhängige 
Schwefeldisproportionierungsreaktion von S0 
mit Sulfit und Schwefelwasserstoff als Reakti-
onsprodukten (Kletzin, 1989). Hierfür muss 
S0 zunächst die Cytoplasmamembran durch-
queren, wobei der zugrundeliegende Mecha-
nismus ungeklärt ist. Während der SOR-Kata-
lyse findet keine Energiekonservierung statt. 
Die Reaktion scheint vielmehr dazu zu dienen 
den nahezu unlöslichen Schwefel für weitere, 
membranständige Oxidoreduktasen zugäng-
lich zu machen, welche Elektronen auf Calda-
riella-Chinone (CQ) übertragen und damit für 
Elektronentransportprozesse bereitstellen.  
 Für den energiekonservierenden Reakti-
onsweg an der Cytoplasmamembran wird 
Thiosulfat durch eine heterodimere Thiosul-
fat-Chinon Oxidoreduktase (TQO) zu Tetra-
thionat oxidiert (Müller et al., 2004). Thiosul-
fat entsteht dabei durch die nicht-enzymati-
sche Reaktion von Sulfit mit S0 bei Tempera-
turen über 50 °C (Roy & Trudinger, 1970, 
Kletzin, 1989, Rühl et al., 2017). Sulfit wiede-
rum wird direkt durch eine Sulfit-Akzeptor 
Oxidoreduktase (SAOR) zu Sulfat oxidiert 
(Zimmermann et al., 1999), wobei das ent-
sprechende Enzym bislang weder isoliert 
noch in Sequenzvergleichen identifiziert 
wurde. Eine Sulfid-Chinon Oxidoreduktase 
(SQR) oxidiert Sulfid zu elementaren Schwe-
fel (Brito et al., 2009), welcher wieder für die 
SOR-Reaktion als Substrat zur Verfügung 
steht. Bei allen drei Reaktionen werden Elekt-
ronen auf CQ und damit den Chinonpool von 
Ac. ambivalens übertragen. Von dort aus ge-
langen sie zu terminalen Chinoloxidasen, bei-
spielsweise CbsAB-SoxLN (Bandeiras et al., 
2009), DoxBCE (Purschke et al., 1997) und 
den SoxABC und SoxM Komplexen (Lübben et 
al., 1994a, Lübben et al., 1994b), welche für 
Sulfolobales beschrieben worden sind. Parallel 
hierzu gibt es in Ac. ambivalens einen cyto-
Abbildung 1.12 | Acidianus ambivalens und dessen typisches Habitat. A, Fumarole in der Lagune von Furnas 
auf São Miguel (Azoren, Portugal; Bild: A. Kletzin). B, Elektronenmikroskopische Aufnahme eines Ultradünn-
schnittes von Ac. ambivalens (Bild: W. Zillig) 
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plasmatischen Weg der Sulfitoxidation über 
die Adenylylsulfat-Reduktase und einer ADP 
aus AMP-produzierenden Adenylylsul-
fat:Phosphat Adenylyltransferase, vergleich-
bar zu der aus Thiobacillus denitrificans 
(Brüser et al., 2000). Hierbei handelt es sich 
um eine Substratstufenphosphorylierung 
(Zimmermann et al., 1999), wobei die ent-
sprechenden Proteine für diesen Reaktions-
weg bislang biochemisch nicht charakterisiert 
wurden. Wird Ac. ambivalens mit Tetrathionat 
kultiviert, kann dies durch eine extrazel- 
luläre Tetrathionat-Hydrolase (TTH) zu Sul-
fat, Thiosulfat und elementaren Schwefel um-
gesetzt werden (Protze et al., 2011), welcher 
wiederum für die SOR als zentrales Enzym 
des Schwefeloxidationsweges als Substrat zur 
Verfügung steht.  
Obwohl die SOR eine zentrale Rolle im Mo-
dell der Schwefeloxidation in Ac. ambivalens 
einnimmt, gibt es bislang keine Transkriptom- 
und/oder Proteomstudien, die diese Hypo-
these bestätigen. Darüber hinaus bestehen, 
trotz intensiver Forschung, weiterhin einige 
offene Fragen über die allgemeine Funktions-
weise und den Reaktionsmechanismus von 
SORs (inklusive der AaSOR).  
1.5 Ziele der Arbeit und Kapitel-
übersicht 
Trotz intensiver Forschung an Schwefel 
und Persulfid (Di-)Oxygenasen sind bislang 
nur wenige Details zu den zugrundeliegenden 
Reaktionsmechanismen bekannt. Viele der 
mehr oder weniger hypothetischen Mechanis-
men basieren auf generellen Ableitungen ver-
wandter nicht-Häm Eisen-Oxygenasen und 
fokussieren sich hauptsächlich auf den Sub-
stratumsatz am katalytischen Eisenion ohne 
Berücksichtigung der weiteren Enzymumge-
bung. Im Rahmen dieser Arbeit sollten die 
molekularen Mechanismen der Schwefeloxi-
dation von SORs und PDOs mit Hilfe bioche-
mischer, spektroskopischer und struktureller 
Analysen genauer charakterisiert werden. 
Darüber hinaus sollte der physiologische Nut-
zen der SOR aus Tv. paradoxus mit Hilfe einer 
Proteomstudie analysiert und das Enzym in 
den oxidativen Schwefelmetabolismus des 
Organismus eingebettet werden. Die Ergeb-
nisse der Arbeit sind in den Kapitel 3 – 7 zu-
sammengefasst:  
Kapitel 3 beschäftigt sich mit den molekula-
ren Mechanismen der AcPDO. Neben einer 
Abbildung 1.13 | Hypothetisches Modell der Oxidation von elementaren Schwefel in Ac. ambivalens nach 
Kletzin (2008). SAOR, Sulfit-Akzeptor Oxidoreduktase; SQR, Sulfid-Chinon Oxidoreduktase; SOR, Schwefel 
Oxygenase Reduktase; TQO, Thiosulfat-Chinon Oxidoreduktase; TTH, Tetrathionat-Hydrolase; CQ, Caldari-
ella-Chinon; Durchgehende Pfeile, enzymatische Reaktion; gestrichelte Pfeile, nicht-enzymatische Reaktion.
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grundlegenden biochemischen Charakterisie-
rung des Enzyms wurde die Röntgenkristall-
struktur aufgeklärt und spektroskopisch mög-
liche Eisen-O2-(SR)-Intermediate beobachtet. 
In einer ersten umfassenden Mutagenese- 
studie in PDOs wurden Aminosäuren identifi-
ziert, die essentiell für die Enzymaktivität und 
teilweise posttranslational modifiziert sind. 
Anhand dieser Erkenntnisse wurde ein abge-
wandelter und erweiterter PDO-Reaktionsme-
chanismus formuliert.  
Kapitel 4 beinhaltet die biochemische Cha-
rakterisierung der TpSOR, inklusive Tempera-
turoptimum, Denaturierungskinetiken und 
Mutagenesestudien. Darüber hinaus wurden 
die SOR-Reaktionsprodukte mittels eines, im 
Rahmen dieser Arbeit entwickelten, HPLC-ge-
koppelten Enzymtests quantifiziert und so die 
Oxygenase- vs. Reduktase-Stöchiometrien in 
SORs ermittelt.  
In Kapitel 5 liegt der Fokus auf der Aufklä-
rung der TpSOR-Röntgenkristallstruktur und 
Kryo-EM-Strukturen von TpSOR und AaSOR. 
Eine vergleichende Strukturanalyse verdeut-
licht unterschiedliche Eigenschaften und Kon-
stitutionen der jeweiligen SORs und zeigt in 
Kryo-EM-Strukturen verschiedene Modifikati-
onen der nativen Enzyme im Vergleich zu den 
Röntgenkristallstrukturen.  
Kapitel 6 beschreibt mögliche Substrat- und 
Produktwege in SORs, ausgehend von einer 
umfassenden Software-gestützten Tunnel- 
und Kavitätenanalyse in Tp-, Αa- und HnSOR. 
In diesem Zusammenhang wurde ein allge-
meines Modell der Substrat- und Produktrou-
ten aufgestellt. Im Weiteren wurden mittels 
molekularem Docking verschiedene Substrat-
bindungszustände an das katalytische Eisen-
zentrum und an konservierte Cysteine identi-
fiziert und daraus einen möglichen Einfluss 
auf die Funktionsweise  von SORs abgeleitet.  
Kapitel 7 beinhaltet die erste Proteomstudie 
eines Vertreters der Gattung Thioalkalivibrio. 
Mittels SWATH-LC/MS/MS wurde die Pro-
duktion der TpSOR unter physiologischen 
Wachstumsbedingungen mit Thiosulfat und 
Thiocyanat als Elektronendonor verifiziert 
und deren Funktion in den allgemeinen oxi-
dativen Schwefelmetabolismus eingebettet. 
Darauf aufbauend wurde ein präferierter Weg 
der Schwefeloxidation in Tv. paradoxus for-
muliert.   
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KAPITEL 2 






2.1 Chemikalien  
Chemikalie Hersteller 
2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure (MES) Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
2-4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl-ethansulfonsäure (HEPES) LS Labor-Service GmbH, Griesheim 
2,4,6-Tripyridyl-1,3,5-triazin (TPTZ) Acros Organics, Geel, Belgien 
4-Chloro-1-Naphtol Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Aceton VWR International GmbH, Darmstadt 
Acrylamidlösung (30:0.8); Rotiphorese Gel 30 Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Agarose ME Biozym Scientific GmbH, Hessisch Oldendorf 
Aldolase Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
Aminohexansäure  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Ammoniumacetat LS Labor-Service GmbH, Griesheim 
Ammoniumperoxodisulfat Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Ammoniumsulfid Carl Roth GmbH, Karlsruhe  
Ampicillin  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Anhydrotetrazyklin (AHT) Cayman Chemical, Ann Arbor, USA 
β-Mercaptoethanol  Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Bacto-Agar Becton Dickinson GmbH, Heidelberg 
Bacto-Trypton  Becton Dickinson GmbH, Heidelberg 
BisTris GERBU Biotechnik GmbH, Heidelberg 
Borsäure Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Bromphenolblau Merck KGaA, Darmstadt 
Calciumchlorid x 2 H2O LS Labor-Service GmbH, Griesheim 
Chloroform  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Cobalt-(II)-Chlorid x 6 H2O Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg  
Conalbumin Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
Coomassie Brilliant Blue G250  Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Coomassie Roti Blue, colloidal Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Cytochrom c Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
D-Biotin  IBA Lifesciences, Göttingen 
D-Desthiobiotin IBA Lifesciences, Göttingen 
DL-Äpfelsäure1 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
di-Kaliumhydrogenphosphat x 3 H2O  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Dithiothreitol (DTT) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Eisen-(III)-Chlorid x 6 H2O Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Eisen-(III)-Nitrat x 9 H2O Merck KGaA, Darmstadt 
Eisen-(II)-Sulfat x 4 H2O  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Essigsäure Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Essigsäure (HPLC-Grade) VWR International GmbH, Darmstadt 
Ethanol Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Ethidiumbromid  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) Merck KGaA, Darmstadt 
Formaldehyd (37%) LS Labor-Service GmbH, Griesheim 
Fuchsin Merck KGaA, Darmstadt 
Glutaraldehyd Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Glutathion, reduziert (GSH) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Glutathion, oxidiert (GSSG) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Glycerin  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Glycerin1 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
Glycin Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Guanidinium-Chlorid Fluka Analytical, St. Gallen, Schweiz 
Guanidinium-Thiocyanat  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Harnstoff Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Hefeextrakt, granuliert Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Hexaammin-Cobalt-(III)-Clorid1 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
His60 Ni Gravity Columns (1 ml) Takara Bio Inc., Kusatu, Japan   
Hydroxy-Azophenyl Benzoesäure (HABA) Acros Organics, Geel, Belgien 
Hydroxylamin-Hydrochlorid Alfa Aesar, Karlsruhe 
Imidazol Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Iodacetamid (IAA) AppliChem, Darmstadt 
Isoamylalkohol Merck KGaA, Darmstadt 
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Isopropylalkohol (2-Propanol) LS Labor-Service GmbH, Griesheim 
Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid (ITPG) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Kaliumcyanid Merck KGaA, Darmstadt 
Kaliumdihydrogenphosphat Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Kaliumnitrat  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Kaliumthiocyanat  Merck KGaA, Darmstadt 
Katalase Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
Kupfer-(II)-Chlorid x 2 H2O Merck KGaA, Darmstadt 
LB-Agar-Fertigmedium Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Magnesiumchlorid x 6 H2O LS Labor-Service GmbH, Griesheim 
Mangan-(II)-Chlorid x 4 H2O Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Methanol  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Methanol (HPLC-Grade) VWR International GmbH, Darmstadt  
Methansulfonsäure  Merck KGaA, Darmstadt 
Methoxypolyethylen Glycol Maleimid (MalPEG 5 000) Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
Methylenblau Merck KGaA, Darmstadt 
Monobromobimane  Sigma-Aldrich, St. Louis, USA / Cayman, Ann Arbor, USA 
Natriumacetat x 3 H2O  LS Labor-Service GmbH, Griesheim 
Natriumacetat1 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
Natriumcarbonat  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Natriumchlorid  Merck KGaA, Darmstadt 
Natriumcitrat x 2 H2O  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Natriumdihydrogenphosphat x H2O  Merck KGaA, Darmstadt 
Natriumdodecylsulfat (SDS) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Natriumhydrogencarbonat  Merck KGaA, Darmstadt  
Natriumhydrogenphosphat x H2O Merck KGaA, Darmstadt 
Natriumhydroxid Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Natrium-Kakodylat1 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
Natriummolybdat x 2 H2O  Merck KGaA, Darmstadt 
Natriumsulfid x H2O  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Natriumsulfit Merck KGaA, Darmstadt 
Natriumthiosulfat x 5 H2O  Merck KGaA, Darmstadt 
N-Ethylmaleinimid (NEM) Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Nickel-(II)-Chlorid x 6 H2O Merck KGaA, Darmstadt 
N,N-Dimethylformamid (DMF) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
N,N-Dimethyl-p-phenyldiamin Dihydrochlorid Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
o-Dianisidin Dihydrochlorid Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 
Paraformaldehyd Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Pepton Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
PEG 33501 Alfa Aesar, Haverhill, USA 
Phenol (H2O gesättigt) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Phosphorsäure Merck KGaA, Darmstadt  
Random Hexamer Primer Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich 
Rinderserumalbumin (BSA) Roche Diagnostics, Mannheim 
Salpetersäure Merck KGaA, Darmstadt  
Salzsäure (37%) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Schwefelpulver AppliChem, Darmstadt 
Silikon-Antischaum Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Strep-Tactin Gravityflow-Säule (1 ml) IBA Lifesciences, Göttingen 
Strep-Tactin XT Gravityflow High Capacity-Säule (1 ml) IBA Lifesciences, Göttingen 
Tetramethylethylendiamin (TEMED) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Trichloressigsäure (TCA) IBA Lifesciences, Göttingen 
Tricin  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Tris(2-carboxyethyl)phosphin (TCEP) Alfa Aesar, Haverhill, USA 
Tris(hydroxymethyl)-aminomethan (Tris) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Trypton Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Tween20 Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Uranylacetat Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Wasser (HPLC-Grade) VWR International GmbH, Darmstadt 
Wasserstoffperoxid (H2O2) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Zinkacetat x 2 H2O Merck KGaA, Darmstadt 
Zinksulfat x 7 H2O Merck KGaA, Darmstadt  
Zitronensäure LS Labor-Service GmbH, Griesheim 
1 Genutzt für Kristallisationsexerpimente am ITQB (Oeiras, Portugal) 
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2.2 Mikroorganismen  
Escherichia coli TOP10F‘ Invitrogen/Life Technologies, Darmstadt  
Escherichia coli BL21 (DE3) Stratagene (AgilentTechnologies), Waldbronn  
Thioalkalivibrio paradoxus ARh1T Sorokin et al. (2002) 
2.3 Plasmide 
pASK-SOR.05 (Urich et al., 2004) 
pASK_HnSOR (Veith et al., 2011) 
pASK_TpSOR (Rühl et al., 2017) 
pASK_AcPDO (Rühl et al., 2018) 
pMW172_hETHE1 (Tiranti et al., 2006) 
pASK_AaSOR_W94E (Rühl et al., 2017) 
pASK_AaSOR_Y102D (Rühl et al., 2017) 
pASK_AaSOR_V234E (Rühl et al., 2017) 
pASK_TpSOR_C44A (Rühl et al., 2017) 
pASK_TpSOR_C113A (Rühl et al., 2017) 
pASK_TpSOR_C116A (Rühl et al., 2017) 
pASK_TpSOR_E106W (Rühl et al., 2017)  
pASK_TpSOR_D114Y (Rühl et al., 2017) 
pASK_TpSOR_E236V (Rühl et al., 2017) 
pASK_HnSOR_C33A Diese Arbeit 
pASK_HnSOR_C103A Diese Arbeit 
pASK_HnSOR_C106A  Diese Arbeit 
pASK_HnSOR_C103A/C106A Diese Arbeit 
pASK_AcPDO_T13A  (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_E55A Diese Arbeit  
pASK_AcPDO_E55D Diese Arbeit 
pASK_AcPDO_T56A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_H59A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_D61A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_H62A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_C87A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_T110A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_T114A Diese Arbeit 
pASK_AcPDO_C117A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_C117S  (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_T128A  (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_R139A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_D141A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_D141E Diese Arbeit  
pASK_AcPDO_H171A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_Y173A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_R190A Diese Arbeit  
pASK_AcPDO_P211A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_K212A (Rühl et al., 2018) 
pASK_AcPDO_H213A Diese Arbeit  
pASK_AcPDO_N221A Diese Arbeit  
pASK_AcPDO_C224A (Rühl et al., 2018) 
pMW_hETHE1_S100A Diese Arbeit 
pMW_hETHE1_S100C Diese Arbeit  
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2.4 Synthetische Oligonukleotide1 
Primer Name Primer Sequenz (5’→3’)2 RE3 Nutzen 









SmaI AcPDO_C117A_rev CCcGGgCGTGTGGCCGGGTGT 
AcPDO_C117S_fwd aGtGTGAGCTATCGCTGGCAC 
BsaJI AcPDO_C117S_rev cCCCGGCGTGTGGCCG 
AcPDO_C137A_fwd gcCGGcCGTACCGACTTTCAG 
EagI AcPDO_C137A_rev GCCGCCAATGAGCAGAGCGTC 
AcPDO_C180A_fwd gcgATCGCCGAAGAGAAACGCAGT 
MboI AcPDO_C180A_rev ACTGACCCAGCGCCCGTGATA 
AcPDO_C224A_fwd gcCGGtCGtGAtGACATCGGGAGC 









AcPDO_Y173A_fwd gcTCACGGcCGCTGGG EagI 
AcPDO_Y173A_rev GTCGTGCCCGGGATAGACCAAG 
AcPDO_R190A_fwd gccCTGGCGGGAAAGTCCAGGGAA 
HaeIII AcPDO_R190A_rev CGGATTACTGCGTTTCTCTTCGGC 
AcPDO_P211A_fwd AAACACATaCACGTAGCGGTCCCC 
AflIII AcPDO_P211A_rev GGcTTGGGCCAGATCCAGG 
AcPDO_K212A_fwd gcACACATaCACGTAGCGGTCCC 









das aktive Zentrum 
AcPDO_T13A_rev GCTGCTCTCGGTGTCgAAAAGCTG 
AcPDO_T56A_fwd gCCCACGTCCATGCGGACCAC 
AflIII AcPDO_T56A_rev TTCCAAcGCGTAGCGCAGGGTC 
AcPDO_E55A_fwd GcAACaCACGTCCATGCG 
AflIII AcPDO_E55A_rev CAAAGCGTAGCGCAGGGT 
AcPDO_E55D_fwd GacACaCACGTCCATGCG 
AflIII AcPDO_E55D_rev CAAAGCGTAGCGCAGGGT 
AcPDO_H59A_fwd gcaGCtGACCACGTCAGCG 
PvuII AcPDO_H59A_rev GACGTGGGTTTCCAAAGCGTAGC 
AcPDO_D61A_fwd GcaCACGTCAGCGCTGC 
AflIII AcPDO_D61A_rev CGCATGGACGTGGGTTTCC 
AcPDO_H62A_fwd gcCGTCAGCGCTGCC 
RsaI AcPDO_H62A_rev GTCCGCATGtACGTGGGTTTCC 
AcPDO_T110A_fwd gCaCCtGGCCACACGCCG 
MscI AcPDO_T110A_rev TGCCAGTACGCGGATGGC 
AcPDO_T114A_fwd gCcCCGGGCTGCGTGAGC 
SmaI AcPDO_T114A_rev GTGcCCGGGTGTTGCCAG 
AcPDO_T128A_fwd gCcGGCGACGCTCTGCTCATTG 
MspI AcPDO_T128A_rev GAATACGCGATCGTGCCAGCGATAG 
AcPDO_D141A_fwd GcCTTcCAGGGCGGC 
BsaJI AcPDO_D141A_rev GGTACGCCCGCAGCC 
AcPDO_D141E_fwd GAaTTcCAGGGCGGCGATG 
EcoRI AcPDO_D141E_rev GGTACGCCCGCAGCCGCC 
AcPDO_H171A_fwd TATCACGGGCGCTGGGTCAG 
NarI AcPDO_H171A_rev GTCGgcgCCGGGATAGACC 
AcPDO_H213A_fwd gcCATaCACGTAGCGGTCC 
AflIII AcPDO_H213A_rev TTTGGGTTGGGCCAGATCC 
AcPDO_N221A_fwd gcTGTGCGCTGCGGCC 
HaeIII AcPDO_N221A_rev GGCcGGGACCGCTACG 
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Primer Name Oligonukleotid-Sequenz (5’→3’)1 RE2 Nutzen 






(analog zur AcPDO) 
hETHE1_S100A_rev CTGGCAcCCAGGGAGGAG 
hETHE1_S100C_fwd TgTGTCATCTCCCGCCTTAGTGG 
Eco64I hETHE1_S100C_rev CTGGCAcCCAGGGAGGAG 
hETHE1_C247A_fwd gcT GGG GTG CAG ACA CC 
AluI hETHE1_C247A_rev GCGCATGTTaGCTGGAACAGC 
AaSOR    
AaSOR_W94E_fwd gaGAGTTACTTATTCAGGCTATGCTATTCATGC 
NsiI Erstellung von 
Mutationen in 






FspI AaSOR_Y102D_rev GCATAGCCTGAATAAGTAACTCCAGTTTTGC 
AaSOR_V234E_fwd GaAATGTATTCgGTCCCAGAAGCAAAGAATACTC 
Eco47I AaSOR_V234E_rev ATTATTTGGATCTGGCTCAAGTGATCCAGG 








AflIII TpSOR_C113A_rev ATCGgcCGCGGTCACCAC 
TpSOR_C116A_fwd AAAgcCGGCAACGTGCTGC 
DraIII TpSOR_C116A_rev ATCGCACGCGGTgACCACC 
TpSOR_E106W_fwd tggGATGTGGTGGTGACCGC 








SphI TpSOR_D114Y_rev GCAtGCGGTCACCACCACATCTTC 
TpSOR_E236V_fwd GtACGCACCGCGGAAGTGTG 
SpeI TpSOR_E236V_rev tAGTTTCGCGCCCGGGG 








NheI HnSOR_C103A_rev CAACTCGAAAATTTCTTTGAAATTATCATGGTGC 
HnSOR_C106A_fwd gcCCTTGGCATGGTGATC 
SfuI HnSOR_C106A_rev ACCGCTGCACAAtTCGAAAATTTC 
HnSOR_C103A/C106A_fwd GGcgcCCTTGGCATGGTGATCGAG 
HaeIII HnSOR_C103A/C106A_rev GCTGgcCAACTCGAAAATTTCTTTG 



















1 Synthetische Oligonukleotide wurden von Sigma-Aldrich Chemie GmbH (München) bezogen. 
2 Restriktionsschnittstellen unterstrichen; nicht-komplementäre Nukleotide sind kleingeschrieben.  
3 Restriktionsenzym zur analytischen Restriktionsspaltung des resultierenden Plasmids.  
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2.5 Enzyme, Kits und Größenstandards  
Enzyme  
DNaseI (50 U/µl, RNase-frei) Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich 
DpnI (20 U/µl) New England Biolabs GmbH, Frankfurt 
Restriktionsendonukleasen  
New England Biolabs GmbH, Frankfurt /  
Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich 
Revert Aid Reverse Transkriptase Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich 
RiboLock RNase Inhibitor (400 U/µl) Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich 
T4 DNA-Ligase (400 U/µl) New England Biolabs GmbH, Frankfurt 
T4 Polynukleotidkinase (5 U/µl) New England Biolabs GmbH, Frankfurt 
Q5 High-Fidelity DNA-Polymerase (2 U/µl) New England Biolabs GmbH, Frankfurt 
Kits  
E.Z.N.A Plasmid Mini Kit I Omega Bio-Tek Inc., Norcross USA 
GenElute Bacterial Genomic DNA Kit Sigma-Aldrich, Taufkrichen 
GenElute PCR Clean-Up Kit Sigma-Aldrich, Taufkrichen 
Monolith NT Protein Labeling Kit RED-NHS Nanotemper Technologies GmbH, München 
Größenstandards  
EZ-Run Prestained Rec Protein Ladder Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich 
GeneRuler DNA Ladder Mix Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich 
Unstained Protein MW Marker Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich 
SERVA Native Marker Liquid Mix  Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
2.6 Medien 
Kultivierung E. coli     
LB-Flüssigmedium (1l)  LB-Festmedium (1l)  
Trypton 10 g Trypton 10 g 
Hefeextrakt 5 g Hefeextrakt 5 g 
NaCl 10 g NaCl 10 g 
 pH 7,2 Agar 15 g 
   pH 7,2 
Kultivierung Tv. paradoxus     
Mineralisches Basismedium (1l)   SL8-Spurenelementlösung (1l) 
Natriumcarbonat 20 g CuCl2 x 2 H2O 10 mg 
Natriumhydrogencarbonat 10 g CoCl2 x 6 H2O 200 mg 
Natriumchlorid 5 g EDTA 5 mg 
di-Kaliumhydrogenphosphat 1 g FeSO4 x 4 H2O 2 mg 
 pH 10,0 H3BO3 300 mg 
 (sterilfiltriert) MnCl2 x 4 H2O  30 mg 
  NaMoO4 x 2 H2O 30 mg 
SL8-Spurenelementlösung 2 ml NiCl2 x 6 H2O 20 mg 
MgCl2-Lösung 1 ml ZnSO4 x 7 H2O 100 mg 
  MgCl2-Lösung  








  Kaliumnitrat  1 M (10 mM)1 
1 Werte in Klammern geben die Endkonzentration an, wie sie für 
die Kultivierung verwendet wurden 
Thiocyanat-Lösung 
 
Kaliumthiocyanat 2 M (15 mM)1 
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2.7 Puffer und Lösungen 
Gelelektrophorese  
Agarose-Gelelektrophorese SDS-Gelelektrophorese 
50 x TAE-Puffer 10 x Anodenpuffer 
Tris 2 M Tris/HCl 2 M 
Essigsäure 1 M pH 8,9 
EDTA  50 mM 10 x Kathodenpuffer 
pH 8,0 Tris/HCl 1 M 
10 x DNA-Auftragspuffer Tricin  1 M 
Bromphenolblau  0,25 % (w/v) SDS 1 % (w/v) 
Saccharose   50 % (w/v) pH 8,45 
EDTA 100 mM 
pH 8,0 3 x SDS- Proteinauftragspuffer 
Tris/HCl 125 mM (pH 6,8) 




20 % (w/v) 
4 % (w/v) 
10 x TBE-Puffer Bromphenolblau 0,2 % (w/v) 
Tris 890 mM β-Mercaptoethanol 10 % (v/v) 
Borsäure 890 mM 
EDTA 20 mM 3 x Schägger Gelpuffer 
Tris/HCl 3 M (pH 8,45) 
Häm-Färbung SDS 0,3 % (w/v) 
Häm-Färbelösung (100 ml) 
o-Dianisidin  100 mg 2 x SDS-Probenauftragspuffer (nicht-reduzierend) 
Natriumcitrat (pH 4,4) 50 mM Tris/HCl 38 mM (pH 6,8) 
H2O2, 30 % (w/w) 200 µl Glycerin 10 % (w/v) 
SDS 6 % (w/v) 
Bromphenolblau 0,1 % (w/v) 
SDS-Entfärbelösung 
Essigsäure 10 % (v/v) 
Methanol  20 % (v/v) 
Native Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
10 x Nativer Probenauftragspuffer 10 x Nativer Anodenpuffer 
BisTris 100 mM (pH 7,0) BisTris/HCl 500 mM (pH 7,0) 
Glycerin 10 % (w/v) 
10 x Nativer Kathodenpuffer 
BisTris/HCl 150 mM (pH 7,0) 
Tricin 500 mM 
RNA-Isolation 
Lösung D TE-Puffer 
Guanidiniumthiocyanat 4 M Tris/HCl 20 mM (pH 8,0) 
Natriumcitrat  25 mM EDTA 1 mM 
N-Lauroylsarcosin 0,3 % (v/v) 
β-Mercaptoethanol 0,1 M 
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Genexpression und Proteinreinigung  
Anhydrotetrazyklin-Lösung   Eisen-(III)-Citrat-Lösung  
AHT 2 mg/ml  Eisen-(III)-Chlorid 100 mM 
 in DMF  Citrat 100 mM 
     
Puffer W   His-Äquilibrierungspuffer 
Tris/HCl 100 mM (pH 8,0)  Natrium-Phosphat 50 mM (pH 7,4) 
NaCl 150 mM  NaCl 300 mM 
   Imidazol 20 mM 
Puffer R     
Tris/HCl 100 mM (pH 8,0)  His-Elutionspuffer  
NaCl 150 mM  Natrium-Phosphat 50 mM (pH 7,4) 
HABA 1 mM  NaCl 300 mM 
   Imidazol 300 mM 
Puffer E     
Tris/HCl 100 mM (pH 8,0)  His-Waschpuffer  
NaCl 150 mM  His-Äquilibrierungspuffer 929 ml 
D-Desthiobiotin  2,5 mM  His-Elutionspuffer 71 ml 
     
Puffer BXT   His-Regenerationspuffer 
Tris/HCl 100 mM (pH 8,0)  MES 20 mM (pH 5,0) 
NaCl 150 mM  NaCl 300 mM 




Bradford Reagenz    
Coomassie G250 0,01 % (w/v)   
Ethanol 4,75 % (v/v)   
o-Phosphorsäure  8,5 % (v/v)   
 
Western-Analyse 
10 x PBS (1l)   Anodenpuffer I  
NaCl 72,0 g  Tris/HCl 0,3 M (pH 10,4) 
Na2HPO4 x 2 H2O 14,2 g  Methanol 20 % (v/v) 
NaH2PO4 x H2O 2,8 g    
   Anodenpuffer II  
Entwicklerlösung    Tris/HCl 25 mM (pH 10,4) 
4-Chloro-1-Naphtol 30 mg  Methanol 20 % (v/v) 
Ethanol (100 %) 5 ml    
H2O2, 30 % (v/v) 20 µl  Kathodenpuffer  
1 x PBS 15 ml  Tris/HCl 25 mM (pH 9,4) 
   Methanol 20 % (v/v) 
   Aminohexansäure 40 mM 
 
HPLC-Analysen 
HEPES-Puffer    
HEPES 50 mM (pH 8,0)   
EDTA 5 mM   
Material 
Seite 36 
Enzymaktivitätstests und kolorimetrische Nachweisreaktionen 
Enzymtestpuffer     
Tris/HCl 70 mM    pH 7,2 AaSOR  
Tween 20 0,1 % (v/v)  pH 8,0 HnSOR  
Schwefel, elementar 2 % (w/v)  pH 9,0 TpSOR  
Schwefel per Ultraschall dispergiert.   pH 7,5 AcPDO/hETHE1 
     
Thiosulfat-Quantifizierung   Sulfit-Quantifizierung 
Methylenblau 12 mg/l  Fuchsin 0,04 % (w/v) 
 in 5 M HCl   in 12,5 % 
Schwefelsäure 
     
H2S-Quantifizierung    Eisen-Quantifizierung  
Zinkacetat-Lösung   TPTZ-Lösung   
Zinkacetat 2,6 % (w/v)  TPTZ 
 
4 mM 
Essigsäure 0,1 % (v/v)  in 10 mM HCl 
     
FeCl3-Lösung    Per-/Polysulfid-Quantifizierung 
Eisen-(III)-Chlorid 11,5 mM  Goldstein-Reagenz   
 in 0,6 M HCl  Eisen-(III)-Nitrat x 9 H2O 2,5 % (w/v) 
   Salpetersäure  26,25 % (v/v) 
N,N-dimethyl-p-phenylendiamin-Lösung    
N,N-dimethyl-p-phe-
nylendiamin x 2 HCl 
0,1 % (w/v) 
in 5 M HCl 
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Methoden  
2.8 Mikrobiologische Methoden 
2.8.1 Kultivierung von E. coli 
E. coli Top10F‘ bzw. -BL21 Codon Plus-Flüs-
sigkulturen wurden in LB-Medium bei 37 °C 
aerob und schüttelnd (180 rpm) inkubiert, so-
fern nicht anders angegeben. Die Kultivierung 
auf LB-Festmedien erfolgte ebenfalls bei  
37 °C. Bei Bedarf wurden 100 µg/ml Ampicil-
lin zur Selektion verwendet.  
 
2.8.2 Kultivierung von Tv. paradoxus  
Thioalkalivibrio paradoxus ARh1T-Kulturen 
wurden aerob bei 30 °C in mineralischem Ba-
sismedium bei pH 10 kultiviert. Bei der Ver-
wendung von 40 mM Thiosulfat als Energie-
quelle wurde dem Medium 10 mM Nitrat hin-
zugefügt und die Zellen schüttelnd (120 rpm) 
bei einem Flüssigkeit: Luft Verhältnis von 1:5 
inkubiert. Die Kultivierung mit 15 mM Thio-
cyanat erfolgte stehend bei einem Flüssigkeit: 
Luft Verhältnis von 1:10.  
 
2.8.3 Phasenkontrast-Mikroskopie 
Phasenkontrastmikroskopie wurde mit ei-
nem Axioskop 2 Mikroskop durchgeführt, ge-
koppelt an eine AxioCam MRm Kamera (Carl 
Zeiss Mikroskopie GmbH, Jena). Die Bildana-
lyse erfolgte mit der Software AxioVision (V. 




TEM-Analysen erfolgten mit einem Zeiss 
EM109 Elektronenmikroskop, gekoppelt an 
eine Gatan MultiScan 600 W Kamera. Hierfür 
wurden 5 µl einer spät-exponentiellen Tv. pa-
radoxus-Kultur entnommen und auf  kohlen-
stoffbeschichtete Kupfer-Netze gegeben 
(Plano GmbH, Wetzlar). Nach 5 min wurde 
die Flüssigkeit mit Filterpapier entfernt, die 
Netze für weitere 5 min an der Luft getrocknet 
und anschließend für elektronenmikroskopi-




SEM-Analysen erfolgten in einem Raster-
elektronenmikroskop (FEI ESEM Quanta 200 
FEG, Eindhoven, Niederlande) in Kombina-
tion mit energiedispersiver Röntgenspektro-
skopie (EDX, Oxford Instruments, Abingdon, 
UK). Hierfür wurden kohlenstoffbeschichtete 
Kupfer-Netze (Plano GmbH, Wetzlar) mit 
5 ml Zellsuspension in einer Petrischale be-
deckt und die Zellen für mindestens 1 h sedi-
mentieren gelassen. Zur Fixierung der Zellen 
wurde die Suspension abgenommen und die 
Zellen über Nacht bei 4 °C mit 2 % (w/v) Pa-
raformaldehyd und 1 % (v/v) Glutaraldehyd 
in mineralischem Basismedium vollständig 
überschichtet. Die Zellen wurden anschlie-
ßend für 1 min in 2 % Uranylacetat (pH 6,0, 
maleinsäurehaltig) gefärbt und dreimal mit 
ddH2O gewaschen. Das Kupfer-Netz wurde 
vorsichtig mittels Filter-Papier getrocknet und 
bis zu den SEM-Analysen in einem Kieselgel-





2.9.1 Ortsgerichtete Mutagenese  
Für die ortsgerichtete Mutagenese wurden 
die bereits zuvor hergestellten Expressions-
plasmide pASK-SOR.05, pASK_HnSOR, 
pASK_TpSOR, pASK_AcPDO und 
pMW172_hETHE1 als template verwendet 
(Abb. 2.1). Mutationen in verschiedenen Co-
dons wurden durch inverse PCR-Amplifika-
tion des jeweiligen Plasmids mit den entspre-
chenden back-to-back Mutagenese-Primern 
erstellt (Hemsley et al., 1989). Neben der ge-
wünschten Mutation beinhalteten die Oligo-




stelle, um bereits vor einer Sequenzierung 
mutagenisierte von Wildtyp-Plasmiden, nach 
entsprechender hydrolytischer Spaltung, un-
terscheiden zu können. Polymerase-Ketten-
Reaktion (PCR)-Ansätze wurden in 50 µl Re-
aktionsvolumen angesetzt und die Reaktion 
anschließend in einem PCR-Thermocycler ge-
startet (Tab. 2.1 und 2.2). 
Tabelle 2.1 | Zusammensetzung der Komponenten für 
die Mutagenese-PCR. 
Komponenten Volumen c (final) 
5xQ5 Reaktionspuffer 10 µl 1 x 
Q5 DNA Polymerase 0,5 µl 0,02 U/µl 
25 mM dNTPs 0,4 µl 200 µM 
50 mM Primer (fwd) 0,5 µl 0,5 µM 
50 mM Primer (rev) 0,5 µl 0,5 µM 
Template DNA variabel 1 ng 
ddH2O ad 50 µl 
Tabelle 2.2 | Thermocycling-Bedingungen der PCR An-
sätze. Tm; Schmelzpunkt des jeweiligen Primer-paa-
res.  
Schritt T (°C) t (s) # Zyklen 
Initiale Denaturie-
rung 
98 30 1 
Denaturierung 98 10 
5 Primer-Annealing Tm -3 30 
Elongation 72 150 
Denaturierung 98 10 
27 Primer-Annealing Tm 30 
Elongation 72 150 
Finale Elongation 72 120 1 
Kühlung 4 
Die Amplifikation wurde mittels Agarose-
Gelelektrophorese verifiziert und die PCR-
Produkte für 2 h mit 10 U DpnI inkubiert. Die 
Ansätze wurden anschließend mittels des 
GenElute PCR Clean-Up Kits aufgereinigt und 
die Amplifikate in einem Volumen von 17 µl 
eluiert. Hierzu wurden 2 µl 10 x DNA Ligase-
puffer, 10 U T4 Polynukleotidkinase und 
400 U T4 DNA Ligase hinzugefügt und für 2 h 
bei 37 °C inkubiert, gefolgt von einer Hitzein-
Abbildung 2.1 | Plasmidkarten der Plasmide 
pASK_SOR, pASK_PDO und pMW172_hETHE1, 
welche zur heterologen Genexpression in E. coli 
genutzt wurden. Für die Expression der SOR ist 
exemplarisch der pASK_SOR.05 Vektor gezeigt, 
der das sor Gen aus Ac. ambivalens beinhaltet. Die 
Vektoren für das sor Gen aus Tv. paradoxus und H. 
neapolitanus unterscheiden sich lediglich anhand 
ihrer Größe (4 096 bzw. 4 090 Nukleotide). pdo 
und sor Gene stehen unter der Kontrolle eines Tet-
razyklin-Promotors (tet p/o) mit einer C-termina-
len Strep-Tag-Fusion. Das hethe1 Gen aus dem 
Vektor pMW172_hETHE1 steht unter der Kon-
trolle eines T7-Promotors mit einer C-terminalen 
His-Tag-Fusion. bla: Beta-Lactamase-Gen; tetR: 
Tetrazyklin-Repressor; ori: Replikationsursprung; 
bom: Basis der Mobilitätsregion aus pBR 322. 
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aktivierung für 10 min bei 80 °C und Trans-
formation von E. coli TOP10F‘ Zellen mit 
10 µl des Ligationsansatzes. Die resultieren-
den Plasmide wurden mit den jeweiligen 
Restriktionsendonukleasen hydrolytisch ge-
spalten, mittels Agarose-Gelelektrophorese 
analysiert und sequenziert (Seqlab, Göttingen 
oder Eurofins Genomics, Ebersberg). 
2.9.2 Agarose-Gelelektrophorese 
Agarose-Gelelektrophoresen wurden zur 
analytischen Auftrennung von DNA-Fragmen-
ten durchgeführt. Hierfür wurde 1% [w/v] 
Agarose in 1 x TAE-Puffer gelöst und das Gel 
mit 0,5 x TAE-Puffer überschichtet. DNA-Pro-
ben wurden mit 10 x DNA-Auftragspuffer ver-
setzt und auf das Gel aufgetragen. Als Grö-
ßenstandard dienten 7 µl des GeneRuler Lad-
der Mix (Thermo Fisher Scientific, Sankt 
Leon-Rot). DNA-Fragmente wurden bei kon-
stanten Spannungen zwischen 100 und 120 V 
aufgetrennt. Die Färbung erfolgte mittels 
Ethidiumbromid (0,02 % [v/v]) für 10 min 
bei gleicher Entfärbezeit in dH2O. Alternativ 
wurde dem Gel unmittelbar vor dem Gießen 
Serva DNA Stain Clear G (6 µl / 100 ml) zuge-
fügt. Die Bandendetektion erfolgte mittels 
UV-Illuminator. 
2.9.3 Transformation von E. coli und 
Analyse von Transformanten 
Herstellung kompetenter E. coli BL21 (DE3) 
40 ml LB-Medium wurden mit 200 µl einer 
E. coli Übernachtkultur inokuliert und bei
30 °C schüttelnd bis zu einer OD600 von 0,6 in-
kubiert. Die Kultur wurde für 10 min auf Eis
gekühlt und die Zellen sedimentiert (5 000 x
g; 5 min; 4 °C). Das Sediment wurde in 2,7 ml
eiskalter 100 mM CaCl2-Lösung resuspendiert
und 2,3 ml eiskalte 50%ige Glycerin-Lösung
hinzugefügt. Aliquotierte Zellen wurden in
flüssigen Stickstoff gefroren und bei -80 °C
bis zur weiteren Verwendung gelagert.
Hitzeschock-Transformation 
Für die Transformation wurden 50 µl kom-
petente E. coli mit 10 µl Ligationsansatz bzw. 
1 ng Plasmid (TOP10F‘) oder 100 ng Plasmid 
(BL21) gemischt und für 30 min bei 4 °C in-
kubiert. Der Hitzeschock erfolgte für 1 min bei 
42 °C. Anschließend wurden die Zellen auf Eis 
gekühlt, 1 ml LB-Medium hinzugefügt und für 
30 – 45 min bei 37 °C (800 rpm) in einem 
Thermoschüttler (Eppendorf, Wessling-Berz-
dorf) inkubiert. 100 µl des Ansatzes wurden 
auf selektiven Festmedium ausplattiert. 
Für die Isolation der Plasmid-DNA wurden 
5 ml einer Übernachtkultur sedimentiert 
(13 000 x g, 1 min) und das Plasmid mittels 
des E.Z.N.A Plasmid Mini Kit I nach Angaben 
des Herstellers isoliert. Die Bestimmung des 
DNA-Gehalts erfolgte per Spektralphotometer 
(NanoDrop ND-1000, Peqlab, Erlangen). 
2.9.4 RNA-Isolation aus Tv. paradoxus  
Die RNA-Isolation wurde mittels der modi-
fizierten Säure-Guanidiniumthioyanat-Phe-
nol-Chloroform-Extraktion (Chomczynski & 
Sacchi, 2006) durchgeführt. Hierfür wurde 
die Zellkultur zunächst sedimentiert (5 000 
x g, 15 min, 4 °C) und das Sediment anschlie-
ßend in 500 µl Denaturierungslösung (Lösung 
D) resuspendiert. Dem Ansatz wurden 50 µl
2 M Natriumacetatlösung (pH 4,0), 500 µl
Wasser-gesättigtes saures Phenol und 105 µl
Chloroform-Isoamylalkohol (49:1 [v/v]) zur
Extraktion von Proteinen, Lipiden und DNA
hinzugefügt. Der Ansatz wurde auf einem
Vortex gemischt und für 15 min bei 4 °C inku-
biert. Die Trennung der wässrigen und orga-
nischen Phase erfolgte durch Zentrifugation
(13 000 x g, 20 min, 4 °C). Die wässrige Phase
wurde in ein neues Reaktionsgefäß überführt,
und zur Präzipitation der RNA 1 ml Isopropy-
lalkohol (IPA) hinzugefügt. Der Ansatz wurde




Die RNA wurde sedimentiert (13 000 x g, 
20 min, 4 °C), in 0,3 ml Lösung D resuspen-
diert und für 2 min bei 65 °C unter leichtem 
Schütteln inkubiert. Dem Ansatz wurde, zur 
Extraktion unerwünschter organischer Be-
standteile, ein Volumen Phenol-Chloroform-
Isoamylalkohol (25:24:1 [v/v]; PCI) hinzuge-
fügt, auf einem Vortex gemischt und die Pha-
sen durch Zentrifugation separiert (13 000 
x g, 5 min, 4 °C). Dieser Schritt wurde einmal 
wiederholt, die wässrige Phase in ein neues 
Reaktionsgefäß überführt, ein Volumen IPA 
hinzugefügt und für mindestens 1 h bei -20 °C 
inkubiert. 
RNA-Präzipitate wurden sedimentiert 
(13 000 x g, 10 min, 4 °C), das Sediment in 
einem Volumen 70%igen eiskaltem Ethanol 
gewaschen und im Anschluss erneut sedimen-
tiert. Der Überstand wurde verworfen und 
präzipitierte RNA in einer Vakuum-Zentrifuge 
(Eppendorf AG, Hamburg) für 5-10 min bei 
60 °C getrocknet. Das Sediment wurde in 
50 µl TE-Puffer (pH 8,0) solubilisiert und kurz 
schüttelnd bei 37 °C inkubiert.  
Die Konzentration der RNA wurde mittels 
Spektralphotometer (Peqlab, Erlangen) be-
stimmt und die Hydrolyse der DNA im An-
schluss in einem Volumen von 50 µl angesetzt 
(Tab. 2.3). Der Hydrolyse-Ansatz wurde für 
90 min schüttelnd bei 37 °C inkubiert, weitere 
10 U DNaseI hinzugefügt und nochmals für 90 
min schüttelnd bei 37 °C inkubiert.  
Tabelle 2.3 | Zusammensetzung der Komponenten für 
die DNA-Hydrolyse. 
Komponenten Volumen c (final) 
10 x DNase Puffer 5 µl 1 x 
RiboLock RNase Inhibitor  0,2 µl 8 U 
DNaseI 10 µl 10 U 
RNA variabel 20 µg 
ddH2O ad 50 µl  
 
Das Volumen des Ansatzes wurde mit TE-
Puffer (pH 8,0) auf 200 µl ergänzt, 20 µl 3 M 
Natriumacetat (pH 4,6) und ein Volumen PCI 
hinzugegeben. Das Gemisch wurde auf einem 
Vortex gründlich gemischt und wässrige und 
organische Phase mittels Zentrifugation 
(13 000 x g, 5 min, 4 °C) getrennt. Die wäss-
rige Phase wurde in ein neues Reaktionsgefäß 
überführt, ein Volumen PCI hinzugefügt, 
gründlich gemischt und die Phasentrennung 
wiederholt. Nach zweimaliger Wiederholung 
der Prozedur mit einem Chloroform-Iso-
amylalkohol-Gemisch (49:1 [v/v]) wurde die 
wässrige Phase in ein neues Reaktionsgefäß 
überführt, ein Volumen IPA zugefügt und für 
mindestens 2 h bei -20 °C inkubiert.  
Das RNA-Präzipitat wurde sedimentiert 
(13 000 x g, 20 min, 4 °C), das Sediment in 
70%igen eiskaltem Ethanol gewaschen und 
erneut sedimentiert. Der Überstand wurde 
verworfen, das Präzipitat in einer Vakuum-
Zentrifuge getrocknet (5-10 min; 60 °C), an-
schließend in 21 µl TE Puffer (pH 8,0) solubi-
lisiert und kurz bei 37 °C inkubiert. Die gerei-
nigte RNA wurde für die Erstellung komple-
mentärer DNA (cDNA) genutzt. 
 
2.9.5 Quantitative Reverse-Transkript-
ase PCR (qRT PCR) 
Für die Untersuchung der transkriptionel-
len Aktivität wurde die gereinigte RNA zu-
nächst in cDNA transkribiert (Tab. 2.4). 
Hierzu wurden Random Hexamer Primer ge-
nutzt und jeweils zwei Ansätze mit und ein 
Ansatz ohne reverser Transkriptase angesetzt 
(Thermocycling Bedingungen: 25 °C, 10 min; 
42 °C, 60 min; 70 °C, 10 min). Als Kontrolle 
wurde genomische Tv. paradoxus DNA ge-
nutzt, die mit dem GenElute Bacterial Genomic 
DNA Kit (Sigma-Aldrich), nach Angaben des 
Herstellers isoliert und in einer 1: 1 000 Ver-
dünnung anstelle der gereinigten RNA einge-
setzt wurde. 
qRT Analysen wurden mittels des 
StepOnePlus Real-Time PCR Systems in Kombi-
nation mit der StepOnePlus Software v2.3 
(Applied Biosystems, Waltham, USA) und 
dem SensiFast SYBR Hi-ROX Kit nach Angaben 
des Herstellers durchgeführt. 
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Tabelle 2.4 | Zusammensetzung der Komponenten für 
die cDNA-Synthese. 
Komponenten Volumen c (final) 
5 x RT Puffer 4 µl 1 x 
RiboLock RNase Inhibitor 
(400 U/µl) 
0,5 µl 20 U 
10 mM dNTPs 2 µl 1 mM 
Random Hexamer Primer 
(0,2 µg/µl) 
0,5 µl 0,1 µg 
Revert Aid Reverse Tran-
scriptase  
1 µl 200 U 
RNA variabel 3 µg 
TE Puffer (pH 8,0) ad 20 µl 
Die relative Transkriptmenge wurde an-
hand des jeweiligen Schwellwertzyklus (CT-
Wert) auf das Haushaltsgen rpoB1 (GenBank: 
AHE99252) normiert. Jede Probe wurde in 
Triplikaten gemessen und die Signifikanz mit-
tels ungepaarten, zweiseitigen t-Test be-
stimmt.  
2.9.6 Heterologe Genexpression in 
E. coli  
E. coli BL21 Expressionskulturen wurden,
ausgehend von 20 ml Vorkulturen, auf eine 
OD600 von 0,05 eingestellt und ca. 50 µl Sili-
kon-Antischaum hinzugefügt. Die Expression 
des sor bzw. des pdo Gens wurde bei Errei-
chen einer OD600 von 0,8 durch Zugabe von 
Anhydrotetrazyklin (AHT, 200 µg/l Kultur) 
induziert, die des hethe1 Gens durch Zugabe 
von 10 mM Isopropyl-β-D-thiogalactopyrano-
sid (IPTG). Um einen ausreichenden Eisenein-
bau zu gewährleisten, wurde zeitgleich zur In-
duktion der Kultur 100 µM Eisen-(III)-Citrat-
Lösung zugegeben. Die Expressionskulturen 
wurden für 12-20 h schüttelnd (180 rpm) bei 
37 °C inkubiert.  
2.10 Biochemische Methoden 
2.10.1 Reinigung rekombinanter SOR/ 
PDO aus E. coli  
E. coli BL21 Zellen der Expressionskulturen
wurden sedimentiert (10 000 x g, 10 min, 
4 °C) und im ≈ 50-fachen Volumen Waschpuf-
fer (Puffer W) gelöst. Die Zellen wurden er-
neut sedimentiert und anschließend im fünf-
fachen Volumen Puffer W aufgenommen. Der 
Zellaufschluss erfolgte mittels Ultraschall für 
10 min (Branson Sonifier 250, Stufe 5, Mikro-
spitze [5 mm], 100% Arbeitszyklus). Nach ei-
nem weiteren Zentrifugationsschritt (10 000 
x g, 10 min, 4 °C) wurden partikuläre Be-
standteile des Überstandes, der das lösliche 
SOR- bzw. PDO/hETHE1-Protein enthält, in 
einer Ultrazentrifuge sedimentiert (100 000 x 
g, 30 min, 4 °C, 55.2 Ti, Beckman Instru-
ments, Brea, USA). Der Überstand wurde 
durch einen 0,22 µM Spritzenfilter (Rotilabo-
Spritzenfilter, Carl Roth GmbH, Karlsruhe) 
sterilfiltriert um kleinpartikuläre Bestandteile 
vor der Säulenaffinitätschromatographie zu 
entfernen.  
Die Reinigung der rekombinanten SOR 
bzw. PDO erfolgte mittels Strep-Tag-Säulen-
affinitätschromatographie. Das filtrierte Ho-
mogenisat wurde auf eine 1 ml Strep-Tactin 
Superflow Tropfsäule (IBA, Göttingen) aufge-
tragen, gefolgt von fünf Waschschritten mit 
jeweils 1 Säulenvolumen (column volume; 
CV) Puffer W. Das Protein wurde mit 6 x
0,5 CV Puffer E eluiert und die Säule anschlie-
ßend mit 3 x 5 CV Puffer R regeneriert. An-
schließend erfolgte ein Waschschritt mit
100 mM Tris-Lösung (2 x 5 CV), gefolgt von
der Äquilibrierung der Säule mit 2 x 4 CV Puf-
fer W.
Alternativ erfolgte die Reinigung mittels 
1 ml Strep-Tactin XT Superflow Säulen (IBA, 
Göttingen), die an einer Peristaltikpumpe mit 
einer Flussrate von ≈ 0,5 ml/min angeschlos-
sen waren. Nach Applikation des Überstandes 
wurden die Säulen mit 5 CV Puffer W gewa-
schen und die Proteine mit 4 ml Puffer BXT 
eluiert. Es folgte ein Regenerationsschritt mit 
2 CV 10 mM NaOH und einer Flussgeschwin-
digkeit von ≈ 1 ml/min, gefolgt von einem 
Waschschritt mit 8 CV Puffer W.  
Das hETHE1-Protein wurde mittels His-
Tag-Affinitätschromatographie gereinigt. 
Hierfür wurden His60 Ni Gravity Tropfsäulen 
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mit 1 ml Bettvolumen (Takara Bio Inc., Kyoto, 
Japan) mit 2 x 5 CV Äquilibrierungspuffer 
äquilibriert. Die Säulen wurden anschließend 
unten verschlossen, 5 CV Homogenisat aufge-
tragen, oben verschlossen und 5-10 min hori-
zontal rotierend inkubiert. Ungebundenes Ly-
sat wurde anschließend durch Öffnen der 
Säule verworfen. Dies wurde so lange wieder-
holt bis das gesamte Homogenisat verbraucht 
wurde. Anschließend wurden 2 x 5 CV Äqui-
librierungspuffer auf die Säule gegeben, ge-
folgt von 2 x 5 CV Waschpuffer. Die Elution 
des Proteins erfolgte durch die Zugabe von 10 
x 1 CV Elutionspuffer, gefolgt von der Rege-
neration der Säule mit 4 x 5 CV Äquilibrie-
rungspuffer und 2 x 5 CV Regenerationspuf-
fer. Abschließend wurde die Säule mit 1 x 5 
CV ddH2O gewaschen und in 5 CV 20% Etha-
nol gelagert.  
Für Nachfolgeanwendungen wurde über-
schüssiges Imidazol mittels PD10 Entsal-
zungssäulen, welche Sephadex G25 als Säu-
lenmaterial beinhalteten (GE Healthcare Eu-
rope GmbH, Freiburg), nach Angaben des 
Herstellers entfernt, das gereinigte hETHE1 
Protein in flüssigen Stickstoff gefroren und 
bei -20 °C gelagert. 
 
2.10.2 Proteinquantifizierung  
Die Quantifizierung von Proteinen erfolgte 
anhand der Bradford-Methode (Bradford, 
1976). 20 µl Proteinlösung wurden mit 980 µl 
Bradford-Reagenz gemischt und für 5 min in-
kubiert. Die Absorption wurde bei 595 nm ge-
gen den Reagenzienleerwert bestimmt. Die 
Kalibrationsgerade erfolgte auf Basis einer 





Denaturierende SDS-PAGE wurde mit 10% 
Acrylamid Tris-Tricin Gelen (Schägger & von 
Jagow, 1987) durchgeführt (Tab. 2.5). Die 
Proteinproben wurden vor dem Auftrag mit  
3 x SDS-Probenauftragspuffer versetzt und 
für 5 min bei 95 °C denaturiert. Die elektro-
phoretische Auftrennung erfolgte mit dem 
Mini-PROTEAN Tetra Electrophoresis System 
(BioRad, Hercules, USA) bei einer konstanten 
Spannung zwischen 100-120 V (peqPOWER 
E250, PEQLAB Biotechnologie GmbH, Erlan-
gen). Die Gele wurden über Nacht in kolloi-
daler Coomassie-Lösung gefärbt und anschlie-
ßend mit Entfärbelösung gewaschen.  
 
Tabelle 2.5 | Zusammensetzung von Polyacrylamidge-






Rotiphorese Gel 30 2 ml 9 ml 
3 x Schägger Puffer 3,5 ml 9 ml 
60 % (w/v) Glycerin - 3 ml 
ddH2O 9 ml 6 ml 
 10 % (w/v) APS 40 µl 40 µl 




Die analytische Auftrennung kleiner Nukle-
insäuren erfolgte mit Polyacrylamidgelen 
(Tab. 2.6). Produkte der qRT-PCR-Analysen 
wurden in DNA-Auftragspuffer aufgenommen 
und im Mini-PROTEAN Tetra Electrophoresis 
System (BioRad, Hercules, USA) bei einer 
konstanten Spannung von 100 V (peqPOWER 
E250, PEQLAB Biotechnologie GmbH, Erlan-
gen) in 0,5 x TBE-Puffer aufgetrennt. Die Fär-
bung der Gele erfolgte in Ethidiumbromid 
(0,02 % [v/v]) für 10 min bei gleicher Entfär-
bezeit in dH2O. Die Bandendetektion erfolgte 
mittels UV-Illuminator. 
Tabelle 2.6 | Zusammensetzung von Polyacrylamid-
gelen zur Trennung von kleinen Nukleinsäuren.  
 10 % Trenngel 
Rotiphorese Gel 30 12 ml 
10 x TBE-Puffer 1,8 ml 
ddH2O 22,2 ml 
10 % (w/v) APS 400 µl 
TEMED 40 µl 
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2.10.5 Häm-Färbung 
Die Häm-Färbung wurde zur selektiven 
Färbung von Cytochromen c angewandt 
(Francis & Becker, 1984). Hierfür wurden 
100 µg Protein des Tv. paradoxus Homogeni-
sates mittels SDS-PAGE aufgetrennt und an-
schließend für 30 min mit 12,5 % (w/v) 
Trichloressigsäure im Gel fixiert. Das Gel 
wurde folgend 3 x für 10 min mit ddH2O ge-
waschen und anschließend mit Häm-Färbelö-
sung für 90 min schwenkend inkubiert. 
2.10.6 MalPEG Gel Shift Assay 
Cystein-Modifikationen wurden mittels ei-
nes Gel Shift Assays nach Derivatisierung des 
Proteins mit MalPEG (Methoxypolyethyl-
englykol Maleimid; MW 5 000; Sigma-Ald-
rich) durchgeführt (Lu & Deutsch, 2001). 
Hierfür wurden 0,5 mg/ml Protein in Puffer 
W mit 5 mM N-Ethylmaleinimid (NEM) für 
30 min bei 30 °C inkubiert und anschließend 
mit 2,5 mM MalPEG unter identischen Bedin-
gungen derivatisiert. Für die Derivatisierung 
unter reduzierenden Bedingungen wurden 
5 mM Dithiothreitol (DTT) nach dem NEM In-
kubationsschritt hinzugefügt und ebenfalls 
für 30 min bei 30 °C inkubiert. Anschließend 
wurde DTT und überschüssiges NEM mittels 
einer Zentrifugationssäule (Roti-Spin MINI-3, 
3 MWCO; Roth) entfernt und die Säule drei-
mal mit Puffer W gewaschen. Das Protein 
wurde daraufhin mit MalPEG, wie oben be-
schrieben, derivatisiert. Die Reaktion wurde 
schlussendlich durch die Zugabe von 0,3 Vo-
lumen nicht denaturierenden SDS-Auftrags-
puffer gestoppt und die Proteine anschlie-
ßend mittels SDS-PAGE aufgetrennt. 
2.10.7 Western-Analyse 
Für Western-Analysen wurde gereinigtes 
Protein mittels SDS-PAGE aufgetrennt. Eine 
PVDF-Membran (Roti-Fluoro PVDF, Carl 
Roth, Karlsruhe)  wurde anschließend für 
1 min in Methanol getränkt und für 5 min in 
Anodenpuffer II gewaschen. Für die Übertra-
gung auf die Membran wurden vier What-
man-Papiere in Anodenpuffer I getränkt und 
mit zwei in Anodenpuffer II getränkten What-
man-Papieren überschichtet, gefolgt von der 
PVDF-Membran, dem SDS-Gel und sechs in 
Kathodenpuffer getränkten Whatman-Papie-
ren. Die Übertragung auf die PVDF Membran 
erfolgte für 1,5 h bei 0,8 mA/cm2 (Semi Dry 
Transfer Cell, Bio-Rad Laboratories, Hercules, 
USA) mit anschließender schwenkender Inku-
bation der Membran für 4 h in 1 x PBS-Puffer 
mit 3 % (w/v) BSA. Anschließend wurden 
10 µl Biotin-Blocking-Puffer (IBA, Göttingen) 
hinzugegeben und für weitere 10 min inku-
biert. Die Membran wurde folgend für 5 min 
mit 15 ml PBS gewaschen. 
Durch die C-terminale Fusion eines Strep-
Tags an die AcPDO wurde die Visualisierung 
des Proteins durch Inkubation mittels eines 
StrepMAB-Classic-HRP-gekoppelten Antikör-
pers (IBA, Göttingen) durchgeführt. Hierfür 
wurde die Membran mit dem Antikörper für 
1 h Stunde inkubiert und anschließend zwei-
mal in 10 ml PBS mit 0,1 % (v/v) Tween 20 
und einmal in PBS für jeweils 15 min gewa-
schen. Die anschließende Chloronaphtol-Fär-
bung erfolgte nach Angaben des Herstellers 
bis zur gewünschten Intensität der chromoge-
nen Reaktion. Die Reaktion wurde durch Wa-




rylamid-Gelelektrophorese (Wittig & 
Schägger, 2005) wurde mit SERVAGel N 4-16, 
Vertikal-Nativgel-Fertiggelen (Serva, Heidel-
berg) durchgeführt.  
Hierfür wurden 20 µg gereinigtes Protein 
mit 10 x nativen Probenauftragspuffer ver-
setzt. Die elektrophoretische Auftrennung er-
folgte mit dem Perfect BlueTM Vertical Double 
Gel System (Peqlab Biotechnologie GmbH, Er-
langen) bei einer konstanten Spannung von 
150 V (peqPOWER E250, PEQLAB Biotechno-
logie GmbH, Erlangen). Die Gele wurden über 
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Nacht in kolloidaler Coomassie-Lösung ge-
färbt und anschließend mit Entfärbelösung 
gewaschen.  
Der relative Mobilitätskoeffizient (Rf) der 
Proteine wurde anhand des Quotienten aus 
der Migrationsdistanz der Proteine und der 
Bromphenolblaubande bestimmt, wobei die 
SERVA Native Marker Proteine als Standard 
genutzt wurden. 
2.10.9 Gelpermeationschromatographie 
Die Gelpermeationschromatographie zur 
Bestimmung der apparenten molekularen 
Massen erfolgte mittels eines Äkta-Systems 
(Äkta Purifier 10, GE Healthcare Europe 
GmbH, Freiburg). Hierfür wurden 1 mg gerei-
nigtes Protein in einer 150 µl Auftragsschleife 
auf eine Superose 6 HR 10/300 Gelpermeati-
onssäule (GE Healthcare Europe GmbH, Frei-
burg) mit einem Bettvolumen von 23,5 ml 
aufgetragen. Die Kalibrierung der Säule er-
folgte mit Puffer W und einer Flussrate von 
0,5 ml/min. Als Standards wurden Cytochrom 
c, Conalbumin, Aldolase und Katalase ver-
wendet. Die Berechnung der apparenten mo-
lekularen Masse erfolgte mittels des Vertei-
lungskoeffizienten (Kav), über das Retentions-
volumen (Ve), dem Säulenvolumen (Vc) dem 
Molekulargewicht (Mw) und dem Totvolumen 
(V0; Gl. VII).  
(VII) Kav = (Ve - Vo) · (Vc – V0)-1
2.10.10 Enzym-Aktivitätstest 
Mittels Enzymaktivitätstests wurden die 
spezifischen Aktivitäten der SOR- bzw. PDO-
Präparationen bestimmt.  
SOR-Aktivitätstests. 
Der initial beschriebene SOR-Enzymtest 
(Kletzin, 1989) wurde in dieser Arbeit sowohl 
zur Erhöhung der Sensitivität und der Reakti-
onsproduktbildung als auch zur Reduktion 
der Menge an benötigten Enzym und der kür-
zeren Inkubationszeit des Enzymtests modifi-
ziert (Rühl & Kletzin, 2017).  
Für den SOR-Enzymtest wurden unter Rüh-
ren je 1 ml eines sonifizierten Schwefel-halti-
gen Enzymtestpuffers in Reaktionsgefäße 
überführt und diese für 5 min auf die ge-
wünschte Reaktionstemperatur schüttelnd 
(800 rpm, Thermoschüttler) vorgeheizt 
(AaSOR: 85 °C, TpSOR/HnSOR: 80 °C). An-
schließend wurden definierte Mengen gerei-
nigtes Protein (meist 1 – 5 µg) in eines der 
Reaktionsgefäße überführt. Dies wurde für 
150 s in 30 s Intervallen wiederholt und die 
Reaktionsgefäße sofort nach Enzymzugabe 
des letzten Reaktionsgefäßes zum Abstoppen 
der Reaktion in ein Eiswasserbad überführt 
(Abb. 2.2 A). Die Reaktionsgefäße wurden für 
2-3 min im Eisbad inkubiert und elementarer
Schwefel anschließend sedimentiert (13 000
x g, 1 min). Der Überstand wurde für die
Quantifizierung der Reaktionsprodukte ver-
wendet (s. Kap. 2.10.13, Sulfit-, Thiosulfat- 
bzw. H2S-Quantifizierung). Die kolorimet-
risch bestimmten Mengen von Sulfit und Thi-
osulfat wurden für jeden Zeitpunkt addiert,
um die endgültige Menge an oxidierten Pro-
dukten zu ermitteln. Die spezifischen Aktivi-
täten wurden aus dem linearen Anstieg der
Reaktionsprodukte berechnet. Eine Unit (U)
Enzymaktivität ist als 1 µmol Sulfit plus Thio-
sulfat (Oxygenase) bzw. 1 µmol Schwefelwas-
serstoff (als Sulfid; Reduktase) pro Minute de-
finiert.
PDO-Aktivitätstests. 
Der PDO-Enzymtest wurde in dieser Arbeit 
auf Basis des modifizierten SOR-Enzymtests 
entwickelt.  
Vor Beginn des Enzymtests wurden je 50 µl 
Fuchsin-Lösung in sechs 1,5 ml Reaktionsge-
fäße vorgelegt. Unter Rühren wurden 2 ml ei-
nes sonifizierten Schwefel-haltigen Enzym-
testpuffers in je ein 2 ml-Reaktionsgefäß über-
führt und 1 mM reduziertes Glutathion (GSH) 
hinzugefügt. Im Reaktionsansatz wurde auf 
elementaren Schwefel als Co-Substrat ver-
zichtet, sobald Glutathion Persulfid (GSSH) 
als Substrat verwendet wurde. Der enzym-
freie Reaktionsansatz wurde für 5 min bei 
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40 °C schüttelnd (800 rpm, Thermoschüttler) 
zur Temperaturanpassung inkubiert. Die Re-
aktion wurde durch Zugabe von 1 – 2,5 µg/ml 
Enzym gestartet und sofort 250 µl des Enzym-
testansatzes in eines der Reaktionsgefäße mit 
50 µl Fuchsinlösung überführt (t = 0 s). Auf 
gleiche Weise wurden in 10 s Intervallen je-
weils 250 µl Enzymtestansatz in Fuchsinlö-
sung überführt und so, durch Fällung des Pro-
teins in schwefelsaurer Lösung, die Reaktion 
gestoppt (Abb. 2.2 B). 
Anschließend wurden 200 µl ddH2O zu je-
dem der Reaktionsgefäße hinzugefügt und 
die Ansätze für 5 min bei Raumtemperatur in-
kubiert. Folgend wurden 5 µl 37% Formalde-
hyd zu den Ansätzen zugegeben und der ele-
mentare Schwefel sedimentiert (13 000 x g, 1 
min). Der Überstand wurde in eine Halb-
mikroküvette überführt und die OD570 nach 
60 min gegen ddH2O bestimmt. Die kolori-
metrisch bestimmten Mengen Sulfit und Thi-
osulfat (letzteres nur bei Reaktionstemperatu-
ren über 50 °C, s. Kap. 2.10.13; Thiosulfat-
Quantifizierung) wurden zu jedem Zeitpunkt 
addiert um die finale Produktmenge zu er-
mitteln. Die spezifischen Aktivitäten wurden 
aus dem linearen Anstieg der Reaktionspro-
dukte kalkuliert. Eine Unit (U) Enzymaktivität 
ist als 1 µmol Sulfit (plus Thiosulfat) pro Mi-
nute definiert.  
2.10.11  GSSH-Synthese 
Die Glutathion Persulfid (GSSH) Synthese 
wurde mittels drei verschiedener Methoden 
durchgeführt. 
(1) Eine Methode wurde bereits beschrie-
ben (Visser et al., 1997, Liu et al., 2014) und 
leicht modifiziert. Ungefähr 20 mM elementa-
rer Schwefel wurden über Nacht in Aceton ge-
löst und mit gleichem Volumen einer 20 mM 
GSH-Lösung in 20 mM Kalium-Phosphat-Puf-
fer, pH 7,4 gemischt. Der Ansatz wurde für 
mindestens 5 min inkubiert und das Aceton 
für 15 min bei 30 °C in einer Vakuumzentri-
fuge verdampft.  
(2) Eine zweite Methode zur GSSH-Herstel-
lung bestand darin, dass 1 mM GSH in Schwe-
fel-haltigen Reaktionspuffer (pH 7,5) gege-
ben wurde und der Ansatz für 10 min bei 
80 °C erhitzt wurde. Abschließend wurde der 
Abbildung 2.2 | Schematische Übersicht der Enzymaktivitätstest und der kolorimetrischen Nachweisreaktio-




elementare Schwefel sedimentiert (13 000 x 
g, 1 min) und der Überstand für weitere Ana-
lysen verwendet. 
(3) Die dritte Methode zur GSSH-Synthese
wurde standardmäßig verwendet und ba-
sierte auf der Reaktion von oxidierten  Gluta-
thion (GSSG) mit Natriumsulfid (Kabil & 
Banerjee, 2012).  
50 mM GSSG wurden in einem zuvor anae-
robisierten 300 mM Natrium-Phosphat-Puf-
fer, pH 7,4 gelöst und in einer Anaeroben-
kammer (Coy, <0,5 ppm O2) mit 200 mM 
Natriumsulfid gemischt. Das Gefäß wurde 
luftdicht verschlossen und für 30 min bei 
37 °C inkubiert. Anschließend wurde der An-
satz in der Anaerobenkammer in 100 µl Ali-
quote aufgeteilt und bis zur weiteren Verwen-
dung luftdicht bei -20 °C gelagert.  
Die GSSH-Konzentrationen wurden an-
schließend mittels kalter Cyanolyse bestimmt 
(s. Kap. 2.10.13, Per-/ bzw. Polysulfid-Quan-
tifizierung). 
2.10.12  Polysulfid-Synthese 
Die Synthese von Polysulfiden erfolgte 
durch die Mischung von elementaren Schwe-
fel und Ammoniumsulfid unter Ausschluss 
von Sauerstoff (Findlay & Kamyshny, 2017). 
2 M elementarer Schwefel in anaerobisierten 
Wasser und 1 M Ammoniumsulfid-Lösung 
wurden gemischt. Der Ansatz wurde anaero-
bisiert und unter Rühren für mindestens 12 h 
inkubiert. Die Polysulfid-Konzentration 
wurde mittels kalter Cyanolyse bestimmt (s. 
Kap. 2.10.13, Per-/ bzw. Polysulfid-Quantifi-
zierung). 
2.10.13  Kolorimetrische Bestimmungen von 
Schwefelverbindungen und Eisen 
Sulfit-Quantifizierung 
Sulfit reduziert Fuchsin und bildet mit  For-
maldehyd eine stabile lila-gefärbte Verbin-
dung (Pachmayr, 1961).  
Für die Reaktion wurden 50 µl Fuchsin-Lö-
sung in Reaktionsgefäßen vorgelegt und 
250 µl Enzymtestansatz hinzugefügt. Nach 
Zugabe von 200 µl ddH2O und 5-minütiger In-
kubation wurde dem Ansatz 5 µl 37 %  For-
maldehyd hinzugegeben. Im Anschluss wurde 
der elementare Schwefel sedimentiert  und 
der Ansatz in eine Halbmikroküvette über-
führt. Nach 60 min wurde die OD570 gegen 
ddH2O als Referenz bestimmt. Die Kalibration 
erfolgte anhand einer mit Natriumsulfit er-
stellten Eichreihe (Abb. 2.3 A).  
Thiosulfat-Quantifizierung 
Die Quantifizierung von Thiosulfat basiert 
auf der Entfärbung von Methylenblau durch 
Thiosulfat (Pachmayr, 1961).  
750 µl Methylenblau-Lösung wurden zu 
250 µl Reaktionsansatz gegeben und der An-
satz für 30 min inkubiert. Die Absorption 
(OD670) wurde im Anschluss gegen ddH2O als 
Referenz ermittelt. Die Kalibration erfolgte 
anhand einer mit Natriumthiosulfat erstellten 
Eichreihe (Abb. 2.3B).   
H2S-Quantifizierung 
Die Quantifizierung von Schwefelwasser-
stoff (H2S, in Lösung als Sulfid) basiert auf der 
Fe3+-Ionen katalysierten Bildung von Methyl-
enblau aus Sulfid und N,N-dimethyl-p-pheny-
lendiamin (King & Morris, 1967). Die Reagen-
zien wurden in der folgenden Reihenfolge zu-
gefügt: 
250 µl Zinkacetat-Lösung  
350 µl Enzymtestansatz  
125 µl N,N-dimethyl-p-phenylendiamin-Lsg. 
 50 µl FeCl3-Lösung 
Nach 12-24 h Inkubation wurde die OD670 
gegen ddH2O als Referenz ermittelt. Die Ka-
libration erfolgte anhand einer mit  Ammoni-
umsulfid erstellten Eichreihe (Abb. 2.3C) 
Per-/ bzw. Polysulfid-Quantifizierung 
Per- bzw. Polysulfide wurden mittels kalter 
Cyanolyse quantifiziert (Wood, 1987). 100 µl 
GSSH- bzw. Polysulfid-beinhaltendes Reakti-
onsgemisch wurde zu 80 µl 1 M NaOH, 670 µl 
ddH2O und 100 µl 0,5 M Kaliumcyanid-Lö-
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sung gegeben. Der Ansatz wurde für 45 min 
inkubiert und anschließend 20 µl 37 % (v/v) 
Formaldehyd und 200  µl Goldstein-Reagenz 
hinzugegeben (Goldstein, 1950). Die Absorp-
tion wurde bei 460 nm gegen den Reagenzi-
enleerwert bestimmt. Die Kalibration erfolgte 
anhand einer mit Kaliumthiocyanat erstellten 
Eichgeraden (Abb. 2.3 D).  
Eisen-Quantifizierung 
Die Quantifizierung des Eisens aus En-
zympräparationen erfolgte mittels der 2,4,6-
Tripyridyl-1,3,5-triazin (TPTZ) Methode 
(Fischer & Price, 1964). Hierbei bildet TPTZ 
zusammen mit Fe2+-Ionen einen stabilen 
blauen Komplex, der bei einer OD593 quantifi-
ziert werden kann.  
Für die Bestimmung des Eisengehalts wur-
den 5 – 10 nmol gereinigtes Protein in einem 
Volumen von 800 µl mit 100 µl 8 M HCl er-
gänzt und für 10 min inkubiert. Anschließend 
wurden 100 µl 80% (w/v) Trichloressigsäure 
zugegeben und für weitere 10 min inkubiert, 
gefolgt von der Sedimentation des präzipitier-
ten Proteins (13 000 x g, 10 min). 800 µl des 
Überstandes wurden in eine Halb-
mikroküvette überführt und dem Ansatz 
250 µl 75% (w/v) Ammoniumacetat zuge-
fügt. Die Reduktion der Fe3+-Ionen erfolgte 
durch Zugabe von 100 µl 10% (w/v) Hydro-
xylamin-Hydrochlorid. Nach Zugabe von 
100 µl TPTZ-Lösung wurde die OD593 gegen 
den Reagenzienleerwert gemessen. Die Kalib-
ration erfolgte anhand einer mit Eisen-(II)-
Sulfat erstellten Eichgeraden (Abb. 2.3 E).  
2.10.14  HPLC-Analysen 
Neben dem kolorimetrischen Nachweis von 
Reaktionsprodukten der SORs wurden diese 
mittels Hochleistungsflüssigkeitschromato-
graphie (HPLC) analysiert. Hierzu wurde, 
ausgehend von der Studie von Rethmeier et 
al. (1997), eine Methode zur Enzymtest-ge-
koppelten Detektion reduzierter Schwefelver-
bindungen entwickelt.  
 Für die Analyse von Schwefelverbindun-
gen direkt aus dem Enzymtestansatz wurde 
der elementare Schwefel, nach entsprechen-
der Enzymreaktion, zunächst sedimentiert 
(13 000 x g, 1 min) und 100 µl des Überstan-
Abbildung 2.3 | Kalibrationskurven der kolorimetrischen Nachweisreaktionen von Schwefelverbindungen und 
Eisen. A, Polynomiale Anpassung der Sulfit-Kalibration. B, Polynomiale Anpassung der Thiosulfat-Kalibration. 
C, Lineare Anpassung der Sulfid-Kalibration. D, Lineare Anpassung der Thiocyanat-Kalibration E, Lineare An-
passung der Eisen-Kalibration. Alle Messungen wurden in Triplikaten durchgeführt, die Fehlerbalken repräsen-
tieren die Standardabweichungen. 
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des in 100 µl H2O (HPLC-Qualität), 50 µl HE-
PES-Puffer (pH 8,0) und 50 µl Methanol 
(HPLC-Qualität) überführt. Dem Ansatz wur-
den 10 µl Monobrombiman (mBBr) zugege-
ben. Die Derivatisierung erfolgte im Dunkeln 
und wurde nach 30 min durch Zugabe von 
100 µl 65 mM Methansulfonsäure gestoppt.  
Analysen der derivatisierten Schwefelver-
bindungen erfolgten in einem Hitachi LaCh-
rom Elite HPLC-System (Hitachi High Techno-
logies America, Inc., Schaumburg, USA), ver-
bunden mit einem Fluoreszenz-Detektor  
(L-2485) bei einer Anregung von 380 nm und 
einer Emission von 480 nm. Die Trennungen 
wurden auf einer Umkehrphasensäule LiChro-
spher 60, RP selectB (Merck, Darmstadt) 
durchgeführt, welche auf 40 °C erhitzt wurde. 
Die Flussrate betrug 1 ml/min.  
Zur Elution wurde ein Laufmittelgemisch 
aus 100 % Methanol (A) und 0,25 % Essig-
säure, pH 4 (B) gewählt und wie folgt eluiert: 
  0-10 min 10 % A, 90 % B;   isokratisch 
10-17 min  90-70 % B; linearer Gradient 
17-22 min 30 % A; 70 % B;   isokratisch  
22-70 min 50 % B;      linearer Gradient  
70-75 min 100 % A, 0 % B;   isokratisch  
75-90 min 10 % A, 90 % B;   isokratisch  
 
Kalibrationskurven wurden mit Natriumthi-
osulfat-, Natriumsulfit- und Ammoniumsul-
fid-Standardlösungen durchgeführt, wobei 
die integrierte Peakfläche gegen definierte 
Stoffmengen aufgetragen wurde (Abb. 2.4).  
2.10.15 Massenspektrometrie (MS) 
Für die massenspektrometrischen (MS) 
Analysen von Schwefelverbindungen wurde 
ein Massenspektrometer verwendet (Impact 
II, Quadrupole-time-of-flight, Bruker Dalto-
nik), welches mit einer Elektrospray-Ionen-
quelle ausgestattet worden war, die im positi-
ven Ionenmodus bei 180 °C Quelltemperatur 
betrieben wurde. Die Kapillarspannung 
wurde auf 3 kV mit einem Zerstäubungsdruck 
von 0,4 bar und einem Stickstoffstrom mit ei-
nem Durchfluss von 4 l/min eingestellt. 
Holoprotein-Analysen der AcPDO bzw. des 
hETHE1 wurden ebenfalls mit Elektrospray-
Ionisation (ESI) und MALDI-TOF MS direkt 
aus der Lösung durchgeführt. 20 µg frisch iso-
lierte AcPDO wurden für 1 min in einem End-
volumen von 100 µl Enzymtestpuffer wie folgt 
inkubiert: (1) wie isoliert, (2) mit 1 mM GSH 
oder (3) mit 1 mM GSSH. Vor der Analyse 
wurden die Proben mit einer C4 HPLC-Säule 
und einem Lösungsmittelgemisch aus H2O mit 
0,01 % Trifluoressigsäure (TFA) für 3 min 
aufgetrennt, gefolgt von einem linearen Gra-
dient zu 100 % Acetonitril mit 0,01 % TFA. 
Das Massenspektrometer wurde mit einer 
Elektrospray-Ionenquelle im positiven Ionisie-
rungsmodus verwendet. Der gewählte Mas-
sebereich lag zwischen 800 und 5 000 m/z. 
Stickstoff wurde als Trägergas verwendet und 
die Temperatur auf 220 °C mit einem Zerstäu-
bungsdruck von 1,8 bar, einem Durchfluss 
von 8 l/min und einer Kapillarspannung von 
4,5 kV gesetzt. MALDI TOF MS-Analysen von 
 
Abbildung 2.4 | Kalibrationskurven der HPLC-basierten Quantifizierung von Schwefelverbindungen nach 
mBBr-Derivatisierung. A, Lineare Anpassung der Sulfit-Kalibration. B, Lineare Anpassung der Thiosulfat-Kalib-
ration. C, Lineare Anpassung der Sulfid-Kalibration. 
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Holoenzymen wurden mit einem Autfolex 
speed TOF/TOF Spektrometer (Bruker Dalto-
nik) mit einer 2,5-Dihydroxyacetophenon-
(DHAP) Matrix durchgeführt. 
MALDI TOF MS Analysen Trypsin-gespalte-
ner Peptidfragmente wurden an der MS-Ab-
teilung der Universität Hohenheim durchge-
führt. In einem ersten Ansatz wurden hierfür 
20 µg der AcPDO-Proben mit 5 mM Iodaceta-
mid (IAA) für 45 min im Dunkeln inkubiert 
und anschließend mittels SDS-PAGE aufge-
trennt. Die Proben wurden hierfür sowohl mit 
als auch ohne DTT als Reduktionsmittel im 
SDS-Probenauftragspuffer versetzt. Als Kon-
trolle diente ein Ansatz der AcPDO, die nicht 
mit IAA vor dem Probenauftrag behandelt 
wurde.  
Für die Bestimmung von Proteinmodifikati-
onen aus Trypsin-gespaltener AcPDO wurden 
10 µg der AcPDO-Proben für 1 min im Enzym-
testpuffer mit (1) 1 mM GSH, (2) 2 % (w/v) 
elementarer Schwefel, (3) 1 mM GSH und 
2 % (w/v) elementarer Schwefel und (4) 1 
mM GSSH (hergestellt nach Methode 1; 
GSSH-Synthese) bei 40 °C inkubiert. Die Re-
aktion wurde durch Zugabe von 15 mM N-
Ethylmaleinimid (NEM) im Falle der Proben 
mit elementaren Schwefel und 5 mM NEM für 
Proben ohne elementaren Schwefel gestoppt. 
Es folge eine Auftrennung der Proteine mittels 
SDS-PAGE, wobei SDS-Probenauftragspuffer 
mit und ohne DTT als Reduktionsmittel ver-
wendet wurde. Die Gele wurden mittels kol-
loidaler Coomassie-Lösung gefärbt, die 
AcPDO-Banden herausgeschnitten und für die 
tryptische Spaltung und MS Analysen versen-
det (Mass Spetrometry Unit, Universität Ho-
henheim). Alle MS/MS Proben wurden mit-
tels Mascot (Matrix Science, London, UK; Ver-
sion 2.6.1) analysiert. Peptidfragmente wur-
den mit einer Massentoleranz von 0,6 kDa 
und einer Ionentoleranz von 5,0 ppm gesucht. 
Zur Validierung der MS/MS basierten identi-
fizierten Peptide wurde Scaffold (Version 
Scaffold_4.8.6, Proteome Software Inc., Port-
land, OR) genutzt. Die identifizierten Peptide 
wurden berücksichtig, wenn sie einen Grenz-
wert von über 90 % mit anschließender delta-
Massenkorrektur im Peptid-Prophet Algorith-
mus besaßen (Keller et al., 2002). Proteine 
wurden für weitere Analysen berücksichtigt, 
wenn sie mit einer Wahrscheinlichkeit von 
mehr als 95 % festgestellt wurden und min-
destens ein identifiziertes Peptid enthielten. 
Die Proteinwahrscheinlichkeiten wurden mit-
tels des  Protein-Prophet Algorithmus zuge-
ordnet (Nesvizhskii et al., 2003). Die resultie-
renden Massenspektren wurden mittels des 
Programms SCAFFOLD 4 analysiert (Searle, 
2010).  
2.10.16  SWATH-LC/MS/MS 
Proteomdaten aus Tv. paradoxus wurden 
mittels SWATH (Sequential Window Acquisi-
tion of all Theoretical Fragment Ion Spectra) 
Massenspektrometrie erhoben (Gillet et al., 
2012, Losensky et al., 2017).  
Hierfür wurden Tv. paradoxus-Kulturen auf 
ein Proteingehalt von 5 x 10-4 mg/ml einge-
stellt. Jeweils 50 ml Zellsuspension aus ver-
schiedenen Wachstumsphasen wurde sedi-
mentiert (5 000 x g, 10 min, 4 °C), in einem 
Volumen von 3 ml mineralischen Basisme-
dium aufgenommen und für 2 x 5 min sonifi-
ziert (Branson Sonifier 250, Stufe 5, Mikro-
spitze (5 mm), 50% Arbeitszyklus). Die Zell-
trümmer wurden sedimentiert (5 000 x g, 
10 min, 4 °C) und der Proteingehalt des Über-
standes quantifiziert.  
Je 50 µg Protein wurden auf 4-12 % Nu-
PAGE Novex BisTris Minigelen (Invitrogen, 
Carlsbad, USA) aufgetragen und 1,5 cm ins 
Gel einlaufen gelassen, gefolgt von einer 
Coomassie-Färbung. Proteinbereiche im Gel 
wurden ausgeschnitten, zerkleinert, mit DTT 
reduziert und mit IAA alkyliert, gefolgt von ei-
ner Trypsin-Spaltung über Nacht. Trypsin-ge-
spaltene Peptide wurden aus dem Gel extra-
hiert und die Lösung in einer Vakuumzentri-
fuge getrocknet. Die Lagerung erfolgte bei 
-20 °C (Atanassov & Urlaub, 2013).
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Zur Erstellung einer sequenzannotierten 
Spektrenbibliothek wurden Aliquots zu einer 
Gesamtmenge von 80 µg gepoolt und mittels 
einer reversed phase spin column (Pierce High 
pH Reversed-Phase Peptide Fractionation Kit, 
Thermo Fisher Scientific Inc.) fraktioniert. 
Zur Kalibrierung der Retentionszeit wurden 
sowohl die Fraktionen als auch die zur Quan-
tifizierung verwendeten Einzelproben mit ei-
nem synthetischen Peptidstandard (iRT Stan-
dard, Biognosys) versetzt.  
Die Peptidproben wurden mittels Nano-
fluss-Chromatographie (Eksigent na-
noLC425) gekoppelt an ein hybrides Quadro-
pol-Flugzeit Massenspektrometer (TripleTOF 
5600+, Sciex) mit einer Nanospray III Ionen-
quelle (Emitter-Spannung 2400 V, Interface-
Temperatur 150 °C, Sheathgas-Einstellung: 
12) analysiert. Die Analysen wurden mittels
Analyst TF 1.7.1 Software (Sciex) gesteuert.
Hierfür wurden die Proteine in einer Konzent-
ration von 0,3 mg/ml in Ladepuffer (2 % Ace-
tonitril, 0,1 % Ameisensäure) gelöst und
1,5 µg auf einer Vorsäule (0.18 mm ID x 20
mm, Symmetry C18, 5 µm, Waters, Milford,
USA) konzentriert. Die Trennung der Frag-
mente erfolgte auf einer analytischen RP-C18-
Säule (0,075 mm ID x 250 mm, HSS T3,
1,8 µm, Waters, Milford, USA) mittels eines
90-minütigen linearen Gradienten (5-35 %
Acetonitril/ 0,1 % Ameisensäure) bei einer
Flussrate von 300 nl/min.
Qualitative LC/MS/MS-Analysen wurden 
mittels datenabhängiger Erfassung (Data De-
pendent Aquisition, DDA) mit einer Top 25 
Methode durchgeführt. Peptidprecursor wur-
den mittels MS für 350 ms in einem Bereich 
von 350 – 1 250 m/z bei einer Masseauflö-
sung von 30 000 FWHM (Full Width Half Ma-
ximum) detektiert. Bis zu 25 mehrfach gela-
dene Vorläufer je Zyklus wurden durch Colli-
sion Induced Dissociation (CID) fragmentiert 
und für je 100 ms deren Fragmente im Be-
reich 180 – 1 600 m/z bei einer Auflösung von 
17 000 FWHM detektiert. Bereits fragmen-
tierte Vorläufer wurden für 30 s ausgeschlos-
sen. Für die Erstellung einer Sequenzdaten-
bank wurden je vier Replikate pro Reversed-
Phase-Fraktion akquiriert. 
Für die quantitativen SWATH-Analysen 
wurden MS/MS-Daten mittels SWATH-MS 
mit 65 Fenstern variabler Größe im Vorläufer-
bereich von 400 – 1 050 m/z erhoben. Peptid-
fenster wurden mittels rolling conversion 
energy CID fragmentiert und die Fragmente 
im Bereich 350 – 1 400 m/z für jeweils 40 ms 
pro Fenster erfasst. Zwei technische Replikate 
je biologische Probe wurden gemessen.  
Die Proteinidentifizierung erfolgte mittels 
der ProteinPilot Software V 5.0 4769 (Sciex). 
220 269 MS/MS Spektren aus der kombinier-
ten qualitativen Analyse wurden mit dem 
UniProtKB Thioalkalivibrio paradoxus Refe-
renzproteom (Version 03/19, 3 398 Sequen-
zen zuzüglich 52 bekannte Laborkontaminan-
ten) verglichen.  
Die Erstellung einer Spektralbibliothek und 
die SWATH-Peak-Extraktion erfolgten mit der 
PeakView Software V 2.1 (Sciex) und der 
SWATH-Quantifizierungs-microApp V 2.0.  
Die Ergebnisse der Proteinidentifikation 
wurden mittels Gene Ontology (GO) und 
KEGG-Anpassung mit dem DAVID Functional 
Annotation Tool v. 6.8 ausgewertet (Kanehisa 
& Goto, 2000, Huang da et al., 2009a, Huang 
da et al., 2009b). 
Die Proteomdaten der Massenspektromet-
rie wurden über das PRIDE-Partnernetzwerk 
(Perez-Riverol et al., 2019) beim Proteo-
meXchange Konsortium mit der Datensatzer-
kennung PXD015248 hinterlegt.  
Statistische Analysen 
Statistische Analysen wurden mit dem Pro-
gramm R (Version 3.5.4) durchgeführt. Die 
Varianzstabilisierung der Rohdaten erfolgte 
mit Hilfe der rlog-Transformation (Love et al., 
2014). Für den Test der Separabilität der Da-
tensätze wurde eine Hauptkomponentenana-
lyse (principal component analysis, PCA) 
durchgeführt. Die differentiell produzierten 
Proteine wurden mit Hilfe des DESeq2-Pa-
ketes ermittelt, wobei die resultierenden p-va-
lues gegen eine Falscherkennungsrate von 5 % 
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adjustiert wurden (Benjamini & Hochberg, 
1995). Die funktionalen Charakterisierungen 
und das metabolic pathway mapping erfolgten 
basierend auf der Kyoto Encyclopedia of Genes 
and Genomes Datenbank2 und wurden mit 
dem R-Paket pathview erstellt (Luo & 
Brouwer, 2013). Volcano plots wurden an-
hand der jeweiligen Veränderungen der rela-
tiven Häufigkeit bezogen auf den ersten Zeit-
punkt der Probenentnahme in Korrelation mit 
den errechneten p-values erstellt.  
2.10.17  Inhibitionsstudien 
Inhibitionsstudien der AcPDO wurden mit 
NEM und IAA durchgeführt, wobei verschie-
dene Ansätze verfolgt wurden.  
Zum einen wurden, um die Ergebnisse von 
Wang et al. (2014) zu verifizieren, IAA und 
NEM in ihrer finalen Konzentration direkt in 
den Enzymtestpuffer gegeben, da es in dieser 
Studie unklar blieb ob die modifizierenden 
Agenzien an die Cystein-Reste von GSH bzw. 
GSSH binden, an die des Proteins oder beides. 
In einem anderen Ansatz wurden ca. 
5 mg/ml AcPDO für 20 min mit 3 mM NEM 
bzw. 5 mM IAA inkubiert und anschließend 
für 24 h gegen 50 mM Tris/HCl-Puffer, pH 7,5 
dialysiert (Dialysevolumen: 2 x 300 ml; 1 x 
400 ml). Direkt im Anschluss wurde die En-
zymaktivität gemessen.  
Die selektive Reduktion putativer Disulfid-
brücken wurde mit Tris(2-carboxyethyl)phos-
phin (TCEP) in einer Anaerobenkammer 
(Coy, <0,5 ppm O2) durchgeführt um sofor-
tige Reoxidation zu verhindern. 5 mg gerei-
nigtes Enzym wurden dialysiert um Desthio-
biotin der Proteinreinigung aus dem Elutions-
puffer zu entfernen und anschließend erneut 
auf eine Strep-Tactin Superflow Tropfsäule 
aufgetragen. Vor Elution des Proteins wurden 
3 ml einer 3 mM TCEP-Lösung, gefolgt von 
3 ml einer 3 mM IAA-Lösung bzw. einer 2 mM 
NEM-Lösung, aufgetragen und das säulenge-
bundene Protein für 10 min mit den Agenzien 
2 https://www.genome.jp/kegg/ 
inkubiert. Anschließend wurde das auf diese 
Weise modifizierte Enzym mit Puffer W gewa-
schen und eluiert. Die Elutionsfraktionen 
wurden daraufhin aus der Anaerobenkammer 
entfernt, der Proteingehalt ermittelt und so-
fort Enzymaktivitätstests in Anwesenheit von 
Sauerstoff durchgeführt.  
2.10.18  Proteindenaturierungs- 
 Studien 
Für Proteindenaturierungs-Experimente 
wurde Guanidinium-Chlorid und Harnstoff in 
150 mM Tris/HCl-Puffer pH 8,0 angesetzt 
und in den jeweiligen Endkonzentrationen 
mit 1 mg/ml gereinigtem Enzym für 1 h bei 
25 °C inkubiert. Eine Superose 6 HR 10/30 
Gelpermeationssäule wurde mit dem jeweili-
gen Denaturierungsmittel äquilibriert und 
200 µl des Gemisches auf die Säule aufgetra-
gen. Als Laufmittel diente das jeweilige Dena-
turierungsmittel in 150 mM Tris/HCl-Puffer, 
pH 8,0 bei einer Flussrate von 0,5 ml/min.  
2.10.19  Proteinstabilitäts-Messungen 
Proteinstabilitätsmessungen wurden mit-
tels Thermal Shift Assays (Differential Scan-
ning Fluorimetry, DSF) durchgeführt. Das Ver-
fahren beruht auf den Anstieg der intrinsi-
schen Tryptophan/Tyrosin-Fluoreszenz wäh-
rend der temperaturabhängigen Entfaltung 
des Proteins. Die nanoDSF-Messungen wur-
den im Prometheus NT.48 (NanoTemper 
Technologies GmbH, München) in Standard-
Glaskapillaren durchgeführt. Das Fluores-
zenzverhältnis von 330/350 nm wurde kon-
stant bei einer Heizrate von 1 °C/min gemes-
sen. Die Schmelzpunkte (TM) wurden anhand 
der ersten Ableitung der resultierenden 
Schmelzkurven ermittelt. Die Proteinkonzent-
ration betrug in Standardexperimenten 
1 mg/ml in 100 mM Tris/HCl-Puffer, pH 8,0 
mit 150 mM NaCl.  
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2.10.20  Bestimmung von Bindungs- 
  konstanten 
Affinitätsmessungen wurden mittels 
MicroScale Thermophoresis (MST) durchge-
führt. Das Verfahren basiert auf der Bewe-
gung von Molekülen entlang eines Tempera-
turgradienten, induziert durch einen Infrarot-
Laser. Dies kann durch kovalent an das Pro-
tein gebundene Fluorophore detektiert wer-
den.  
Ca. 125 µM gereinigtes Protein wurden 
hierfür mit dreifachen molaren Überschuss 
des Fluorophors nach Angaben des Herstellers 
markiert (Protein Labeling Kit RED – NHS, Na-
noTemper Technologies GmbH, München). 
Verdünnungsreihen des jeweiligen Liganden 
wurden in 70 mM Tris/HCl-Puffer, pH 7,5 mit 
0,05 % (v/v) Tween 20 erstellt. Die Messun-
gen wurden mit 20 nM AcPDO in einem Mo-
nolith NT.115, entweder in Standard- oder in 
Premium-beschichteten Kapillaren bei 40 °C 
durchgeführt. Die Anregungsleistungen be-
trugen 40-80 %, die MST-Leistungen zwi-
schen 40 und 60 %.  
2.11 Spektroskopische  
Methoden 
2.11.1 UV-Vis Spektroskopie 
Absorptionsmessungen und UV-Vis-Spek-
tren wurden in einem Spektralphotometer 
(Evolution 220, Thermo Scientific, Dreieich) 
aufgenommen. Messungen der Absorption er-
folgten bei Raumtemperatur mit einer Band-
breite von 1 nm und einer Integrationszeit 
von 0,05 s. UV-Vis-Spektren wurden mit einer 
Bandbreite von 1 nm, einer Integrationszeit 
von 0,05 s einem Datenintervall von 1 nm und 
einer Scangeschwindigkeit von 1 200 nm/min 
aufgenommen.  
 
2.11.2 CD Spektroskopie 
Circulardichroismus (CD)-Spektren der 
TpSOR wurden in einem J-810 Spectropolari-
meter (JASCO North America, Easton, USA) 
im Fern-UV-Bereich zwischen 190 und 260 
nm aufgenommen. Gewählt wurden Messin-
tervalle von 0,5 nm mit einer Bandweite von 
1 nm, einer Antwortzeit von 1 s und einer 
Messgeschwindigkeit von 50 nm/min. Die 
Messungen erfolgten in Quarzküvetten mit ei-
ner Schichtdicke von 0,1 cm, wobei jeweils 
zehn Messungen pro Datensatz akkumuliert 
wurden. Für die Analysen wurde gereinigtes 
Protein gegen 20 mM Tris/HCl-Puffer, pH 7,5 
dialysiert und 0,1 mg/ml Protein für die Mes-
sung eingesetzt. Die Spektren wurden an-
schließend gegen das Spektrum der Pufferlö-
sung korrigiert. Aus der ermittelten Elliptizi-
tät θ wurde die mittlere molare Elliptizität pro 
Aminosäurerest [θ]MRW berechnet (Gl. VIII). 
  VIII:  [θ] MRW = (θ x M) * (10 x c x d x n)-1 
[Θ]MRW:   Mittlere molare Elliptizität (deg cm2 dmol-1) 
Θ:            Gemessene Elliptizität (deg) 
M:           Molekulargewicht (g/mol) 
c:             Proteinkonzentration (mg/ml) 
d:            Schichtdicke der Küvette (cm) 
n:            Anzahl der Aminosäuren  
Die Dekonvolutierung der Daten erfolgte mit 
der CDNN Software. 
 
2.11.3 Stopped-Flow Spektroskopie  
Stopped-Flow Kinetiken wurden mit einem 
HI-TECH SF-61 DX2 Stopped Flow Spektrome-
ter (TgK Scientific Ltd., Bradford-on-Avon, 
UK) bei 25 °C (± 0,2 °C) durchgeführt.  
Um die Sauerstoff-abhängige Reaktion der 
AcPDO zu verfolgen wurden 0,6 mM gerei-
nigte AcPDO anaerobisiert und unter Aus-
schluss von Sauerstoff mit 12 mM GSSH vo-
rinkubiert. Die inerte AcPDO-GSSH-Lösung 
wurde anschließend in einem 1:1 Verhältnis 
mit sauerstoffgesättigtem 70 mM Tris/HCl-
Puffer pH 7,5 gemischt und die Reaktion im 
Stopped Flow System, gekoppelt an einen Dio-
den-Array-Detektor (TIDAS S, J&M Analytik, 
Essingen), visualisiert. Die Spektren wurden 
in 20 s Intervallen über einen Zeitraum von 
60 min in einem Wellenlängenbereich zwi-
schen 300 und 800 nm aufgenommen. Das 
Material & Methoden 
Seite 53 
GSSH-Spektrum diente als Referenz und 
wurde von den aufgenommenen Spektren 
subtrahiert und die Spektren Basislinien-kor-
rigiert.  
In einem zweiten Ansatz wurde die Reak-
tion von GSSH mit sauerstoffgesättigter 
AcPDO („wie isoliert“) gemessen. Hierfür 
wurde 3 mM anaerobes GSSH mit aerober 
AcPDO ohne Vorinkubation im Stopped Flow 
System gemischt. Die Messung verlief wie 
oben beschrieben normiert auf das GSSH-
Grundspektrum.  
2.11.4 EPR Spektroskopie 
Mit der Elektronenspinresonanz-Spektro-
skopie (electron paramagnetic resonance, EPR) 
wurden Atome mit ungepaarten (paramagne-
tischen) Elektronen detektiert.  
Hierfür wurden gereinigte Proteine in 
Macrosep Advance Centrifugal Devices 30 K 
MWCO (Pall Corporation, New York, USA) 
mit dem 50-fachen Volumen 50 mM Tris/HCl-
Puffer (pH 8,5 für die TpSOR; pH 7,5 für die 
AcPDO) gewaschen und der Eisengehalt 
quantifiziert. Proteinlösungen mit einer Ei-
senkonzentration von mindestens 100 µM 
wurde daraufhin in den EPR-Messungen ein-
gesetzt.  
Für die EPR-verfolgten Redoxtitrationen 
wurden die Proteine anaerobisiert und mit 
Glukose-Oxidase (280 nM aus Aspergillus ni-
ger), Katalase (640 nM aus Rinderleber) und 
Glucose (1 mM) versetzt um verbliebenen 
Restsauerstoff aus der Lösung abzufangen. 
Die Reduktion der Eisenzentren wurde anae-
rob mit einer 40 mM Dithionit-Lösung unter 
einem kontinuierlichen Argon-Strom durch-
geführt. Folgende Redox-Mediatoren (jeder 
40 µM) wurden dem Gemisch hinzugefügt 
(E‘0 in Klammern angegeben): 1,2-Napht-
hochinon-4-sulfonsäure (+215 mV), Trime-
thylhydrochinon (+115 mV), 1,4 Naphthoch-
inon (+60 mV), Phenazin-Ethosulfat (+ 55 
mV), Menadion (0 mV), Plumbagin (-40 mV), 
Indigotrisulfonat (-70 mV), 2-Hydroxy-1,4-
naphthochinon (-152 mV), Anthrachinon-2-
sulfonat (-225 mV), Safranin (-280 mV), 
Neutralrot (-325 mV), Benzylviologen (-359 
mV; alle Redox-Mediatoren von Sigma-Ald-
rich). Die Elektroden wurden mit einer Chin-
hydron-gesättigten Lösung bei pH 7,0 kali-
briert. Die EPR-Proben wurden beim Errei-
chen der gewünschten Potentiale entnommen 
und in flüssigem Stickstoff gefroren. Die EPR-
Messungen wurden in einem Bruker ESP380 
Spektrometer (Bruker, Billerica, USA), wel-
ches an einem ESR900 Helium Durchfluss 
Kryostat gekoppelt war, bei 5,0 K durchge-
führt. Redox-Potentiale wurden gegen das Po-
tential einer Standard-Wasserstoffelektrode 
normiert und die EPR-Daten an eine Nernst-
Gleichung für eine Ein-Elektronen-Übertra-
gung angepasst.  
Für Vergleiche des Oxidationszustandes 
des katalytischen Eisens vor und nach Inkuba-
tion mit dem jeweiligen Substrat wurden EPR-
Messungen der nativen TpSOR durchgeführt, 
elementarer Schwefel direkt in das EPR-Röhr-
chen gegeben, für 5 min bei 80 °C  inkubiert 
und anschließend die EPR-Messung wieder-
holt. Für die AcPDO erfolgte die Inkubation 
mit GSSH bei 40 °C für 5 min.  
2.12 Methoden zur Strukturbe-
stimmung 
2.12.1 Kristallisation der TpSOR und der 
AcPDO 
Heterolog gereinigte TpSOR und AcPDO 
wurden zunächst in 50-fachen Volumen 
50 mM Tris/HCl-Puffer (pH 8,5 für die 
TpSOR; pH 7,5 für die AcPDO) in Macrosep 
Advance Centrifugal Devices 30 K MWCO (Pall 
Corporation, New York, USA) gewaschen und 
konzentriert. 18,4 mg/ml TpSOR bzw. 11,8 
mg/ml AcPDO wurden im Folgenden für Kris-
tallisationsexperimente genutzt. 
Erste sitting-drop Dampfdiffusions-Kristalli-
sationsversuche wurden mit den Screening 
Kits Structure Screen 1+2 HAT-96 und JCSG-
plus HAT-96/FX-96 für lösliche Proteine 
(beide Molecular Dimensions Limited, Suf-
Methoden 
Seite 54 
folk, UK) bei 295 K mit einem Mosquito Kris-
tallisationsrobotor (TTP Labtech, Cambridge, 
UK) in 0,2 µl Tropfen mit 96 verschiedenen 
Bedingungen in 96-Well-Platten durchge-
führt. Hierbei wurden unterschiedliche Pro-
tein: Kristallisationslösungs-Verhältnisse (2:1, 
1:1, 1:2), gegen 30 µl Kristallisationslösung 
äquilibriert. Sofern Kristallbildung mikrosko-
pisch beobachtet wurde, sind bei den vielver-
sprechendsten Kristallisationsbedingungen 
die Puffer-Konzentrationen, die Konzentratio-
nen des Fällmittels, der pH, die Salzkonzen-
tration, die Inkubationstemperatur und das 
Verhältnis von Protein: Kristallisationslösung 
angepasst worden. Weitere Proteinkristallver-
besserungen wurden mittels hanging-drop 
Dampfdiffusion in einem Gesamtvolumen von 
2 µl, äquilibriert gegen 500 µl Kristallisations-
lösung, in 24-Well-Platten durchgeführt. Der 
Kristallisationsprozess der AcPDO wurde zu-
dem in Anwesenheit von Additiven (Additive 
Screen HR2-428 Reagent Formulation, Hamp-
ton Research, Aliso Viejo, USA) durchgeführt. 
Proteinkristalle in gewünschter Größe und 
Morphologie wurden in kryoprotektive Lö-
sungen (Tab. 2.7) überführt (McFerrin & 
Snell, 2002) und in flüssigen Stickstoff gefro-
ren. Soaking der Proteinkristalle wurde in An-
wesenheit von je 20 mM GSH/GSSH entwe-
der zuvor oder direkt in kryoprotektiver Lö-
sung für 1 h bei 278 K durchgeführt.  
 
2.12.2 Datensammlung und Prozessier-
ung von Röntgenstrukturdaten  
Die Röntgenstrahlen-Diffraktionsmessun-
gen wurden unter einem Stickstoffstrom bei 
100 K durchgeführt. TpSOR-Datensätze wur-
den am Diamond Light Source mit der Strah-
lenquelle I03 (Oxfordshire, UK), an der Euro-
pean Synchrotron Radiation Facility mit der 
Strahlenquelle ESRF ID30A-1 (Grenoble, 
Frankreich) und am Barcelona Synchrotron 
Park mit der Strahlenquelle XALOC (Alba, 
Spanien) gesammelt. AcPDO-Datensätze wur-
den an der European Synchrotron Radiation 
Facility mit der Strahlenquelle ESRF ID30A-1 
(Grenoble, Frankreich) und am Diamond 
Light Source mit der Strahlenquelle I24 
(Oxfordshire, UK) gesammelt. 
Alle Datensätze wurden mit der XDS-Suite 
prozessiert (Kabsch, 2010).   
 
2.12.3  Kristallstrukturbestimmung  
Sowohl die TpSOR- als auch die AcPDO-
Struktur wurden mit Hilfe der MoRDa-Soft-
ware (Vagin & Lebedev, 2015) bestimmt. Das 
Phasenproblem wurde für die TpSOR mit dem 
AaSOR-Modell (Urich et al., 2005a), für die 
AcPDO mit dem MxPDO-Modell (Sattler et al., 
2015) durch molecular replacement mit PHA-
SER (McCoy et al., 2007) gelöst. Die initialen 
Strukturen wurden mit AutoBuild aus der 
PHENIX-Suite (Terwilliger et al., 2008, Adams 
et al., 2010) verbessert und anschließend ma-
nuell an die σA Fourrier electron density maps 
(Read, 1986) mittels des Programms COOT 
angepasst (Emsley et al., 2010). Alle gemesse-
nen AcPDO Kristalle hatten die Raumgruppe 
P 41 41 2, weshalb das PHENIX.REFINE multi-
zone rigid body-Protokoll (Afonine et al., 
2009) genutzt wurde um die vorhandenen 
Modell-Koordinaten jedes neu erhobenen Da-
Tabelle 2.7 | Kristallisationsbedingungen und kryoprotektive Lösungen der TpSOR und der AcPDO.  
Protein Kristallisationsbedingung Temperatur Verhältnis1  Kryoprotektive Lösung 
TpSOR 
0,9 M Na-Acetat 
0,1 M Na-Kakodylat, pH 6,5 
293 K 2:1 
Kristallisationslösung 
mit 25% [w/v] Glycerin 
AcPDO 
0,1 M DL-Äpfelsäure, pH 7,0 
12 % [w/v] PEG 3350 
20 mM Hexaammin-Cobalt-(III)-Clorid 
293 K 1:1 
Kristallisationslösung 
mit 20% [w/v] Glycerin 
1 Verhältnis zwischen Protein- und Kristallisations-Lösung. 
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tensatzes anzupassen und die Struktur suk-
zessive zu verbessern. Das Refinement der 
Atompositionen, der Atomverschiebungspara-
meter und die automatische Ergänzung von 
Wassermolekülen erfolgte mit PHENIX.RE-
FINE (Afonine et al., 2012).  
2.12.4 EM Probenvorbereitung 
Heterolog produzierte SORs wurden gerei-
nigt, der Puffer ausgetauscht und anschlie-
ßend für Kryo-EM-Analysen verwendet. Hier-
für wurden löchrige Kohlenstoffgitter (Quan-
tifoil R2/2) für 2 h mit Chloroform inkubiert 
und anschließend glimmend entladen. Im Fol-
genden wurden diese mit 3 µl der SOR-Präpa-
rationen mit einer Konzentration von 1,5 
mg/ml in 50 mM Tris/HCl, pH 8,0 beladen 
und in flüssigen Ethan in einem Vitrobot Mark 
IV (FEI) bei 10 °C und 70 % Luftfeuchtigkeit 
tauchgekühlt, nachdem sie 11 s lang geblottet 
wurden.  
2.12.5 EM Datensammlung 
Kryo-EM-Daten wurden auf einem FEI Ti-
tan Krios mit 300 kV und einem Falcon III Di-
rektelektronendetektor im Zählmodus gesam-
melt. 35 Frame Videos mit einer Gesamtdosis 
von 31 e-/Å2 wurden automatisch mit EPU bei 
einer Nominalvergrößerung von 96 000 x und 
einer kalibrierten Pixelgröße von 0,827 Å auf-
genommen.  
2.12.6 Bildverarbeitung 
Die Videobilder wurden mit MotionCor2 
(Zheng et al., 2017) ausgerichtet und die Kon-
trastübertragungsfunktion der Bilder mit Gctf 
(Zhang, 2016) bestimmt. Die Partikelauswahl 
erfolgte mit dem Autopick-Modul (Scheres, 
2015) in Relion-3 (Zivanov et al., 2018). 2D-
Klassifizierung und 3D-Autoverfeinerung 
wurden mit Relion-3 beta durchgeführt, ge-
folgt von CTF-Refinement und Bayesschen Po-
lieren (Zivanov et al., 2018). Das in Relion im- 
3 http://molprobity.biochem.duke.edu/ 
plementierte Nachbearbeitungsverfahren 
(Chen et al., 2013) wurde auf die endgültigen 
Elektronendichtekarten zur Schärfung des B-
Faktors und zur Validierung der Auflösung 
angewendet.  
SOR-Kristallstrukturen wurden anschlie-
ßend an die Elektronendichtekarten in COOT 
(Emsley & Cowtan, 2004) ausgerichtet und 
manuell angepasst, gefolgt von einer Real-
raumverfeinerung in PHENIX (Adams et al., 
2010, Afonine et al., 2018). Die Modellvali-
dierung erfolgte mit MolProbity (Chen et al., 
2010).  
2.12.7 Strukturmodell-Analyse 
Ramachandran-Analysen wurden mittels 
des MolProbity-Servers3 der Duke-Universität 
(Durham, USA) erstellt (Chen et al., 2010). 
Berechnungen der elektrostatischen 
Oberflächenpotentiale wurden mit Hilfe der 
Adaptive Poisson-Boltzmann Solver (APBS) 
Software durchgeführt (Baker et al., 2001). 
Für die Berechnungen wurde ein maximaler 
Ionenradius von 2 Å mit einer Ionenkonzen-
tration von 0,15 M, einer Protein-Dielektrizi-
tätskonstante von 2,0, einer Lösemittel-Die-
lektrizitätskonstante von 78,0, einem Proben-
radius von 1,4 Å und einer Temperatur von 
310,0 K gewählt.  
Die Berechnung der Hydrophobizität er-
folgte mittels des color_h Skripts in PyMOL 
(Schrödinger, 2015) basierend auf der Hydro-
phobizitätsskala von Eisenberg et al. (1984).  
Liganden-Docking wurde mittels der Glide 
Software im extra precision Modus (XP-Mode) 
durchgeführt (Friesner et al., 2004). Der 
Struktur wurden zuvor Wasserstoffatome hin-
zugefügt und die Struktur direkt in Glide 
energieminimiert. Das Eisenatom wurde als 
Zentrum der Rezeptorgenerierung festgelegt. 
Methoden 
Seite 56 
Berechnungen der freien Bindungsenergie 
(∆G) erfolgten mittels Molekularmechanik 
kombiniert mit generalisierten Born Oberflä-
chenbereichen (MM/GBSA; Hou et al. 
(2011)).  
Modellierung des AcPDO-GSSH Super-
oxid-Komplexes wurde mittels der molekula-
ren Modellierungs-Software Yasara durchge-
führt (Krieger & Vriend, 2014, Krieger & 
Vriend, 2015). Hierfür wurde die AcPDO-Kris-
tallstruktur zusammen mit der vorhergesag-
ten GSSH-Bindungsposition aus den Glide-Do-
cking-Analysen genutzt. Das Superoxid wurde 
in die Struktur modelliert, indem das nach 
Energieminimierung Axial-koordinierte Was-
sermolekül in ein Superoxid konvertiert 
wurde. Die Geometrieoptimierung des neu er-
stellten Strukturmodells erfolgte mit dem 
Yasara Yapac Modul unter Verwendung halb-
empirischer, quantenmechanischer Metho-
den, gefolgt von einer Energieminimierung 
mittels des Yasara2-Energiefeldes (Krieger et 
al., 2009).  
Energieminimierung des Komplexes wurde 
in Form einer Vollatom-Molekulardynamiksi-
mulation (TIP3P) mit der PME-Methode 
durchgeführt (Essmann et al., 1995). Für die 
Weitbereichelektrostatik wurde ein Grenzbe-
reich von 8 Å unter physiologischen Bedin-
gungen (0,9 % NaCl, pH 7,45) bei konstanter 
Temperatur (298 K) mit einem Berendsen-
Thermostat und konstantem Druck (1 bar) 
festgelegt. Geladene Aminosäuren wurden 
entsprechend dem vorhergesagten pKa der 
Aminosäure-Seitenkette durch Ewald-Sum-
mierung zugeordnet und durch Zugabe von 
Gegen-Ionen (NaCl) neutralisiert (Krieger et 
al., 2006). Energieminimierungen wurden 
durch simuliertes Annealing durchgeführt 
(Krieger et al., 2012), einschließlich der Opti-
mierung des Wasserstoffbrücken-Netzwerkes 
und der Äquilibrierung der Wasserhülle, bis 
4 https://proteinsplus.zbh.uni-hamburg.de/ 
die Systemkonvergenz erreicht war (<0,05 
kJ/mol pro 200 Schritte).   
Tunnel- und Porenanalysen wurden mit 
Hilfe der Programme MOLE 2.13.96 (Sehnal 
et al., 2013) und CAVER 3.0.1 (Chovancova et 
al., 2012) durchgeführt. Hierbei dienten ent-
weder der Mittelpunkt der Holoenzyme oder 
das Eisenatom der einzelnen Untereinheiten 
als Startpunkte für die Analyse. Für MOLE-
Analysen wurde ein bottleneck Radius zwi-
schen 0,8 und 1,4 Å, eine bottleneck Länge 
zwischen 3,0 und 5,0 Å, ein Flächendeckungs-
radius von 5 bis 15 Å und ein minimaler Pro-
benradius von 0,9 Å gewählt. In CAVER-Ana-
lysen wurde der minimale Probenradius auf 
bis zu 0,6 Å herabgesetzt.  
Energieminimierungen von 3D-Struktu-
ren wurden standardmäßig mittels Yasara 
durchgeführt (Krieger & Vriend, 2014, 
Krieger & Vriend, 2015). Hierfür wurde die 
kubische Simulationszelle auf einen Radius 
von 5 Å um alle zu berechnenden Atome er-
weitert und für die Simulationen das 
AMBER14-Kraftfeld genutzt. 
Bindungstaschen wurden mittels des 
DoGSiteScorers (Volkamer et al., 2012) des 
ProteinPlus-Servers der Universität Hamburg 
berechnet4.  
Protein-Topologie-Diagramme wurden 
mit Pro-Origami5 (Stivala et al., 2011) erstellt 
und anschließend manuell nachbearbeitet.  
Helical Wheel Darstellungen wurden mit 
NetWheels (Mol et al., 2018) erstellt und 
ebenfalls manuell nachbearbeitet.  
Lokale Auflösungen der Kryo-EM-Struktu-
ren wurden mittels ResMap (Kucukelbir et al., 
2014) ermittelt. 
5 http://munk.cis.unimelb.edu.au/pro-origami/ 
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Visualisierungen der Proteinstrukturen er-
folgten mittels PyMOL (Schrödinger, 2015) 
oder mit Hilfe von UCSF Chimera (Pettersen 
et al., 2004) bzw. UCSF ChimeraX (Goddard 
et al., 2018). 
2.12.8 Homologie-Modellierung 
3D-Modelle der TpSOR und der AcPDO 
wurden mittels der Phyre2-, I-Tasser und 
Swiss-Model-Server erstellt (Kelley et al., 
2015, Yang et al., 2015, Waterhouse et al., 
2018). Der Phyre2-Server wurde zudem ge-
nutzt um 1:1 threading-Modelle mit der 
MxPDO und der PpPDO (Sattler et al., 2015) 
als template zu erstellen.  
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Persulfid Dioxygenasen katalysieren die 
Oxidation von Glutathion Persulfid (GSSH) 
und höheren Homologen (GSSnH; n > 1) zu 
Sulfit und reduziertem Glutathion (GSH) als 
Reaktionsprodukte (Tiranti et al., 2009, Kabil 
& Banerjee, 2012, Jung et al., 2016). Die Auf-
klärung des Zusammenhangs der infantilen 
Stoffwechselerkrankung Ethylmalonsäure En-
zephalopathie (EE) mit dem humanen pdo 
Gen bzw. dessen Genprodukt (humanes 
Ethylmalonsäure Enzephalopathie Protein 1; 
hETHE1) im Jahr 2004 (Tiranti et al.) führte 
zu einem starken Fokus der Forschung an ho-
mologen PDOs, sowohl in der Domäne der Eu-
karyoten als auch in Bakterien, sodass in der 
Folge mehrere Röntgenkristallstrukturen und 
biochemische Studien veröffentlicht wurden.  
In diesem Zusammenhang wurde eine 
ETHE1-ähnliche PDO im extrem acidophilen 
und moderat thermophilen Acidithiobacillus 
caldus (AcPDO) identifiziert und charakteri-
siert (Liu et al., 2014, Wang et al., 2014). Das 
Enzym zeigte mit 2,3 U/mg Protein optimale 
Aktivitäten bei 45 °C und pH 8 (Anmerkung: 
Die Autoren haben die Aktivität mit 2 336 
U/mg Protein angegeben und eine Unit als 
Bildung von 1 nmol Sulfit min-1 definiert; in 
der vorliegenden Arbeit wird jedoch die klas-
sische biochemische Definition mit 1 µmol 
Substrat min-1 verwendet). Neben bivalenten 
Metallionen (Ni2+, Zn2+, Cu2+, Co2+ und 
Hg2+) wurde die Thiol-reaktive organische 
Verbindung N-Ethylmaleinimid (NEM) als En-
zyminhibitor ermittelt.  
Studien des hETHE1 zeigten zunächst, dass 
die PDO in Lösung ein Monomer bildet (Kabil 
& Banerjee, 2012). Weitere biochemische Un-
tersuchungen im Zusammenhang mit der Auf-
klärung der Röntgenkristallstruktur deuteten 
jedoch auf ein überwiegendes Vorkommen als 
Homodimer hin (Pettinati et al., 2015), wobei 
eine homotetramere Organisation der PDO 
von Ar. thaliana (ArPDO) ebenfalls beschrie-
ben wurde (McCoy et al., 2006b). Enzymki-
netiken des hETHE1 ergaben eine typische 
Michaelis-Menten-Kinetik mit GSSH als Sub-
strat und einem KM von 0,34 mM und einem 
Vmax von 113 µmol min-1 mg Protein-1 (Kabil & 
Banerjee, 2012).  
hETHE1 und die PDO aus Ar. thaliana zäh-
len, zusammen mit vielen bakteriellen PDOs, 
inklusive der in dieser Arbeit untersuchten 
AcPDO, zu den so genannten Typ I-PDOs 
(Abb. 3.1). Phylogenetische Analysen zeigten, 
dass sich PDOs insgesamt in drei verschiedene 
Unterfamilien aufteilen (Liu et al., 2014, Xia 
et al., 2017). Die Typ II-PDO aus Pseudomonas 
putida ist aufgrund von zusätzliche loops in-
nerhalb des Enzyms größer als die Typ I-En-
zyme. Die Stahylococcus aureus Typ III-PDO 
besitzt eine C-terminale Rhodanase-Domäne, 
jedoch mit einer abweichenden Substratspezi-
fität. Für dieses Enzym wurde gezeigt, dass 
Bacillithiol und Coenzym A-Persulfid 10- bis 
20-fach höhere Spezifitätskonstanten im Ver-
gleich zu GSSH und Cysteinpersulfid besitzen
(Shen et al., 2015).
Einleitung 
Abbildung 3.1 | Vereinfachtes phylogenetisches 
Dendrogramm der PDO-Familie mit Einteilung in die 
drei verschiedenen Enzymtypen. Strukturen zeigen 
exemplarisch das Homodimer eines Vertreter des je-
weiligen Typus. Typ I, hETHE1 (PDB ID: 4CHL); Typ II, 
Pseudomonas putida PDO (4YSL); Typ III, Staphylo-
coccus aureus PDO (3R2U).











struktur zeigten eine doppelte Oxidation an 
einem Oberflächen-exponierten Cysteinrest 
(C247) (Pettinati et al., 2015). Eine solche Mo-
difikation als Sulfinsäure (Cys-SO2-) wurde 
bereits in der zuvor aufgeklärten Röntgenkris-
tallstruktur der homologen ArPDO beobachtet 
und als Artefakt der Proteinreinigung inter-
pretiert (McCoy et al., 2006b). In den Kristall-
strukturen bakterieller PDOs ist dagegen 
keine Modifikation des konservierten Cysteins 
vorhanden (Sattler et al., 2015, Motl et al., 
2017). Nachfolgende Untersuchungen des 
hETHE1 identifizierten C247 als essentiell für 
die Enzymaktivität (Jung et al., 2016). Außer-
dem wurde biochemisch mittels eines Gel-
Shift Assays eine Modifikation dieses Restes 
nachgewiesen und diese als Polysulfidierung 
interpretiert. Die Ergebnisse deuteten darüber 
hinaus daraufhin, dass C247 für die Polysulfi-
dierung weiterer hETHE1-Cysteine verant-
wortlich zu sein scheint und diese die Aktivi-
tät des gesamten Enzyms kontrolliert.  
Neben C247 sind einige Aminosäurereste, de-
ren Mutationen zum Auftreten von EE führen, 
in PDOs konserviert (Abb. 3.2). Sie sind ent-
weder Teil der GSH-Bindungstasche oder des 
erweiterten Wasserstoffbrückennetzwerkes 
rund um das katalytische Eisenzentrum. R193 
ist ein besonderes Beispiel im hETHE1: Muta-
tionen des Restes haben Einfluss auf die Pro-
teinstabilität und auf das Redox-Potential 
des Eisens (Tiranti et al., 2006, Henriques et 
al., 2014). Trotz der offensichtlichen Bedeu-
tung dieser konservierten Aminosäurereste 
wurden bislang keine umfassenden Muta-
genese-Studien veröffentlicht, welche die 
Funktion einzelner Aminosäuren des Wasser-
stoffbrückennetzwerkes in PDOs berücksichti-
gen. Entgegen intensiver Forschung in den 
letzten 15 Jahren erfolgten nur wenige neue 
Erkenntnisse über den PDO-Reaktionsmecha-
nismus. Eine kürzlich veröffentlichte, erste 
theoretische Studie basierend auf hETHE1 
nutzte Quanten- bzw. Molekularmechanik ge-
koppelt an molekulardynamische Berechnun-
gen um Reaktionsintermediate nachzuvollzie-
hen (Lin et al., 2016). Die Autoren kamen 
zum Schluss, dass es vermutlich ausgehend 
von einem GSS+·-Fe(II)-O2· Zwischenzustand 
zu einem Angriff des distalen O2 auf das 
Schwefelatom kommt, wobei ein Metall-ge-
bundenes, aktiviertes O2 zurückbleibt und 
Sulfit entsteht. Außerdem sagten sie voraus, 
dass H81, welches sich in unmittelbarer Nähe 
zum Eisenzentrum befindet und einen Teil ei-
nes konservierten Aminosäuremotivs um die 
Eisenliganden herum bildet, eine wichtige 
Rolle bei der Bindung des Sulfanschwefels 
von GSSH einnimmt. In einer zweiten Studie 
wurden spektroskopische Untersuchungen 
mit GSS-Nitrosyl-Äquivalenten gekoppelt mit 
quantenphysikalischen Berechnungen durch-
geführt, um mögliche Intermediate zu charak-
terisieren (Goudarzi et al., 2018). Basierend 
auf diesen Berechnungen und dem Mechanis-
mus von Cystein Dioxygenasen, welche eben-
falls nicht-Häm Eisen-Dioxygenasen darstel-
len (McCoy et al., 2006a, Fischer et al., 2018), 
wurde ein allgemeiner Reaktionsmechanis-
mus für PDOs vorgeschlagen, welcher sich je-
doch lediglich auf die Reaktion am katalyti-
schen Eisen fokussiert und etwaige Funktio-
nen von (konservierten) Aminosäuren des 
Wasserstoffbrückennetzwerkes und der Sub-
stratbindungstasche außer Acht lässt. Auch 
viele biochemische Aspekte, wie die postu-
lierte Polysulfidierung von C247, die Wirkungs-
weise von Thiol-reaktiven Inhibitoren und de-
ren Zusammenhänge, sind noch weitgehend 
unverstanden.  
Die hier vorgelegte Arbeit hatte zum Ziel, 
die biochemischen und strukturellen Eigen-
schaften der bakteriellen AcPDO zu beschrei-
ben. Hierbei sollte eine erste umfassende Mu-
tagenese-Studie von Aminosäuren der Bin-
dungstasche und des erweiterten Wasserstoff-
brückennetzwerkes um das Eisenzentrum 
durchgeführt werden. Außerdem war es ein 
Ziel, die Röntgenkristallstruktur der AcPDO 
aufzuklären, das Eisenzentrum spektrosko-
pisch zu charakterisieren und Modifikationen 
an Cystein-Resten zu identifizieren. Die kom-
binierten Ergebnisse sollten einen Beitrag zu 
einem detaillierten Verständnis des Reak- 









Abbildung 3.2 | Alignment eisenhaltiger Persulfid Dioxygenase (PDO) Sequenzen. Gensequenzen wurden von GenBank heruntergeladen, mit Hilfe von MAFFT aligniert 
und manuell im Hinblick auf ihre 3D-Strukturen korrigiert (GenBank/PDB ID). Typ I, Typ II und Typ III Enzyme wurden nach Xia et al. (2017) gruppiert. Zylinder, α-Helices; 
Pfeile, β-Faltblätter; |, Aminosäuren die nach Tiranti et al. (2004), Tiranti et al. (2006) und Jung et al. (2016) in Zusammenhang mit EE stehen; +, Eisenliganden; #, Cystein-
Reste (oberflächenexponiert); ◊, weitere Cystein-Reste der AcPDO; ●, Aminosäuren der sekundären Koordinationssphäre und des Wasserstoffbrückennetzwerkes; 
↑, GSH-bindende Aminosäuren in allen PDOs; ↑, GSH-bindende Aminosäuren in TypI-PDOs; ↑, GSH-bindende Aminosäuren in TypII-PDOs. 
Einleitung 











rung der AcPDO 
Das Acidithiobacillus caldus pdo-Gen wurde 
in E. coli BL21 exprimiert und das Protein 
durch C-terminale Strep-Tag-Fusion mittels 
Säulenaffinitätschromatographie aufgerei-
nigt.  
Die durchschnittlichen Proteinausbeuten 
der Reinigungen betrugen 27,9 ± 18,0 mg/l 
LB-Medium (n = 33 Präparationen), mit ei-
nem durchschnittlichen Eisengehalt der re-
kombinanten Proteine von 0,77 ± 0,1 
nmol/nmol Protein (n = 11, jede Präparation 
dreimal gemessen). SDS-PAGE zeigte eine 
Hauptproteinbande mit einer apparenten mo-
lekularen Masse von 27 kDa (Abb. 3.3 A). 
Western-Analysen bestätigten, dass es sich bei 
der Bande um das AcPDO Monomer handelt 
(Abb. 3.3 B). Ein weiteres schwächeres Signal 
mit einer apparenten molekularen Masse von 
≈ 57 kDa (berechnet mittels Rf Werten) zeigt 
die dimere Form der AcPDO. Der Enzymtest 
für die PDO-Reaktion wurde auf Basis des mo-
difizierten SOR-Enzymtests entwickelt (Rühl 
& Kletzin, 2017). Der schwefelhaltige Enzym-
testpuffer wurde mit GSH versetzt und auf ei-
nem Thermoschüttler inkubiert. Anschlie-
ßend wurde das Enzym zugegeben und die 
Reaktion in 10 Sekunden-Intervallen durch 
Überführung des Ansatzes in schwefelsaure 
Fuchsinlösung gestoppt (Gesamtreaktionszeit 
50 s). Mittels dieses Assays wurden durch-
schnittliche Enzymaktivitäten von 61,0 ± 
5,8 U/mg Protein bei 40 °C und pH 7,5 in An-
wesenheit von 1 mM GSH und 2 % (w/v) ele-
mentaren Schwefel ermittelt. (n = 23 unab-
hängige Proteinpräparationen, 59 Messun-
gen) Das Temperaturoptimum betrug 40 °C 
bei einer Temperaturspanne von 90 K mit ei-
nem pH-Optimum bei 7,5 (Abb. 3.4 AB)6. 
6 Anmerkung: Die Enzymaktivitäten der Temperatur- und pH-
Kurven wurden bei einer nicht-optimalen GSH Konzentration 
Nicht-enzymatische Thiosulfatbildung aus der 
Reaktion von elementarem Schwefel mit Sul-
fit trat bei Temperaturen ab 50 °C auf (Abb. 
3.4 C). In Anwesenheit von chemisch synthe-
tisierten GSSH war, im Vergleich zur Reaktion 
mit GSH und Schwefel als Substrat, eine 
leicht erhöhte Sulfitbildung im Reaktionszeit-
raum messbar, wobei weder Reaktionen ohne 
GSH und mit Schwefel noch mit Schwefel 
ohne GSH zu einer Sulfitbildung führten, 
von 0,2 mM und in 2 min Zeitintervallen (10 min Gesamtreak-
tionszeit) ermittelt, noch vor der Optimierung des Enzymtests. 
Ergebnisse 
Abbildung 3.3 | Polyacrylamid-Gel und Western-
Analyse des AcPDO-Wildtyps. A, 10 % Tris-Tricin 
Polyacrylamidgel mit Gesamtzellextrakten vor und 
nach der Induktion der Genexpression (aus 100 µl 
Kultur), des Durchflusses der Säulenaffinitätschro-
matographie, des Ultrazentrifugations-Überstan-
des nach Zellaufschluss und den Elutionsfraktio-
nen 1-5 (jeweils 10 µl). B, Western Analyse stei-
gender Mengen AcPDO, hybridisiert mit Meerret-










ebensowenig wie oxidiertes Glutathion 
(GSSG; Abb. 3.4 D). Sowohl GSH als auch 
chemisch hergestelltes GSSH wurden mit Mo-
nobrombiman derivatisiert und anschließend 
massenspektrometrisch verifiziert (Abb. 3.5). 
Die Bestimmung der Enzymkinetik ergab 
für die Reaktion mit GSH und im Überschuss 
vorhandenen elementaren Schwefel eine typi-
sche Sättigungskinetik (Abb. 3.6 A) bis zu den 
höchsten getesteten GSH-Konzentrationen 
(7,5 mM; Abb. 3.6, GSH-Konzentrationen bis 
2 mM dargestellt). Diese und der resultie-
rende Lineweaver-Burk-Plot (Abb. 3.6 B) 
ergaben einen KM-Wert von ≈ 0,5 mM, einen 
Abbildung 3.4 | Temperatur- und pH Anhängigkeit der AcPDO-Enzymreaktion und Aktivitätsprofil. A, Tem-
peraturprofil in einem Bereich zwischen 5 und 98 °C. B, pH-Profil in einem Bereich zwischen 6,5 und 8,5. 
Beide sind mit 0,2 mM GSH und 2 % [w/v] Schwefel im Enzymtestansatz gemessen wurden. Es wurden bis zu 
100 µg/ml AcPDO-Wt eingesetzt. C, Anteile der Sulfit- und Thiosulfatbildung an der Gesamtaktivität der 
AcPDO-Reaktion bei pH 7,5 und verschiedenen Reaktionstemperaturen. D, Sulfitbildung des AcPDO-Wt mit 
1 mM GSH, GSSH und GSSG in Anwesenheit und/oder Abwesenheit von 2 % [w/v] Schwefel. Es wurden 
1 µg/ml Protein eingesetzt  und nicht-enzymatische Kontrollen mitgeführt.   
Abbildung 3.5 | Massenspektrometrische Analysen von GSH und GSSH. A, GSH derivatisiert mit mBBr. 
B, Chemisch hergestelltes GSSH derivatisiert mit mBBr. Beide massenspektrometrischen Analysen wurden 
mittels Elektrosprayionisation im positiven Ionisierungsmodus durchgeführt.  










Vmax von 111,5 U mg-1 Protein, ein Kcat von 181 
s-1 und einer Spezifitätskonstanten Kcat/KM
von 361 s-1 mM-1 pro Untereinheit. Die Aktivi-
täten mit chemisch hergestellten GSSH waren
mit 118 U mg-1 Protein in Anwesenheit von
1 mM GSSH höher als mit gleichen GSH-
Konzentrationen und die konzentrationsab-
hängige Enzymreaktion entsprach keiner
Michaelis-Menten-Kinetik, sondern zeigte ei-
nen sigmoidalen Verlauf, was auf positive Ko-
operativität der Enzymuntereinheiten hindeu-
tet (Abb. 3.6 A). Der Vmax der Enzymkinetik 
mit GSSH betrug 122,3 U mg-1 Protein bei 1 – 
1,5 mM GSSH, bei einem Kcat von 198 s-1. Der 
resultierende Hill-Plot (Abb. 3.6 C) ergab ei-
nen Hill-Koeffizienten nH von 2,3 ± 0,2, was 
auf mehr als zwei Untereinheiten im aktiven 
Holoenzym hindeutet.  
Differential Scanning Fluorimetry (DSF)-
Messungen der intrinsischen Tyrosin- und 
Tryptophan-Fluoreszenz zeigten eine mittlere 
Denaturierungstemperatur von 63,0 ± 1,3 °C 
bei einer Heizrate von 1 °C min-1 (Abb. 3.7 A). 
Die Ergebnisse der Schmelzkurve deuten, zu-
sammen mit der Temperaturkurve, daraufhin, 
dass die Enzymaktivitäten im Bereich über 65 
– 70 °C aufgrund der kurzen Reaktionszeit
von lediglich 50 s detektierbar waren. Das En-
zym scheint demnach langsam in seiner De-
naturierungskinetik zu sein. Obwohl das pH-
Optimum bei 7,5 ermittelt wurde ist die
AcPDO in einem pH-Bereich zwischen 6,0 und
7,0 mit Schmelzpunkten von 70,4 – 71,3 °C
am stabilsten (Abb. 3.7 B). Im sauren pH-Be-
reich kam es zu einem rapiden Absinken der
Thermostabilität bis pH 4 (TM: 54,5 °C), im
Alkalischen zu einem langsameren Verlust der
Thermostabilität bis pH 10 (TM: 50,6 °C). Die
Anwesenheit von GSH führte ab einer GSH-
Konzentration von 1 mM zu einer sukzessiven
Abbildung 3.6 | Enzymkinetiken der AcPDO. 
A, Auftragung der spezifischen Enzymaktivität ge-
genüber steigenden Substratkonzentrationen mit 
GSH und 2 % [w/v] Schwefel und GSSH. Fehlerbal-
ken repräsentieren die Standardabweichungen 
von drei unabhängigen Messungen. B, Line-
weaver-Burk Auftragung für die Enzymkinetik in 
Anwesenheit von GSH und Schwefel. C, Hill-Auf-
tragung für die Enzymkinetik in Anwesenheit von 
GSSH. 
Abbildung 3.7 | Denaturierung der AcPDO mittels Differential Scanning Fluorimetry. A, Auftragung der intrin-
sischen Tryptophan/Tyrosin-Fluoreszenz gegen steigende Konzentrationen mit erster Ableitung der resultie-
renden Denaturierungskurve (gestrichelte Linie). B, pH-Abhängigkeit der AcPDO-Denaturierung. Für den pH-
Bereich von 4 – 7,5 wurde ein 50 mM Citrat-Puffer, zwischen 7,5 – 9,0 ein 50 mM Tris/HCl-Puffer und zwischen 









Stabilisierung des Enzyms bis 10 mM (Abb. 
3.8). Konzentrationen ab 25 mM resultierten 
in einem starken Abfall der Thermostabilität 
auf ≈ 49 °C (nicht gezeigt). GSSH-Konzentra-
tionen bis 2,5 µM zeigten keinen signifikanten 
Effekt auf die Thermostabilität. Bei Konzent-
rationen über 2,5 µM kam es zu leichten De-
stabilisierungseffekten bis zu einer Konzent-
ration von 100 µM GSSH. GSSH-Konzentrati-
onen über 100 µM resultierten, analog zur In-
kubation mit GSH, in einer Stabilisierung des 
Enzyms (Abb. 3.8).  
3.2 Kristallisation und Struktur-
analyse der AcPDO 
Heterolog gereinigte AcPDO mit einer Kon-
zentration von 11,8 mg ml-1 in 50 mM 
Tris/HCl Puffer pH 7,5 wurde für die Protein-
kristallisation verwendet. Initiale Kristallisati-
onsversuche wurden bei 295 K mit Kristallisa-
tions-Screening Kits mittels der sitting-drop 
Dampfdiffusions-Methode durchgeführt.  
Aus insgesamt 192 getesteten Bedingun-
gen, mit jeweils drei verschiedenen Verhält-
nissen von Proteinlösung: Kristallisationslö-
sung wurden acht ermittelt unter denen in-
nerhalb von sieben Tagen Proteinkristalle 
mikroskopisch sichtbar waren. Morphologisch 
waren die Proteinkristalle in den meisten Fäl-
len kleine Nadeln (Abb. 3.9 A), weshalb sechs 
der Bedienungen im größeren Maßstab mit 
geändertem pH, Inkubationstemperatur, Fäl-
lungsmittel- und Salzkonzentrationen mittels 
der hanging-drop Dampfdiffusions-Methode 
angesetzt wurden. Eine der getesteten Bedin-
gungen resultierte in größeren nadelförmigen 
Proteinkristallen, die jedoch nicht für die 
Röntgendiffraktions-Messungen geeignet wa-
ren. Die größten Nadeln traten in einer Kris-
tallisationslösung mit 0,1 M DL-Äpfelsäure, 
pH 7,0 und 12 % [w/v] PEG 3350 bei 293 K 
auf (Abb. 3.9 B). Die Zugabe von 20 mM He-
xaammincobalt(III)-Chlorid resultierte in ei-
nem Auftreten von farblosen, trigonal bipyra-
midalen Proteinkristallen, die sich innerhalb 
von 24 h aus dem Proteinpräzipitat bildeten 
Abbildung 3.8 | Abhängigkeit der AcPDO-Stabili-
tät von steigenden Substrat- bzw. Produktkon-
zentrationen. Aufgetragen sind jeweils steigende 
GSH- bzw. GSSH-Konzentrationen gegen den 
Schmelzpunkt des AcPDO-Wildtyps. Fehlerbalken 
repräsentieren die Standardabweichung aus min-
destens drei unabhängigen Messungen. 
Abbildung 3.9 | Mikroskopische Analyse des Kristallisationsprozess von AcPDO Wildtyp-Kristallen. A, AcPDO-
Wildtyp kristallisiert in 0,15 M DL-Äpfelsäure und 20 % [w/v] PEG 3 350. B, AcPDO-Wildtyp kristallisiert in 0,1 M 
DL-Äpfelsäure und 20 % [w/v] PEG 3 350. C, AcPDO-Wildtyp kristallisiert in 0,1 M DL-Äpfelsäure, 12 %
PEG 3 350 und 20 mM Hexaammincobalt(III)-Chlorid.










(Abb. 3.9 C). Solche Kristalle wurden nach ca. 
3 – 5 Tagen in kryoprotektive Lösung (Kristal-
lisationslösung mit 20 % [w/v] Glycerin) 
überführt und anschließend in flüssigen 
Stickstoff schockgefroren. Für Kristallisations-
experimente in Anwesenheit von GSH bzw. 
GSSH wurden die Kristalle zuvor in eine Kris-
tallisationslösung mit 0,1 – 5 mM GSH bzw. 
GSSH überführt, für 1 h bei 278 K inkubiert 
und anschließend in kryoprotektive Lösung 
überführt und schockgefroren.  
Die Proteinkristalle der AcPDO wurden mit 
Wellenlängen von 0,967 bzw. 1,737 Å gemes-
sen und kristallisierten in der tetragonalen 
Raumgruppe P 41 21 2 (International Tables 
for Crystallography; Nr. 92; Hahn et al. 
Tabelle 3.1 | Kristallographische Parameter, Röntgendiffraktionsdaten und Refinement-Statistiken der AcPDO-
Kristallstrukturen. Werte in Klammern beziehen sich auf die Schale mit der höchsten Auflösung.  




ESRF ID30-b ESRF ID30-b 
Raumgruppe P 41 21 2 P 41 21 2 P 41 21 2 
Wellenlänge (Å) 0,9763 Å 0,9763 Å 0,9763 Å 
Auflösung (Å) 76,19-2,07(2,19-2,07) 62,28-2,42(2,46-2,42) 82,47-2,39 (2,54-2,39) 
Parameter der Einheitszelle (Å) a=b=83,5  c=186,3 a=b=81,7  c=186,8 a=b=82,5  c=186,0 
Anzahl der individ. Intensitäten 41 072 25 046 26 132 
Multiplizität 24,6 24,7 24,6 
I / σ (I) 3,4 (0,62) 4,1 (2.5) 3,18 (0,60) 
Rsym (%) 10,4 (4,5-482,0) 14,7 (5,1-133,8) 15,0 (4,3-508,1) 
Rmeas (%) 10,6 (4,7-493,9) 15,0 (5,3-136,8) 15,4 (4,4-519,1) 
Rpim (%) 0,0185 (0,2241) 3,0 (1,3) 2,4 (0,7) 
Vollständigkeit (%) 99,9 (99,5) 100(100) 99,6(97,6) 
Wilson B Faktor (Å2) 57,98 56,04 75,88 
Refinement 
Proteinmoleküle / asym. Einheit 2 2 2 
Aminosäuren / Kette (gesamt) 225 (450) 225 (450) 225 (450) 
Anzahl von Wassermolekülen 85 6 6 
Anzahl von Eisenatomen 2 2 2 
Rwork  / Rfree  0,1937 / 0,1937 0,2391 / 0,2888 0,2256 / 0,2644 
Durchschn. ADP1 (Å) 74,8 76,5 87,9 
Bindungen r.m.s.d.2 (Å) 0,019 0,046 0,028 
Winkel r.ms.d. (°) 1,032 1,068 1,060 
1 Atomic Displacement Parameter, 2 root mean square deviation 
Abbildung 3.10 | Röntgenbeugung und Raumgruppe der AcPDO. A, Exemplarisches Röntgenbeugungsbild 
eines AcPDO-Wildtyp-Kristalls der Raumgruppe P 41 21 2 mit einer Auflösung von ≈ 2,6 Å. B, Darstellung der 









(1983)) in einer Elementarzelle mit den Di-
mensionen a=b=83,5 Å, c=186,3 Å und ei-
nem Volumen von 1,3 x 106 Å3 (Tab. 3.1; Abb. 
3.10). Das Phasenproblem wurde durch 
molecular replacement mit der Persulfid Dio-
xygenase aus Myxococcus xanthus (MxPDO, 
PDB ID 4YSB, Sattler et al. (2015), Sequenzi-
dentität: 59 %) als Suchmodell gelöst. Der na-
tive AcPDO Wildtyp kristallisierte mit einer 
Auflösung von 2,60 Å, wobei verschiedene 
AcPDO-Kristalle genutzt wurden um die Auf-
lösung der Strukturmodells sukzessive zu ver-
bessern, was zu einer finalen Auflösung der 
nativen AcPDO von 2,07 Å führte. Proteinkris-
talle, die mit GSH inkubiert wurden, kristalli-
sierten mit einer Auflösung von 2,42 Å und 
Proteinkristalle, die mit GSSH inkubiert wur-
den mit einer Auflösung von 2,39 Å (Tab. 
3.1). Hierbei konnte jedoch keine eindeutige 
Elektronendichte für das entsprechende Pro-
dukt/Substrat identifiziert werden. Die jewei-
ligen quadratischen Mittelabweichungen 
(root mean square deviation; r.m.s.d.) betra-
gen im Vergleich zum nativen Enzym 0,22 Å 
für die AcPDO-GSH-Struktur und 0,21 Å für 
die AcPDO-GSSH-Struktur. Unterschiede er-
geben sich dabei insbesondere in der Anord-
nung der Eisen-koordinierenden Wassermole-
küle. Während das zentrale Wasser (H2O1, 
Vgl. Abb. 3.16) in der nativen Form des En-
zyms in einem gleichmäßigen Abstand von 
3,1 Å von den anderen beiden Wassermolekü-
len entfernt ist, verringert sich der Abstand 
auf 2,0 – 2,4 Å in den jeweiligen GSH- bzw. 
GSSH-Strukturen.  
Es zeigte sich, dass die asymmetrische Ein-
heit der AcPDO ein Dimer darstellt, wobei sich 
zwei der asymmetrischen Einheiten in der 
Kristallstruktur dicht zusammenlagern (Abb. 
3.10 B). Die Gesamtoberfläche der asymmet-
rischen Einheit beträgt 19 699,7 Å2 (berech-
net mittels AREAIMOL aus der CCP4 Suite; 
Winn et al. (2011)). Die Struktur beinhaltet 
die Aminosäuren 1 – 225, wobei die C-termi-
nalen zehn Aminosäuren, zuzüglich des 
Strep-Tags, keine Elektronendichte aufwiesen 
und somit nicht modelliert wurden. Dies deu-
tet auf eine nicht geordnete Natur bzw. eine 
hohe Flexibilität dieses Bereiches hin. Ähnli-
ches wurde bereits für die MxPDO beobachtet 
(Sattler et al., 2015).  
Nach Refinement und Optimierung wurde 
die Qualität der AcPDO-Struktur anhand der 
Verteilung von Kombinationen der Dieder-
winkel φ und ψ der Protein-backbones mittels 
Ramachandran-Analyse validiert (Abb. 3.11). 
Diese ergab ein Vorkommen von 94,2 % der 
Aminosäuren in der energetisch favorisierten 
Konformation, wobei 5,8 % in einer energe-
tisch zulässigen Konformation vorliegen. Be-
zogen auf die Rotamere befinden sich 93,5 % 
in einer energetisch favorisierten Position und 
4,4 % in einer energetisch zulässigen Konfor-
mation mit 2,1 % Ausreißern. Es sind keine 
unzulässigen Bindungen oder Bindungswin-
kel vorhanden. Eine Auswertung der Sekun-
därstrukturelemente, ausgehend von der 3D-
Struktur, ergab einen Anteil von 28,0 % α-He-
lices, 27,5 % β-Faltblättern, 29,8 % Turns und 
14,6 % Coils.  
Strukturvergleiche der A-Untereinheit der 
AcPDO mit der MxPDO ergeben eine r.m.s.d. 
von 0,45 Å (über 225 Cα-Atome). Vergleiche 
Abbildung 3.11 | Ramachandran-Diagramm der 
AcPDO Kristallstruktur. Dargestellt sind die ψ- und 
φ-Torsionswinkel der A-Untereinheit und deren 
Einteilung in energetisch favorisierte und energe-
tisch günstige Konformation (hellblaue bzw. dun-
kelblaue Umrandung).  










mit der humanen Persulfid Dioxygenase 
(hETHE1; Pettinati et al. (2015); PDB ID: 
4CHL) resultieren in einer r.m.s.d. von 0,42 Å 
(über 221 Cα-Atome), was auf eine hohe Ähn-
lichkeit der Strukturen hindeutet. Die Protein-
topologie der AcPDO- und des hETHE1-Un-
tereinheiten sind dabei grundlegend iden-
tisch. Beide zeigen eine für Metallo-β-Lacta-
masen typische αββα-Anordnung mit zwei 
zentralen β-Faltblattstrukturen, die jeweils 
sechs β-Stränge enthalten und von α-Helices 
umgeben sind (Abb. 3.12). Die β-Stränge A, B 
und C des ersten β-Faltblatts sind antiparallel 
angeordnet, D, E und F parallel. Im zweiten 
β-Faltblatt sind die β-Stränge G – J und K – L 
antiparallel angeordnet. Die letzten beiden 
antiparallelen β-Stränge M und N sind von ei-
ner α-Helix von den übrigen getrennt. Insge-
samt besteht die AcPDO Struktur aus 14 β-
Strängen, 7 α-Helices, 12 Turns und 16 Coils. 
In der hETHE1 Struktur ist die Helix 1 von ei-
ner Loop-Region unterbrochen, dafür aber 
länger als in der AcPDO.  
Die Kontaktfläche der beiden Untereinhei-
ten ist in der AcPDO deutlich geringer vergli-
chen mit anderen PDOs und wird nur durch 
die Aminosäuren M1 und T22 vermittelt (Abb. 
3.13).  
Abbildung 3.12 | Darstellung der Proteintopologie der AcPDO und des hETHE1. α-Helices sind als Zylinder, β-
Faltblätter als Pfeile dargestellt.  
Abbildung 3.13 | Strukturelle Darstellung der asymmetrischen Einheit der AcPDO. A, Oberflächendarstellung. 
B, Darstellung von α-Helices und β-Faltblättern mit den katalytischen Eisenatomen (braune Kugeln) und Was-
sermolekülen (rote Punkte). C, Darstellung der Interaktionsfläche der asymmetrischen Einheit mit eingezeich-
neter Wasserstoffbrückeninteraktion und Wassermolekülen (rote Kugeln). M1 ist in beiden Untereinheiten in 











Aufgrund der geringen Dimer-Interaktions-
fläche der AcPDO wurde der Oligomerisie-
rungszustand in Lösung bestimmt. Native Po-
lyacrylamid-Gelelektrophorese zeigte, neben 
einer Dimer-Bande mit einer apparenten mo-
lekulare Masse von 54 kDa, weitere Protein-
banden mit apparenten molekularen Massen 
von 108 kDa, 216 kDa und 270 kDa (Abb. 
3.14 A). Diese entsprechen einer Oligomeri-
sierung der AcPDO als Tetramer, Oktamer 
und Dekamer. Gelpermeationschromatogra-
phie (GPC) von frisch isolierter AcPDO resul-
tierte in einem Haupt-Elutionspeak mit einer 
apparenten molekularen Masse von 99,4 ± 
1,5 kDa (n = 3; Abb. 3.14 B). Dies entspricht 
rechnerisch einem Vorkommen von 3,7 Un- 
 
tereinheiten und deutet auf eine tetramere 
Organisation in Lösung hin. Im Gegensatz 
dazu zeigen GPC-Analysen des humanen En-
zyms eine dimere Organisation (rechnerisch 
2,2 Untereinheiten) in Lösung mit einer appa-
renten molekularen Masse von 59,1 ± 0,7 
kDa (n = 3; Abb. 3.14 C). Die langsame Stei-
gung, sowohl der AcPDO als auch des hE-
THE1, im Bereich niedriger Retentionsvolu-
mina könnte ein Hinweis auf das Vorhanden-
sein höherer Oligomerisierungszustände sein, 
wie sie für die AcPDO in den nicht-denaturie-
renden Gelen zu sehen sind. Dieser Effekt 
wurde verstärkt, wenn zuvor eingefroren ge-
lagerte Proteinpräparationen genutzt wur-
den, was in einer zusätzlichen Schulter im 
Chromatogramm mit einer apparenten mole-
kularen Masse von ≈ 380 kDa resultierte (Abb. 
3.14 D). GPC von Guanidinium Hydrochlorid-
Abbildung 3.14 | Native AcPDO und die Auswirkung von Denaturierungsmitteln. A, Nicht-denaturierendes 4-
16 % Polyacrylamidgel mit verschiedenen Mengen AcPDO. M: Nativer Proteinmarker für BN/CN (Serva, Hei-
delberg). B, Gelpermeationschromatographie frisch isolierter AcPDO (0,5 mg Protein) mit Eichproteinen. C, 
Gelpermeationschromatographie frisch isolierter AcPDO im Vergleich zu frisch isoliertem hETHE1 (jeweils 
0,25 mg Protein). D, Gelpermeationschromatographie von zuvor eingefrorener AcPDO (0,1 mg Protein) in 
Anwesenheit verschiedener Guanidinium-Hydrochlorid-Konzentrationen. E, Nicht-denaturierendes 4-16 % 
Polyacrylamidgel mit 20 µg AcPDO nach Inkubation mit verschiedenen Harnstoff-Konzentrationen. F, Gelper-
meationschromatographie von zuvor eingefrorener AcPDO (0,1 mg Protein) unter nativen Bedingungen und 
in Anwesenheit von 8 M Harnstoff.  










behandelter AcPDO hatte eine konzentrati-
onsabhängige, schrittweise Erhöhung des Re-
tentionsvolumens zur Folge, was auf eine Zer-
setzung des Tetramers in Dimere in Anwesen-
heit von 2 M Guanidinium und in Monomere 
in Anwesenheit von 3 M Guanidinium hindeu-
tet (Abb. 3.14 D). Bei Inkubation des Enzyms 
mit Harnstoff ergab sich dagegen keine Inten-
sitätsabnahme der Dimer- und Tetramerban-
den in nicht denaturierenden Gelen. Eine Mo-
nomerbande trat zwar bei Konzentrationen ab 
4 M Harnstoff auf, jedoch war diese nur sehr 
schwach vorhanden und sowohl Dimer- als 
auch Tetramerbande blieben, sogar bei Kon-
zentrationen bis 8 M Harnstoff, am stärksten 
ausgeprägt (Abb. 3.14 E). Auch in GPC Ana-
lysen resultierte die Inkubation mit 8 M Harn-
stoff nicht in einer Änderung des Tetramer-
Peaks, wobei die 380 kDa-Schulter des zuvor 
gefrorenen Enzyms verschwand (Abb. 
3.14 F). Der zusätzliche Peak bei einem Re-
tentionsvolumen von 22,73 ml entspricht ei-
ner molekularen Masse von ≈ 0,9 kDa und 
zeigte keine Banden im SDS-Gel (nicht ge-
zeigt). Es ist daher davon auszugehen, dass es 
sich um eine niedermolekulare Verbindung 
handelt, möglicherweise dem Desthiobiotin 
aus dem Elutionspuffer.  
Auch die Kristallstruktur der AcPDO deutet 
auf eine Tetramerisierung des Proteins hin. So 
liegen in der Struktur jeweils zwei Dimere 
dicht gepackt als Tetramer, mit Ausmaßen 
von ≈ 8,9 x 7,4 x 5,2 nm, zusammen und bil-
den höchstwahrscheinlich die biologisch ak-
tive Einheit des Enzyms (Abb. 3.15 A). Be-
rechnungen der elektrostatischen Oberflä-
chenpotentiale zeigten, dass sich die Protein-
oberfläche hauptsächlich aus negativ gelade-
nen Aminosäuren zusammensetzt und legen 
nahe, dass die Tetramerisierung durch das 
Zusammenspiel positiver und negativer Ober-
flächenladungen an der Schnittstelle zweier 
Abbildung 3.15 | Strukturelle Darstellung des AcPDO Tetramers. A, Das AcPDO Tetramer bestehend aus zwei 
kristallographisch asymmetrischen Einheiten und dessen Ausmaße. B, Elektrostatische Oberflächenpotenti-
ale des AcPDO Tetramers. k: Boltzmann-Konstante; T: Temperatur für die Berechnung; e: Ladung eines Elekt-
rons. C, Untereinheiteninteraktionen aufgrund des Zusammenspiels positiver und negativer Ladungen auf 
der Proteinoberfläche. D, Darstellung der Hydrophobizität der AcPDO Enzymoberfläche. Helle Bereiche ent-
sprechen hydrophilen und rote Bereiche hydrophoben Regionen. E, Untereinheiteninteraktionen aufgrund 









Dimere vermittelt wird (genannt A-B und A'-
B'; Abb. 3.15 BC). Betrachtet man sich die 
Hydrophobizität des Enzyms wird ebenso 
deutlich, dass hauptsächlich hydrophobe Ami-
nosäurereste die Proteinoberfläche bilden 
und auch hier sowohl hydrophobe als auch 
hydrophile Reste an der Dimer-Schnittstelle 
miteinander interagieren.  
Zusammengefasst scheint die AcPDO ein 
Tetramer in Lösung zu bilden, welches sowohl 
durch das Zusammenspiel positiver und nega-
tiver Oberflächenladungen als auch durch 
hydrophobe Wechselwirkungen vermittelt 
wird. Das Vorhandensein eines Dimers in der 
Form, welche die asymmetrische Einheit der 
Proteinkristalle nahelegte, erscheint aufgrund 
der geringen Interaktionsfläche, die lediglich 
durch zwei Aminosäuren vermittelt wird, un-
wahrscheinlich (Interaktionsfläche A-B-Di-
mer: 2 891 Å2; Tetramer A-A‘: 5 477 Å2; Tet-
ramer A-B': 5 624 Å2). AcPDO-Dimere in 
nicht-denaturierenden Polyacrylamidgelen 
(Vgl. Abb. 3.14 A) sind demnach voraussicht-
lich Zusammenlagerungen zweier Monomere 
mit einer größeren Interaktionsfläche, ver-
mutlich aus der kristallographisch nicht-
asymmetrischen Einheit des Homotetramers. 
3.4 Charakterisierung des kataly-
tischen Eisenzentrums 
Das katalytische Zentrum der PDO ist ein 
mononukleares farbloses nicht-Häm Eisen-
atom. Dieses besitzt eine oktaedrische Koordi-
nationssphäre und wird von den Nε-Atomen 
der Histidin-Reste (H57 und H113), einem Sau-
erstoffatom des Aspartat-Restes D130 und drei 
Wassermolekülen koordiniert (Abb. 3.16 AB). 
Dieses Strukturmotiv ist als 2-His-1-Car-
boxylat-Triade bekannt und typisch für mono-
nukleare nicht-Häm Eisenenzyme und beson-
ders bei Oxygenasen verbreitet (Hegg & Que, 
1997, Bugg, 2001, Kal & Que, 2017). Die Ei-
senliganden sind in allen PDOs konserviert 
und essentiell für die Enzymaktivität (Rühl et 
al., 2018). Die Position der H57-Seitenkette 
wird dabei von einem Wassermolekül stabili-
siert, das mit dem Nδ-Atom mit dem D130-
backbone-Stickstoff und Oγ des T56-Restes ko-
ordiniert (Abb. 3.16 C). Das Nδ-Atom von 
H113 wird vom backbone Sauerstoffatom des 
R139-Restes koordiniert. Das Oδ1 Atom der 
Carbonyl-Gruppe von D130 liegt in Wasser-
stoffbrückendistanz zu H171. Die beiden Was-
sermoleküle H2O2 und H2O3 sind in Wasser-
stoffbrückendistanz zu Nε von Q143 und zum 
A60-backbone-Stickstoff bzw. zum Oδ1 Atom 
der Carbonyl-Gruppe von D61. Das zentrale 
Wasser H2O1 ist außerhalb von möglichen 
Wasserstoffbrückendistanzen und wird 
lediglich vom Eisenatom koordiniert, was auf 
eine leichte Substitution durch das Substrat 
während der Katalyse schließen lässt. Der 
Vergleich der Eisengeometrie zwischen 
AcPDO, MxPDO und hETHE1 zeigt eine sehr 
ähnliche Eisenbindung mit identischen Orien-
tierungen und Abständen zwischen den Bin-
dungspartnern. 
EPR-Spektroskopie der AcPDO resultierte in 
einer einzigen isotropen Resonanz bei 
g = 4,3, welche charakteristisch für ein mo-
nonukleares high-spin Eisenatom mit dem La-
dungszustand +3 ist (Abb. 3.17 A). Nach In-
kubation mit GSSH bei 40 °C kam es zu einer 
leichten Reduktion des Signals. Dies könnte 
ein Hinweis auf einen möglichen Redoxwech-
sel während der Katalyse sein. Zusätzlich trat 
eine Formänderung des negativen Absorpti-
onspeaks auf, was vermutlich aufgrund einer 
verändernden Eisengeometrie resultiert. Die 
genaue Ursache hierfür blieb jedoch unge-
klärt. EPR-gekoppelte Redox-Titrationen zeig-
ten, dass das Eisenzentrum ein negatives Re-
dox-Potential besitzt, mit einem E0‘ von 
-233,8 mV bei pH 7,5 (Abb. 3.17 BC), ver-
gleichbar mit dem ermittelten Redoxpotential
des hETHE1 mit E0‘ = -272 mV (Henriques et
al., 2014).
UV-Vis-Spektren der AcPDO zeigten spezifi-
sche Änderungen durch die Bindung von 
GSSH bzw. GSH. Die Zugabe von steigenden 
GSSH-Konzentrationen mit anschließender 
spektroskopischer Messung resultierte in der 
Bildung von Ladungstransfer-Spezies bei 315, 










345, 380 und 430 nm (Abb. 3.18 A). Das 
Grundabsorptionsspektrum änderte sich da-
bei bis zu einer Konzentration von ≈ 2 mM 
GSSH schnell und flachte anschließend ab. In 
Anwesenheit von steigenden GSH-Konzentra-
tionen kam es zu einer leichten Abnahme der 
Absorption bei 423 nm, wohingegen es zu ei-
ner Bildung einer deutlichen Ladungstransfer-
Spezies bei 600 nm kam (Abb. 3.18 B), wie es 
bereits für das hETHE1 in Anwesenheit von 
GSH beobachtet worden war (Kabil et al., 
2018). Auch hier war der Effekt bis ≈ 2 mM 
GSH am stärksten ausgeprägt und flachte da-
nach ab, was auf eine Sättigung der Bindungs-
stellen schließen lässt.  
Mit Hilfe von Stopped-Flow Messungen 
sollte der Ladungstransfer während der Reak-
tion, der in den spektroskopischen Analysen 
beobachtet wurde, genauer analysiert wer-
den. Hierfür wurde eine 300 µM AcPDO- und 
eine anaerobe 6 mM GSSH-Lösung in glei-
chen Verhältnissen in eine Mischkammer ge-
geben und mittels eines Diodenarrays in 20 s 
Intervallen Absorptionsspektren aufgezeich-
net. Das GSSH-Grundspektrum wurde hierfür 
als Hintergrund subtrahiert. In diesem Ansatz 
war bereits nach 20 s eine Ladungstransfer-
Spezies bei 385 nm sichtbar, die sich inner-
halb von 1 min deutlich steigerte und deren 
Ausprägung anschließend abflachte (Abb. 
Abbildung 3.16 | Darstellung des katalytischen Eisenzentrums der AcPDO mit seinen Liganden. A, Molekulare 
Darstellung des Eisenzentrums aus der AcPDO-Kristallstruktur. Das zentrale Eisenatom ist als braune Kugel 
dargestellt. B, Räumliche Anordnung der Eisenbindungspartner mit Bindungsabständen in Å. C, Darstellung 
der primären und sekundären Koordinationssphäre des Eisenzentrums. 
Abbildung 3.17 | EPR-Spektroskopie der AcPDO. A, EPR-Spektrum der nativen AcPDO und nach Inkubation 
mit GSSH. B, EPR-Spektren von Redoxtitrationen der AcPDO. C, Normalisierte Intensitäten bei g = 4,3 der EPR-
Messungen aufgetragen gegen das Reduktionspotential. Die Kurve entspricht einer Nernst-Gleichung für den 









3.19). Ebenfalls kam es zu gering ausgepräg-
ten Ladungstransfer-Spezies bei 523 und 620 
nm. Für diesen Ansatz wurde das Protein un-
ter aeroben Bedingungen verwendet. Es war 
somit vermutlich bereits Sauerstoff an das Ei-
senzentrum gebunden, sodass es sich bei der 
hier vorliegenden Ladungstransfer-Spezies 
womöglich hauptsächlich um Elektronen-
übergänge zwischen Substrat und Eisenatom 
handelt. Die spektroskopische Messung der 
Sauerstoffbindung an Eisen und mögliche La-
dungstransfers erfolgten mit zuvor anaero-
bisierter 300 µM AcPDO-Lösung, die mit eben-
falls anaerobisierter 6 mM GSSH-Lösung für 
ca. 2 h inkubiert wurde. Das Gemisch wurde 
anschließend in der Mischkammer mit O2-ge-
sättigter Puffer-Lösung (50 mM Tris/HCl, pH 
7,5) gemischt. Auch hier wurde in 20 s Inter-
vallen das Absorptionsspektrum aufgezeich-
net, wobei Ladungstransfer-Spezies bei 315, 
420, 523 und 610 nm auftraten (Abb. 3.20 A). 
Die Reaktion war innerhalb der ersten 7 min 
stark ausgeprägt und flachte anschließend ab 
(Abb. 3.20 C). Als Reagenzienleerwert diente 
das anaerobisierte AcPDO-GSSH-Gemisch, 
weshalb es sich hierbei höchstwahrscheinlich 
um Ladungstransfer-Spezies zwischen Sauer-
stoff und dem Eisenzentrum während der Ka-
talyse handelt. Als Kontrollreaktion hierfür 
wurde das inerte AcPDO-GSSH-Gemisch in 
der Mischkammer zu zuvor anaerobisierter 
Pufferlösung gegeben. Auch hierbei war eine 
Reaktion sichtbar, die jedoch deutlich gerin-
ger ausgeprägt war als mit O2-gesättigter Puf-
ferlösung (Abb. 3.20 B). Zurückzuführen ist 
dies vermutlich auf eine  nicht vollständige 
Anaerobisierung des Stopped-Flow-Messsys-
tems. Dafür spricht auch die deutlich schnel-
lere Abflachung der Reaktion nach bereits 2 
min. Vergleiche von UV-Vis-Spektren der 
AcPDO mit dem hETHE1 zeigten vergleich-
bare Ladungstransfer-Spezies im Vergleich 
mit den Stopped-Flow-Messungen, wohinge-
gen jene des hETHE1 um ca. 10 nm verscho-
ben waren (Abb. 3.20 D). Lediglich die La-
dungstransfer-Spezies bei 523 nm wurde für 
Abbildung 3.19 | Stopped-Flow Kinetik des AcPDO 
Wildtyps mit GSSH. 300 µM AcPDO wurde für die 
Messungen ohne vorherige Anaerobisierung in 
der Mischkammer mit 6 mM GSSH gemischt. Das 
GSSH-Grundspektrum diente als Blank. 
Abbildung 3.18 | Aerobe UV-Vis-Spektren der AcPDO. A, UV-Vis Spektren von 300 µM AcPDO mit steigenden 
GSSH-Konzentrationen. B, UV-Vis-Spektren von 300 µM AcPDO mit steigenden GSH-Konzentrationen. Insets: 
Auftragungen der Absorptionsmaxima gegen steigende GSSH bzw. GSH-Konzentrationen.  










das hETHE1 nicht beobachtet, was womöglich 
auf die geringere Enzymkonzentration zu-
rückzuführen ist. Interessanterweise trat nach 
längerer Inkubation der AcPDO mit GSSH 
(≥ 2 h) eine Grünfärbung des Gemisches auf, 
unabhängig von der An- bzw. Abwesenheit 
von O2 (Abb. 3.20 E). UV-Vis-Spektren der 
grün gefärbten AcPDO-GSSH-Lösung ergaben 
die gleichen Ladungstransfer-Spezies, wie sie 
zuvor in den Stopped-Flow-Messungen des 
inerten Gemisches mit O2-gesättigter Pufferlö-
sung beobachtet worden waren. In Anwesen-
heit von O2 im System war dieser Komplex 
länger stabil als unter Sauerstofflimitierung 
(ca. 16-24 h gegenüber 6 h). Wenn neuer Sau-
erstoff in die Lösung eingebracht wurde kam 
Abbildung 3.20 | Stopped-Flow Kinetiken von zuvor anaerobisierter AcPDO mit GSSH. A, UV-Vis-Spektren 
eines inerten AcPDO-GSSH-Gemisches, welches in der Mischkammer mit sauerstoffgesättigtem Puffer ge-
mischt wurde. Spektren wurden in 20 s Intervallen aufgenommen. Spektren des anaerobisierten AcPDO-
GSSH-Gemisches wurden als Reagenzienleerwert abgezogen. B, Spektren aufgenommen wie in A, jedoch mit 
anaerobisierten Puffer. C, Auftragung der Absorptionsmaxima aus A gegen die Zeit. D, UV-Vis-Spektren von 
AcPDO (300 µM) und hETHE1 (100 µM) nach 16-stündiger Inkubation mit jeweils 6 mM bzw. 3 mM GSSH in 
Anwesenheit von Sauerstoff. Die Maßstabsbalken entsprechen Absorptionen von 0,02 (hETHE1) bzw. 0,1 









es zu einem langsamen Rückgang der La-
dungstransfer-Spezies über einen Zeitraum 
von ≈ 12 h, unabhängig ob die Lösung vorher 
sauerstofffrei war oder  nicht. Dies lässt auf 
eine Sättigung der Eisenzentren mit Substrat 
aufgrund von Sauerstofflimitierung im Sys-
tem oder stabilen O2-Intermediaten schlie-
ßen, die durch neuen Sauerstoffeintrag weiter 
reagieren.  
Um zu überprüfen ob der Enzym-Substrat-
Komplex bzw. der Enzym-O2-Komplex enzym-
gebunden ist, oder ob der Überschuss an 
Thiol-Gruppen das Eisen aus dem aktiven 
Zentrum des Enzyms herauslöst, wurde die 
AcPDO und das ebenfalls aus E. coli BL21 ge-
reinigte hETHE1 sowohl im nativen Zustand, 
als auch nach Inkubation mit GSSH auf eine 
GPC-Säule aufgetragen und die Spektren bei 
280, 420 und 610 nm aufgezeichnet. Die spe-
zifischen Ladungstransfer-Peaks bei 420 und 
610 nm eluierten in der Säulenchromatogra-
fie zur gleichen Zeit wie das jeweilige Enzym, 
waren also allem Anschein nach enzymgebun-
den vorhanden (Abb. 3.21). Der zusätzliche 
Peak in den Spektren bei ≈ 20 ml Retentions-
volumen entspricht einer molekularen Masse 
von 9 kDa und ist auf überschüssiges, nicht 
gebundenes GSSH zurückzuführen.  
Es wurde somit gezeigt, dass die Eisenkoor-
dinationssphäre der AcPDO identisch mit de-
nen anderer Persulfid Dioxygenasen ist und 
man spektroskopisch Sauerstoff- bzw. Reakti-
onsintermediate am katalytischen Eisenzent-
rum nachweisen kann.  
3.5 Mutationsanalyse des aktiven 
Zentrums und der sekundären 
Koordinationssphäre 
Sequenz-Alignments aller PDO-ähnlichen 
Proteine, mit experimentell bestätigtem mo-
nonuklearem Eisen in ihren aktiven Zentren, 
zeigten, dass die sekundäre Koordinations-
sphäre reproduzierbar überlagert werden 
kann. Dies wurde bereits früher beim Ver-
gleich zwischen PDOs und Glyoxalasen II be-
obachtet (Sattler et al., 2015). Die PDOs mit 
der höchsten Strukturähnlichkeit sind die En-
zyme aus Myxococcus xanthus (MxPDO; 59 % 
Sequenzähnlichkeit; PDB ID: 4YSB; Sattler et 
al. (2015)) und aus Paraburkholderia phyto-
firmans (PpPDO; 49 %; 5VE5 [in Komplex mit 
GSH]; Motl et al. (2017)). Letztere besitzt 
eine C-terminale Fusion einer Rhodanase-Do-
mäne. Ehe die Röntgenkristallstruktur der 
Abbildung 3.21 | Gelpermeationschromatogra-
phie der AcPDO und des hETHE1 im nativen Zu-
stand und nach Inkubation mit GSSH. Aufgetragen 
wurden jeweils 0,5 mg Protein, welche mit 3 mM 
GSSH inkubiert wurden. Für das Chromatogramm 
wurden die Wellenlängen 280, 420 und 610 nm 
parallel aufgezeichnet. Eine Einheit der y-Achse 
entsprechen 100 mAU. 










AcPDO aufgeklärt werden konnte, wurde zu-
nächst ein Strukturmodell mit der 3D-Struk-
tur der MxPDO als template erstellt. Ein Ver-
gleich dieses Strukturmodells mit der MxPDO 
zeigte, dass das Modell mit einer r.m.s.d. von 
0,13 Å passgenau war, während die r.m.s.d. 
des AcPDO Modells mit der PDO-Domäne der 
PpPDO 0,6 Å betrug. Diese Ähnlichkeiten ent-
sprachen ungefähr den paarweisen Sequenzi-
dentitäten. Die MxPDO und die PDO-Domäne 
der PpPDO können ebenfalls mit einem ähn-
lich geringen r.m.s.d. von 0,59 Å überlagert 
werden, sodass die GSH Koordinaten der 
PpPDO für die Vorhersage der GSH-binden-
den Aminosäurereste und des Wasserstoffbrü-
ckennetzwerkes der AcPDO genutzt wurden. 
Um zu überprüfen inwiefern das erstellte 3D-
Modell mit der tatsächlichen Kristallstruktur 
übereinstimmt, insbesondere solcher Berei-
che, die für die Mutationsanalyse relevant wa-
ren, wurden auch diese Strukturen überla-
gert. Der Strukturvergleich resultierte eben-
falls in einer hohen Übereinstimmung der 
Aminosäurepositionen (r.m.s.d. 0,48 Å). Die 
einzige Ausnahme war die Aminosäure K212, 
die sich in einem kristallographisch flexiblen 
loop am Eingang des aktiven Zentrums befin-
det (Abb. 3.22 B; Abb. 3.23 D).  
Sattler et al. (2015) hatten zudem eine 3D-
Struktur einer TypII-PDO aus Pseudomonas 
putida mit gebundenen GSH veröffentlicht 
(PDB ID: 4YSL). Der Vergleich der beiden 
GSH-gebundenen PDOs zeigte, dass zwei der 
Aminosäurereste, die an der GSH-Bindung 
der PpPDO beteiligt sind, im Ps. putida Enzym 
nicht konserviert (R190 und K212; AcPDO Num-
merierung), während zwei andere konserviert 
sind (R139 und Y173). R139 befindet sich im 
Zentrum der Bindungstasche und dessen 
backbone-Sauerstoff ist in Wasserstoffbrü-
ckendistanz zum Nδ-Atom des Eisenliganden 
H113. Das ε- und das η1-Stickstoff-Atom ist in 
Wasserstoffbrückendistanz zu dem Seitenket-
ten-Carboxyl-Sauerstoff von D141 (Ionenpaar) 
und scheint eine Wasserstoffbrücke zum back-
bone-Sauerstoff von P211 zu bilden (Abb. 3.22 
A). Erwartungsgemäß hatten die Varianten 
R139A und D141A Restaktivitäten von lediglich 
0,4 bzw. 1,5 % (Abb. 3.22 C). Dies stimmt mit 
ähnlichen Beobachtungen von Mutationen 
der homologen Aminosäuren R163 und D165 
von hETHE1 überein (Tiranti et al., 2006, 
Henriques et al., 2014). In der PpPDO bildet 
der Homologe R142-Aminosäurerest zusätzlich 
eine Wasserstoffbrücke zum εO1-Atom des 
Glutamyl-Anteils von GSH (Motl et al., 2017). 
Die Substitution von AcPDO-D141 zu Glutamat 
bewirkte lediglich eine im Vergleich zur D141A 
Variante geringfügig höhere Enzymaktivität 
(Abb. 3.22 C). Dies deutet daraufhin, dass 
nicht nur die ionische Wechselwirkung zu R139 
wichtig, sondern auch die genaue Ausrich-
tung der Seitenkette in der aktiven Bindungs-
tasche für die Katalyse entscheidend ist. Eben-
falls resultierte die Enzymvariante R190A in ei-
nem deutlichen Rückgang der Enzymaktivität 
auf ≈ 2,5 % (Abb. 3.22 C). R190 ist in allen 
TypI-PDOs, ausgenommen der aus Halo-
thiobacillus neapolitanus, konserviert und be-
findet sich in einem kristallographisch star-
rem loop am Eingang der Bindungstasche. 
Sein η1-Stickstoff-Atom bildet eine Wasser-
stoffbrücke zum backbone-Sauerstoff von C137 
aus, wodurch es zentral in der Bindungs- 
tasche koordiniert wird. Der backbone-Stick-
stoff ist in Wasserstoffbrückendistanz zum 
Oδ-Atom von N188. 
Die Alanin-Varianten von Y173 und K212, die 
ebenfalls vorhergesagte Substrat-bindende 
Aminosäuren darstellen, besitzen beide noch 
≈ 10 % Enzymaktivität, wobei die der benach-
barten Aminosäure P211 39 % Enzymaktivität 
besitzt. Die Aminosäuren P211 und K212 befin-
den sich in einem kristallographisch bewegli-
chen loop im vorderen Bereich der Bindungs-
tasche (Abb. 3.23 CD), wobei die Enzymakti-
vitäten der Alanin-Varianten auf eine größere 
Rolle von K212 auf die Substratbindung hin-
deuten.  
Die AcPDO besitzt ein weit gefächertes 
Wasserstoffbrückennetzwerk, ausgehend vom 
aktiven Zentrum. Die OH-Gruppe des konser-
vierten T56 bildet eine Wasserstoffbrücke zum 
Nδ-Atom des Eisenliganden H57 aus. H171 ist 
in Wasserstoffbrückendistanz zum Oδ1-Atom 









besitzt es eine Wasserstoffbrückenbindung zu 
der Carboxylgruppen von D61, welche wieder-
um in Wasserstoffbrückendistanz zu H62 und 
einem Eisen-koordinierenden Wassermolekül 
ist (Abb. 3.2 A). Das Wassermolekül wird zu-
sätzlich vom Nδ1-Atom der Aminosäure H59 
koordiniert, welche in einem Abstand von 3.9 
Å parallel zu H62 steht und Wasserstoffbrü-
cken zu D30 und dem Eisen-koordinierenden 
H57 ausbildet. Die H59A Variante hatte eine 
verbleibende Aktivität von 6,6 %, wobei die 
T56A Variante nicht gereinigt werden konnte 
und auch kein Protein in SDS- und Western-
Analysen der Expressionskultur sichtbar war. 
H171A, H62A und D61A wurden in E. coli produ-
ziert, zeigten aber keine Enzymaktivität ober-
Abbildung 3.22 | Molekulare Darstellung des AcPDO Strukturmodells mit Vergleich zur Kristallstruktur und 
Mutagenese von Aminosäuren der Substratbindungstasche bzw. der sekundären Koordinationssphäre. 
A, Theoretisches Modell der GSH-Bindung an das aktive Zentrum der AcPDO mit vorhergesagten Wasser-
stoffbrückenbindungen. B, Vergleich der Aminosäuren um das aktive Zentrum zwischen Strukturmodell 
(grün) und Kristallstruktur (grau). C, Auswirkungen der Mutagenese von Aminosäuren der Substratbindungs-
tasche. D, Auswirkungen der Mutagenese von Aminosäuren der sekundären Koordinationssphäre. 










halb der Detektionsgrenze (≤ 0,05 U/mg Pro-
tein, mit 100 µg/ml Enzym im Enzymtestan-
satz). Diese Beobachtung passt zu der Posi-
tion der Aminosäuren, die sich in zwei loops 
im aktiven Zentrum in unmittelbarer Nähe 
zum Eisenatom befinden und eine zentrale 
Rolle im Wasserstoffbrückennetzwerk einneh-
men.  
Das erweitere Wasserstoffbrückennetzwerk 
um das aktive Zentrum wird von überdurch-
schnittlich vielen Threonin-Resten gebildet. 
Die OH-Gruppe von T13 ist in Wasserstoffbrü-
ckendistanz zum Nε1-Atom von H171. T110 bil-
det Wasserstoffbrücken zu dem Aminosäure-
rest von S119 aus und T114 ist in Wasserstoff-
brückendistanz zum Eisen-koordinierenden 
backbone von H113. T128 ist ebenfalls in Was-
serstoffbrückendistanz zu einem Eisen-koor-
dinierenden backbone von D130 (Abb. 3.22 A). 
Die Aktivität der Varianten T13A und T110A 
waren mit > 50 % Restaktivität nur geringfü-
gig beeinflusst (Abb. 3.22 D). Die Variante 
T128A hatte noch ≈ 30 %, T114A lediglich ≈ 1 % 
Restaktivität bei einem verringerten Eisenein-
bau verglichen mit dem Wildtyp-Enzym (Abb. 
3.20 D). Beide befinden sich in einem loop, in 
dem sich auch jeweils ein Eisenligand befin-
det, und stabilisieren diesen womöglich durch 
Wasserstoffbrücken zu den jeweiligen Eisen-
liganden. Insbesondere T114 scheint hierbei 
eine wichtige Rolle einzunehmen. 
Eine weitere wichtige Funktion nimmt ver-
mutlich E55 ein. Das Oε1-Atom ist in Wasser-
stoffbrücken-Distanz zum Nε2-Atom von H59
und stabilisiert den loop im aktiven Zentrum, 
in dem sich die essentiellen Aminosäuren D61 
und H62 befinden. In der E55A Variante redu-
zierte sich die Enzymaktivität auf ≈ 0,8 %, 
konnte jedoch durch das Einbringen eines As-
partat-Restes auf ≈ 86 % wiederhergestellt 
werden (Abb. 3.22 D). Dies legt nahe, dass die 
Ausrichtung des loops wichtig zu sein scheint, 
Abbildung 3.23 | Darstellung der AcPDO Substratbindungstasche und kristallographisch flexibler Bereiche. 
A, Substratbindungstasche einer Enzymuntereinheit der AcPDO. B, Substratbindungstasche mit modelliertem 
GSSH. C, Darstellung von kristallographisch flexiblen (rot) und starren (blau) Regionen einer AcPDO Unterein-
heit. D, Aminosäurezusammensetzung des kristallographisch flexiblen loops an der Substratbindungstasche 









da dessen Delokalisation durch das Entfernen 
koordinierender Aminosäurereste einen rapi-
den Abfall der Enzymaktivität bewirkt. 
Ebenso besitzt die N221A Variante einen stark 
verringerte Enzymaktivität von ≈ 0,7 % (Abb. 
3.22 D). N221 befindet sich in einer α-Helix an 
der äußeren Enzymoberfläche auf der gegen-
überliegenden Seite der Bindungstasche und 
bildet Wasserstoffbrücken zu den backbone-
Stickstoffen von H59 und H62 und zum back-
bone-Sauerstoff von I63 aus, welches sich 
ebenfalls in dem erweiterten loop des aktiven 
Zentrums befindet. Somit nimmt N221, über-
einstimmend mit den Aktivitätsmessungen 
der Alanin-Variante, eine zentrale Rolle in der 
Koordination des essentiellen loops in direkter 
Eisenumgebung des aktiven Zentrums ein. 
H213 befindet sich am Ende der α-Helix, in der 
auch N221 liegt, und ist in erweiterter Wasser-
stoffbrückendistanz (3,4 Å) zum D61-back-
bone. Die H213A Variante besitzt eine Restakti-
vität von ≈ 20 % (Abb. 3.22 D), sodass eine 
zentrale Funktion in der loop-Stabilisierung, 
wie es bei N221 der Fall ist, unwahrscheinlich 
erscheint.  
Um Rückschlüsse auf Veränderungen der 
Enzymstabilität durch die vorgenommenen 
Aminosäureaustausche zu ziehen, wurden 
Alanin-Varianten von Aminosäuren mit stark 
verringerter Enzymaktivität mittels Differen-
tial scanning fluorimetry (DSF) im Hinblick 
auf ihre Thermostabilität untersucht (Abb. 
3.24). Die enzymatisch inaktiven Varianten 
D61A und H62A zeigten keinerlei Veränderun-
gen ihrer Schmelzpunkte, verglichen mit dem 
Wildtyp-Enzym. Im Gegensatz dazu wiesen 
die Varianten R139A, D141A und H171A, die en-
zymatisch eine geringe Aktivität besaßen, 
eine Verringerung ihrer Schmelzpunkte auf 
jeweils 60,7 ±0,8 °C, 55,7 ± 0,2 °C und 54,9 
± 0,7 °C auf. Dies deutet darauf hin, dass die 
Ionenpaarbindung (Salzbrücke) zwischen 
R139 und D141 wichtig für die Stabilität und die 
Wasserstoffbrückenbindung zu H171 ist. 
3.6 Substratbindungsanalysen 
Die Bestimmung von Dissoziationskonstan-
ten (KD) erfolgte mittels Microscale Thermo-
phoresis (MST)-Messungen. Hierbei macht 
man sich zu Nutze, dass sich Moleküle entlang 
eines Temperaturgradienten zu den Berei-
chen mit niedrigerer Umgebungstemperatur 
bewegen. Diese Migration wird mittels eines 
Enzym-gekoppelten Fluoreszenzfarbstoffes 
nachgewiesen, wobei Substratgebundene 
Abbildung 3.24 | Auftragung der ersten Ableitung der Differential Scanning Fluorimetry von AcPDO Varianten 
(jeweils 1 mg/ml) in 100 mM Tris/HCl-Puffer, pH 8,0 bei einer Heizrate von 1 K min-1 jeweils im Vergleich zum 
Wildtyp-Enzym. 










Proteinkomplexe langsamer entlang des Gra-
dienten wandern als die jeweilige native Form 
des Enzyms.  
Die AcPDO wurde fluoreszenzmarkiert und 
das MST-Signal anschließend mit GSSH und 
GSH-Konzentrationen zwischen 0,33 µM und 
2,69 mM bzw. zwischen 5,08 µM und 5,2 mM 
aufgezeichnet. Für den AcPDO Wildtyp mit 
GSSH ergab sich ein KD-Wert von 113 ± 6 µM 
(Abb. 3.25, Tab. 3.2). Messungen mit GSH re-
sultierten ein einen ca. 17-fach höheren KD-
Wert von 2,0 ± 0,2 mM (Tab. 3.2). Für die 
Enzymvarianten D61A, R139A und H171A wur-
den ebenfalls KD-Werte in Anwesenheit von 
GSSH ermittelt. Diese ergaben für die Varian-
ten D61A und H171A, die einen kompletten Ver-
lust der Enzymaktivität zur Folge hatten, KD-
Werte von 407 ± 23 µM, bzw. 378 ± 12 µM 
und sind somit ca. viermal höher als die des 
AcPDO Wildtyps (Tab. 3.2). Für die Variante 
R139A wurde keine Bindung des Substrates be-
obachtet, was darauf hindeutet, dass R139 eine 
zentrale Rolle in der Substratbindung und 
-orientierung in der Bindungstasche ein-
nimmt, korrelierend mit der geringen Enzym-
aktivität der Alanin-Variante.
Molekulare Dockinganalysen mit GSSH 
und der Röntgenkristallstruktur der AcPDO 
unterstützen die biochemisch erhobenen Da-
ten. So besitzt die R139A Variante mit einem 
∆G von -4,8 kcal mol-1 thermodynamisch die 
höchste freie  Enthalpie (Tab. 3.3), was auf 
eine geringe Bindungswahrscheinlichkeit des 
Substrates schließen lässt. Der AcPDO Wild-
typ hingegen besitzt für GSSH ein ∆G von 
-32,3 kcal mol-1 für die Fe2+- bzw. -38,6 kcal
mol-1 für die Fe3+-Bindung und für die GSH-
Bindung von -28,8 kcal mol-1 für Fe2+ bzw.
-37,7 kcal mol-1 für Fe3+ (Tab. 3.3). Die Bin-
dung an Fe2+ ist demnach für GSSH deutlich
günstiger als für GSH, während die Bindung
an Fe3+ eine vergleichbare Gibbs-Energiedif-
ferenz besitzt. Auch die freie Enthalpie der
Varianten D61A, H62A und H171A mit GSSH zei-
gen keine signifikant geringeren Bindungs-
energien, lediglich die Variante R190A, die
ebenfalls eine stark verringerte Enzymaktivi-
tät aufwies, zeigt mit einem ∆G von -23,3 kcal
mol-1 eine ca. 10 kcal mol-1 herabgesetzte freie
Enthalpie, verglichen mit dem AcPDO Wildtyp
mit GSSH.
Tabelle 3.2 | Übersicht der Bindungskonstanten 
des AcPDO Wildtyps und von AcPDO Varianten; 
n = 6 für AcPDO mit GSSH, ansonsten n = 3. 
Substrat Enzym KD-Wert 
GSH AcPDO-Wt 2,0 ± 0,2 mM 
GSSH 
AcPDO-Wt 113 ± 6 µM 
D61A 407 ± 23 µM 
R139A -1
H171A 378 ± 12 µM 
1 keine Substratbindung detektierbar. 
Abbildung 3.25 | Bestimmung der GSSH-Bindungskonstante des AcPDO-Wildtyps. A, Auftragung des nor-
mierten Anteils an gebundenem Enzym gegen steigende GSSH-Konzentrationen. 100 % entsprechen dabei 
einem vollständig gesättigten Enzym. Messungen wurden in Triplikaten durchgeführt. B, Exemplarische Dar-










Strukturell zeigte das daraus abgeleitete 
Bindungsmodell für die AcPDO, sowohl für 
GSSH- als auch GSH-Bindungen, zwei ver-
schiedenen Bindungsstadien, in denen jeweils 
die Position des GS(S)H-γ-Glutamyl und des 
-Glycyl-Anteils um 180° um das Cystein-Cα-
Atom rotiert ist (Abb. 3.26; Stadium 1 und 2).
Hauptunterschied der beiden Bindungszu-
stände ist die Interaktion der Carboxylgruppe
des Glutamyl-Anteils mit R190 in Stadium 1,
wohingegen  R190 in Stadium 2 lediglich mit
einem der beiden Sauerstoffe des Glycin-
Caboxylgruppe interagiert. Stadium 2 zeigt
dafür zusätzlich die Beteiligung von K212 an
der GS(S)H-Bindung, welches sich in Wasser-
stoffbrückendistanz zu einem der beiden Sau-
erstoffe des Glutamat-Anteils befindet. Insge-
samt wurden in den molekularen Docking-
Analysen 15 verschiedene GSSH-Bindungszu-
stände ermittelt, wobei acht Stadium 1 und
sieben Stadium 2 entsprachen. Die durch-
schnittlichen ∆G-Werte betrugen für Stadium
1 -37,5 kcal mol-1 und für Stadium 2 -39,8
kcal mol-1, mit der jeweils energetisch güns-
tigsten Bindung von -43,7 kcal mol-1 bzw.
-43,3 kcal mol-1. Energetisch scheint demnach
keines der beiden Stadien die GSSH-Bindung
zu begünstigen, sodass man von einer flexib-
len Orientierung des Glycin- bzw. Glutamat-
Anteils von GSSH während der Katalyse aus-
gehen könnte. Vergleicht man jedoch die In-
teraktionen mit den Aminosäuren der Bin-
dungstasche wird deutlich, dass in Stadium 1
mehr Wasserstoffbrückenbindungen zwi-
schen GSSH und R190 und R139 ausgebildet
werden. Beides stellen Aminosäuren dar, die
wichtig für die Katalyse zu sein scheinen, da
deren Substitution einen fast vollständigen 
Verlust der Enzymaktivität bewirkte (vgl. 
Abb. 3.22). Insbesondere R139 besitzt in Sta-
dium 2 nur eine backbone-Interaktion mit 
dem Substrat, die auch in der R139A-Variante 
weiterhin Bestand haben dürfte. Die zuvor er-
mittelten Bindungskonstanten (Tab. 3.2) deu-
ten jedoch darauf hin, dass in der entspre-
chenden R139A-Enzymvariante keine Substrat-
bindung mehr möglich ist, bzw. diese sich un-
terhalb der Detektionsgrenze befindet, sodass 
es wahrscheinlich erscheint, dass GSSH für 
die Katalyse in Bindungsstadium 1 vorliegen 
muss. Vergleichbares gilt für die GSH-Bin-
dung, welches sich in beiden Bindungsstadien 
sowohl in der Orientierung der GSH-Anteile 
als auch der Beteiligung der Wasserstoffbrü-
cken-ausbildenden Aminosäuren ähneln. Ins-
gesamt wurden für die GSH-Bindung 38 ver-
schiedene Bindungskonformationen identifi-
ziert, von denen 37 Stadium 1 und nur eine 
Stadium 2 entsprachen. Aufgrund des fehlen-
den Persulfidanteils und des daraus resultie-
renden geringeren Abstandes zum Eisen 
kommt es allerdings lediglich in Bindungssta-
dium 2 zu einer Interaktion der R139-Seiten-
kette mit GSH, sodass jenes für den Fall einer 
Bindung wahrscheinlicher erscheint als Sta-
dium 1 (analog zur GSSH-Bindung). Die Ori-
entierung der GSH-Anteile in Stadium 2 ent-
spricht der strukturell sichtbaren Orientie-
rung der PDOs aus Paraburkholderia phytofir-
mans und Pseudomonas putida (Sattler et al., 
2015, Motl et al., 2017). Es erscheint daher 
denkbar, dass die Orientierung des Glycin- 
und des Glutamat-Anteils, wie man sie in den 
Röntgenkristallstrukturen sieht, lediglich für 
Tabelle 3.3 | Übersicht der kalkulierten freien Enthalpie des AcPDO Wildtyps und von AcPDO Varianten mit 
Produkt und Substrat. 
Wt D61A H62A R139A H171A R190A 
∆G (kcal mol-1) 
Fe2+ 
GSH -28,8 -1 - - - - 
GSSH -32,2 -43,7 -33,5 -4,8 -28,9 -23,3
Fe3+ 
GSH -37,7 - - - - -
GSSH -38,6 -43,2 -37,9 -9,3 -36,8 -32,2
1 nicht bestimmt. 










die GSH-Bindung beobachtet werden kann 
und die GSSH-Bindung eine davon abwei-
chende Orientierung einnimmt, in der die Po-
sitionen der Glutamyl- und Glycin-Anteile ver-
tauscht sind. Insgesamt wird jedoch deutlich, 
dass R139 eine zentrale Rolle in der Substrat-
bindung einnimmt und zusammen mit R190 
und Y173 die Koordination von GS(S)H in der 
Bindungstasche übernimmt. Der Bindungs-
winkel des Fe-S-S-Komplexes beträgt dabei im 
vermutlich bindungsrelevanten Stadium 1 für 
GSSH 143,0°. In einer weiteren Möglichkeit 
der Persulfidbindung an das katalytische 
Eisenzentrum, ebenfalls in Stadium 1,  beträgt 
der Bindungswinkel 73,4°, wobei in diesem 
Fall beide Schwefelatome an das Eisen gebun-
den sind, sodass dieser Zustand möglicher-
weise ein Reaktionsintermediat darstellen 
könnte (s. Anhang, Abb. S-3.4).  
Abbildung 3.26 | Modellierung der GSSH- und GSH-Bindung an das aktive Zentrum der AcPDO ausgehend von 
molekularen Docking-Berechnungen mit jeweils zwei möglichen Bindungsstadien. A Modelle der GS(S)H-Bindung 
in der Bindungstasche. B, GS(S)H-Bindung mit eingezeichneten Wasserstoffbrücken zu Aminosäuren in der Bin-










Interessanterweise klappt der Aminosäure-
rest des essentiellen und konservierten D61 
nach Energieminimierung der GSSH-gebun-
denen Struktur um 90° um (Abb. 3.27). 
Das zentrale, Eisen-koordinierende Wasser 
H2O1 begibt sich stattdessen in unmittelbare 
räumliche Nähe zu dem Eisen-koordinieren-
den Wasseratom H2O2 und kann demnach als 
Superoxid modelliert werden (Bindungsab-
stand 1,5 Å), wobei sich das ebenfalls essenti-
elle H171 mit seinem aromatischen Aminosäu-
rerest parallel zum Superoxid ausrichtet. 
Folglich ist es wahrscheinlich, dass die ener-
gieminimierte, substratgebundene Form der 
AcPDO mit dem Superoxid einen möglichen 
Übergangszustand der Enzymreaktion dar-
stellt.  
Die Kalkulation der Bindung von GSH ist 
mit einem ∆G von -28,8 kcal mol-1 energetisch 
ungünstiger, vor allem durch den Verlust der 
Wasserstoffbrückeninteraktion des backbone-
Stickstoffes von R139 zum Sauerstoff des Glu-
tamyl-Anteils von GSH (Abb. 3.26). Entspre-
chend ergibt sich daraus, dass die Bindung 
des Substrates thermodynamisch günstiger zu 
sein scheint als die des Produktes, zumindest 
im reduzierten Zustand des Eisenzentrums. 
Der Fe-S-Bindungswinkel beträgt, ähnlich zu 
dem der GSSH-Bindung, 141,1 °.  
3.7 Disulfidbrücke und Cystein-
Modifikationen 
PDO-Sequenz-Alignments zeigen, dass Cys-
tein-Reste in ihrer Anzahl in verschiedenen 
PDOs variieren und dass sie nicht generell 
konserviert sind, nicht einmal das essentielle 
C247/C235 in hETHE1 bzw. in der PDO aus Ara-
bidopsis thaliana, welche in den 3D Struktu-
ren zu Cysteinsulfinsäure modifiziert sind 
(McCoy et al., 2006b, Sattler et al., 2015, Jung 
et al., 2016). Die AcPDO besitzt insgesamt 
fünf Cystein-Reste. Zwei davon (C87 und C224) 
befinden sich laut Strukturvorhersage in un-
mittelbarer räumlicher Nähe an der Protein-
oberfläche. In der MxPDO befinden sich die 
entsprechenden Cysteine C86 und C223 eben-
falls nicht weit voneinander entfernt mit ei-
nem Abstand von 3.5 Å, was zu weit für eine 
Disulfidbrücke ist (2 – 2,1 Å) (Sattler et al., 
2015). Auch in der 3D Struktur und der Elekt-
ronendichtekarte gibt es keine Belege für eine 
direkte Interaktion. Getrennte Mutagenese 
Abbildung 3.27 | Aktives Zentrum der AcPDO mit modellierten GSSH und Superoxid nach Energieminimie-
rung. A, Native AcPDO-Struktur mit Eisenliganden und essentiellen Aminosäuren. B, AcPDO-Struktur nach 
Modellierung und Energieminimierung mit GSSH und Superoxid (dunkelrote Kugeln).  










der beiden AcPDO-Cysteine zu Alanin resul-
tierte in einem fast kompletten Verlust der En-
zymaktivität (2,2 bzw. 1,3 % Restaktivität 
verglichen mit dem Wildtyp; Abb. 3.28). 
DSF-Messungen der beiden AcPDO C87A 
und C224A Varianten resultierten in Schmelz-
punkten von 63,3 ± 1,4 °C bzw. 63,3 ± 
0,05 °C und zeigten, dass die Gesamtstabilität 
des Proteins nicht beeinflusst ist (Abb. 3.29).  
Gel-Shift-Assays mit der nativen AcPDO 
und nach Behandlung mit NEM zeigten, ne-
ben der Dimerbande bei ≈ 54 kDa, zwei Mo-
nomer-Banden mit apparenten molekularen 
Massen von 26 – 28 kDa in Coomassie-gefärb-
ten SDS-Polyacrylamidgelen und in Western-
Analysen mit α-Strep-Tag Antikörpern (Abb. 
3.30). Die kleinere der beiden Banden war 
nach Reduktion des AcPDO-Wildtyps mit DTT 
im Auftragspuffer nicht mehr vorhanden, 
ebenso wenig wie in den C87A und C224A Vari-
anten mit oder ohne Reduktion (s. Anhang; 
Abb. S-3.1) und während der routinemäßigen 
SDS-PAGE mit reduzierenden SDS-Auftrags-
puffern. Dies deutet darauf hin, dass das nicht 
reduzierte Protein zwei Monomer-Konforma-
tionen annimmt, die unterschiedlich in der 
SDS-PAGE migrieren. Die kleinere Bande war 
im nicht reduzierten Wildtyp-Enzym nach In-
kubation mit Methoxypolyethylenglykol Ma-
leimid-5000 (MalPEG) sichtbar, jedoch nicht 
in den beiden Cystein-Varianten, was auf ei-
nen Schutz vor PEGylierung hindeuten 
könnte. Bis zu fünf Banden mit höheren mo-
lekularen Massen waren nach MalPEG-Deri-
vatisierung vorhanden, welche alle eine Ver-
änderung von ≈ 10 kDa aufwiesen und was 
auf eine, zumindest teilweise, PEGylierung al-
ler fünf Cystein-Reste schließen lässt (die Ver-
schiebung um 10 kDa ist typisch für MalPEG-
5 000-behandelte Proteine in Tris-Tricin-Ge-
len; Venceslau et al. (2013)). Es traten eben-
falls kleine, aber konsistente Änderungen der 
Abbildung 3.28 | Auswirkungen ortsgerichteter Mutagenesen im pdo Gen von At. caldus (Cystein-Varianten) 
und komplementäre Mutationen im humanen ethe1 Gen.  
Abbildung 3.29 | Auftragung der ersten Ableitung der Differential Scanning Fluorimetry von Cystein-Varian-
ten der AcPDO (jeweils 1 mg/ml) in 100 mM Tris/HCl-Puffer, pH 8,0 bei einer Heizrate von 1 K min-1 jeweils 









35 und 45 kDa Bande der DTT-reduzierten ge-
genüber den nativen Proteinen auf, vergleich-
bar mit dem Effekt der Monomer-Bande (je-
weils einmal und doppelt PEGylierte AcPDO). 
Die kombinierten Ergebnisse können als ers-
ter biochemischer Hinweis für eine Disulfid-
brücke zwischen C87 und C224 interpretiert 
werden, die jedoch nicht in allen AcPDO-Mo-
lekülen gleichermaßen ausgebildet ist. Es 
könnte sich somit um einen dynamischen Pro-
zess der Disulfidbrücken-Bildung und -Öff-
nung handeln.  
Mit der Bestimmung der 3D-Struktur der 
AcPDO wurde deutlich, dass sich die beiden 
Cysteine, wie in der Strukturvorhersage, an 
der Proteinoberfläche befinden und eine 
Disulfidbrücke ausbilden (Abb. 3.31 AB). Die 
Cysteine sind dabei in relativ großer Entfer-
nung zum katalytischen Eisenzentrum 
(≈ 16 Å) und der Bindungstasche abgewandt. 
Die Elektronendichte für eine Disulfidbrücke 
ist jedoch in beiden Untereinheiten der asym-
metrischen Einheit deutlich sichtbar 
(Abb. 3.31 C). Der Bereich der fehlenden C-
terminalen 22 Aminosäuren (inklusive der 
zehn Aminosäuren des Strep-Tags) hinter C224 
bzw. dem anschließenden G225 war zu flexibel 
und konnte keiner Elektronendichte ange-
passt werden. Kristallisationsversuche der 
C87A- und der C224A-Variante unter gleichen 
und leicht abweichenden Kristallisationsbe-
dingungen, wie für den AcPDO-Wildtyp ver-
wendet, ergaben keine Kristalle innerhalb von 
14 Tagen. Es ist daher davon auszugehen, 
dass die Disulfidbrücke, trotz gleichbleiben-
der Thermostabilität der Alanin-Varianten im 
Vergleich zum Wildtyp, stabilisierende Aus-
wirkungen auf die AcPDO besitzt. Im huma-
nen Enzym ist C87 durch ein Serin ersetzt 
(S100) und das C224 Homolog (C247) ist zwei-
fach oxidiert (Abb. 3.31 D). Gleiches wurde 
ebenfalls für das homologe Cystein aus Ar. 
thaliana beobachtet (McCoy et al., 2006b). 
Die Elektronendichte ist zwischen dem Serin 
und den Cystein im hETHE1 durchgehend 
vorhanden, was auf eine Interaktion der bei-
den Reste hindeuten könnte. 
Mutationen im hETHE1 Gen resultierten 
alle in verringerten Enzymaktivitäten (Abb. 
3.28 B). Die Substitution von C247 zu Alanin 
bewirkte einen Abfall der Enzymaktivität auf 
≈ 18 %, was verglichen mit der entsprechen-
den AcPDO Variante eine deutlich höhere 
Restaktivität darstellt. Jung et al. (2016) hat-
ten bereits eine C247S Variante von hETHE1 
hergestellt, die ähnliche Enzymaktivitäten 
aufwies (≈ 12 % Restaktivität verglichen mit 
dem Wildtyp-Enzym) und hatten C247 als es-
sentiell für die PDO-Aktivität eingestuft. Die 
S100C-Variante, die dem Wildtyp-Zustand der 
Abbildung 3.30 | Analyse der AcPDO mittels eines MalPEG Gel Shift Assays. A, Coomassie-gefärbtes 10 % 
Tris-Tricin Polyacrylamidgel des AcPDO-Wildtyps (10 µg/Spur). B, Western-Analyse mittels eines StrepMap-
Classic HRP-gekoppelten Antikörpers. M, Markerproteine in Kilodalton; NEM, Proben mit N-Ethylmaleimid 
derivatisiert; DTT, Proben mit Dithiothreitol reduziert.  










AcPDO mit experimentell gezeigter Bildung 
einer Disulfidbrücke entsprechen würde, re-
sultierte ebenfalls in einer Senkung der En-
zymaktivität auf ≈ 38 %, wobei die S100A Va-
riante mit ≈ 62 % Restaktivität am wenigsten 
beeinträchtig war. Dies deutet daraufhin, dass 
es im humanen Enzym zu einer anderen Kom-
pensation der Rolle der Disulfidbrücke kom-
men muss. Mutationen der verbliebenen Cys-
tein-Reste der AcPDO resultierten in Restakti-
vitäten von 12 % für C117A, 54 % für C137A und 
89 % für C180A (Abb. 3.28 A). C117 ist in der 
MxPDO durch Serin ersetzt und befindet sich 
im Zentrum von Wasserstoffbrücken und 
Wassermolekülen um die Histidin-Liganden 
des katalytischen Eisenatoms. Der Austausch 
von C117 zu Serin führte in der AcPDO zu einer 
Verminderung der Enzymaktivität auf ledig-
lich ≈ 68 % (Abb. 3.28 A). Wahrscheinlich sta-
bilisieren C117, bzw. S116 (MxPDO) die Umge-
bung des Eisens, sind aber nicht direkt in die 
Katalyse involviert.  
MALDI-TOF Massen-fingerprints wurden 
genutzt, um Modifikationen von Cystein-Sei-
tenketten mit und ohne Vorbehandlung mit 
N-Ethylmaleinimid (NEM), DTT oder GSSH
zu identifizieren. In den meisten Massefrag-
menten NEM-behandelter AcPDO wurde Cys-
tein als NEM-Thiol-Addukt gefunden, unab-
hängig vom Oxidationszustand des Proteins. 
Geringe Mengen an Cystein-Dioxiden und –
Trioxiden wurden identifiziert, wobei kein di-
rekter Hinweis auf das Vorkommen von Cys-
tein-Persulfiden bzw. –Polysulfiden gefunden 
wurde, wie für hETHE1 postuliert (Jung et al., 
2016). Im Gegensatz dazu wurden in der 
AcPDO Cystein-GSH-Addukte nach Inkuba-
tion mit GSSH identifiziert (Protein-S-Gluta-
thionylierung; Tab. 3.4). C87 besaß einen ho-
hen Anteil dieser Addukte, verglichen mit der 
NEM-Derivatisierung (> 50 % der Anzahl von 
NEM-Addukten). Geringere Anzahlen waren 
an den Aminosäuren C224 und C137 vorhanden 
(10 bzw. 6,7 % der identifizierten Fragmente 
wiesen ein GSH-Addukt auf). C224 war dabei 
in der massenspektrometrischen Analyse nur 
vereinzelt in unvollständig gespaltenen Okt-
adekapeptiden nachweisbar, da das vollstän-
dig gespaltene Peptid nur aus drei Aminosäu-
ren bestand und deshalb unterhalb der Detek-
tionsgrenze der Geräteeichung blieb. Die C87A 
und C224A Varianten zeigten die erwarteten 
Differenzen von 32 Masseeinheiten zum Wild-
typ in den entsprechenden Fragmenten, was 
Abbildung 3.31 | Strukturelle Darstellung von Oberflächen-Cysteinen in der AcPDO und dem hETHE1. 
A, AcPDO Untereinheit mit aktivem Zentrum und Substratbindungstasche. B, 90° Drehung der AcPDO-Un-
tereinheit mit Disulfidbrücken-bildenden Oberflächen-Cysteinen. C, Disulfidbrücken-bildende Cystein-Reste 
der AcPDO mit dazugehöriger Elektronendichte. D, Homologe Aminosäuren im hETHE1-Enzym mit dazuge-









einen erfolgreichen Austausch von Cystein zu 
Alanin bestätigte. Das jeweils verbliebene 
Cystein zeigte dabei immer eine partielle 
Glutathionylierung nach GSSH-Behandlung 
(ca. 10 % der Fragmente zeigten ein GSH-
Addukt). C117 und C180 wiesen dagegen in Ge-
samtsumme nicht mehr als zwei Glutathiony-
lierungs-Signale auf und wurden in diesem 
Zusammenhang als „inaktiv“ interpretiert. 
Für C137, welches in der Struktur von außen 
scheinbar unzugänglich in den Innenraum des 
Enzyms gerichtet ist, wurden dagegen eben-
falls Glutathionylierungs-Signale erfasst.  
MALDI-TOF-Massenspektrometrie der nati-
ven AcPDO ergab zwei Hauptpeaks, mit Mas-
seeinheiten von jeweils 27 067 (AcPDO Mo-
nomer) und 54 148 (AcPDO Dimer, Abb. 
3.32 A). Nicht-dekonvolutierte Elektrospray-
MS der nativen AcPDO resultierte dagegen in 
Peaks mit leicht abweichenden Masseeinhei-
ten zwischen 27 074 und 27 106 (Abb. 3.32 
B). Die kalkulierte Masse der AcPDO beträgt 
bei einer durchschnittlichen Isotopen-Zusam-
mensetzung 27 077 Masseeinheiten inklusive 
des Strep-Tags, was ungefähr der ermittelten 
Masse mittels der ESI- und MALDI-Analysen 
entspricht. Abweichende Massepeaks hatten 
Masseunterschiede von +16 bzw. ein Mehrfa-
ches davon und entsprechen damit dem Wert 
von Sauerstoffatomen, was auf Oxidation an 
unbestimmten Aminosäuren des Proteins in 
der nativen Form hindeutet. Diese sieht man 
auch in MALDI-Messungen der dimeren Form 
des Proteins (nicht gezeigt).  
ESI MS des AcPDO-Wildtyp Holoenzyms 
zeigten Hauptpeaks von 27 074 und 27 091 
Masseeinheiten, welche nahe an der erwarte-
ten Masse des nicht-modifizierten Enzyms lie-
gen und auf ein einfaches Oxidationsereignis 
(+16 Masseeinheiten) schließen lassen (Abb. 
3.33). Nach Inkubation mit GSSH trat eine 
breite Spanne an kleineren Peaks mit Massen 
zwischen 27 390 – 27 420 im AcPDO-Wildtyp 
auf. Der Masseunterschied verglichen zum na-
tiven Enzym ist mit + 352 Masseeinheiten 
leicht höher als die Masse von GSH (+305 
Masseeinheiten), was auf teilweise Oxidation 
des Enzyms und/oder die Anwesenheit von 
Na+-Ionen hindeutet. Ein abweichendes Mus-
ter wurde in den C87A und C224A Varianten be-
obachtet, wobei sich der Hauptpeak mit  
27 046 Masseeinheiten im nicht-modifizierten 
Enzym zu 27 078 bzw. 27 094 Masseeinheiten 
verschob, sowohl nach Inkubation mit GSH 
als auch nach Inkubation mit GSSH. Grundle-
gend hierfür könnten sowohl doppelte bzw. 
dreifache Oxidationen, oder auch Persulfurie- 
rungen an der AcPDO sein. Zusätzlich sind die 
Tabelle 3.4 | Relative Abundanzen von Cystein-Modifikationen aus MALDI-TOF Massen-fingerprints nach Be-
handlung der AcPDO mit verschiedenen Substraten für jeweils 1 min. Reaktionen wurden in Enzymtestpuffer 
(70 mM Tris/HCl, pH 7,5; 0,1 % Tween 20) inkubiert und anschließend mit NEM derivatisiert. GSH und GSSH 
jeweils 1 mM; S0 jeweils 2 % (w/v). 100 % entsprechen jeweils der Gesamtanzahl von identifizierten Peptid-
fragmenten der massenspektrometrischen Analysen.  
Relative Abundanz (%) 
Cystein-Rest C87 C137 C224 
Inkubation/ 
Derivatisierung 
GSH NEM GSH NEM GSH NEM 
Wt 0 0 0 0 0 0 
Wt + NEM 0 97,6 0 75,5 0 35,0 
Wt + GSH + S0 + NEM 2,5 96,6 0 87,7 0 33,3 
Wt + GSSH + NEM 54,1 45,5 6,7 60,0 10,0 20,0 
Wt + S0 + NEM 60,1 39,9 18,7 47,8 0 33,3 
Wt + GSH + NEM 0 98,8 0 88,1 0 25,0 
C87A + GSSH + NEM 0 0 39,7 39,7 10,9 26,6 
C224A + GSSH + NEM 10,0 0 18,2 81,8 0 0 










Massepeaks bei 27 398 bzw. 27 399 durch die 
Masseverschiebung von 305, ausgehend vom 
Hauptpeak mit 27 094 Masseeinheiten, ein 
deutlicher Hinweis auf Protein-S-Glutathiony-
lierung, wie sie bereits in den MALDI-TOF 
Massen-fingerprints nachgewiesen wurde. Le-
diglich C224A zeigt nach Inkubation mit GSH 
ein komplexeres Muster mit einem Haupt-
peak, der einem einfach oxidierten GSH-
Addukt entspricht. Kontrollmessungen mit 
Tris(2-carboxyethyl)phosphin (TCEP)-behan-
deltem Wildtyp-Enzym ergaben ein undefi-
niertes Fragmentierungsmuster der AcPDO 
(nicht gezeigt). 
 Für das hETHE1 war bereits biochemisch 
eine Modifikation von C247 (hETHE1 Numme-
rierung) gezeigt und als Polysulfidierung in-
terpretiert worden (Jung et al., 2016). Um 
dies zu überprüfen, wurden die ESI-Analysen 
der AcPDO mit dem humanen Enzym wieder- 
holt (Abb. 3.34). In den nicht dekonvolutier-  
ten Massespektren sieht man nach GSH- und  
Abbildung 3.32 | Massenspektren des AcPDO-Holoenzyms. A, MALDI-TOF Spektrum. B, Nicht-dekonvolutier-
tes ESI-Spektrum im positiven Ionisierungszustand.  
Abbildung 3.33 | Dekonvolutierte ESI Massenspektren von AcPDO-Holoenzymen. Dargestellt sind sowohl die 










GSSH-Inkubation eine Verschiebung des 
Hauptpeaks, die einer Masse von + 305  ent-
spricht und damit ebenfalls auf eine Protein- 
S-Glutathionylierung zurückzuführen ist.
Nach GSH-Inkubation tritt zusätzlich ein
zweiter Massepeak mit einer Masse von
+ 610 auf, was auf zwei Glutathionylierungs-
Ereignisse schließen lässt. ESI-Analysen der
Variante S100C resultierten ebenfalls in einem
Auftreten eines Massepeaks von + 305 nach
Inkubation mit GSH bzw. GSSH, während die
Alanin-Varianten der Aminosäuren S100 und
C247 keine Glutathionylierung aufwiesen
(nicht gezeigt).
Zusammenfassend zeigten sowohl MALDI 
fingerprints als auch die MS-Analysen des Ho-
loenzyms, sowohl von Wildtyp als auch von 
Cystein-Varianten, Belege für eine kovalente 
Glutathionylierung von AcPDO und hETHE1 
nach Inkubation mit seinem Substrat bzw. 
dem Reaktionsprodukt, ausgehend von einer 
Disulfidbrücke in der AcPDO und möglicher-
weise von einer Cys-Sulfensäure oder einem 
Cys-Thiyl-Radikal im hETHE1. 
3.8 Inhibitionsstudien der AcPDO 
Inhibitionsstudien der AcPDO wurden be-
reits zuvor durchgeführt, wobei berichtet 
worden war, dass die PDO-Aktivität in Anwe-
senheit von 1 mM NEM mit einer Restaktivität 
von 0,16 % fast komplett inhibiert sei (Wang 
et al., 2014). NEM ist ein von der Maleinsäure 
abgeleitetes Imid, welches Sulfhydryl-Grup-
pen kovalent bindet und somit frei zugängli-
che Cystein-Reste blockiert. In der vorausge-
gangenen Inhibitionsstudie wurde jedoch 
nicht die Frage beantwortet, ob NEM die Thi-
olgruppen der PDO, die des Substrates GSSH 
bzw. von GSH oder beides inaktiviert.  
Wang et al. (2014) haben NEM direkt in 
den Enzymtestansatz zum Enzym-Substrat-
Gemisch gegeben. Ein vergleichbares Vorge-
hen, mit 1 mM GSH und einem Überschuss an 
elementaren Schwefel, resultierte in einer 
Restaktivität der AcPDO von 16 % in Anwe-
senheit von 1 mM NEM. In Anwesenheit von 
2 mM NEM wurde keine Enzymaktivität mehr 
beobachtet. Enzymaktivitätsmessungen mit 
IAA unter ansonsten gleichen Bedingungen 
resultierten in 42 bzw. 9 % Restaktivität in 
Anwesenheit von jeweils 1 und 2 mM IAA, 
welches ein Alkylierungsmittel für Sulfhydryl-
Gruppen darstellt. Eine gesamte Inhibition 
des Enzyms wurde erst bei Konzentrationen 
von 5 mM IAA erreicht (Abb. 3.35 A).  
Wenn die Inhibitorkonzentration konstant 
bei 1 mM gehalten und das Co-Substrat GSH 
dem Ansatz hinzutitriert wurde, war keine 
PDO-Aktivität bei GSH-Konzentrationen un-
terhalb von 0,75 – 1 mM messbar. Steigende 
GSH-Konzentrationen führten zu einer Rück-
gewinnung der Enzymaktivität auf Wildtyp-
Niveau, was darauf schließen lässt, dass die 
Abbildung 3.34 | ESI Massenspektren des hETHE1-Wildtyps. A, Massenspektrum des nativen hETHE1-Wild-
typs (rot) im Vergleich zum GSH-inkubierten Enzym (schwarz) in einem Masse- zu Ladungsbereich von + 11 
bis + 14. B, Massenspektrum des nativen hETHE1-Wildtyps (rot) im Vergleich zum GSSH-inkubierten Enzym 
(schwarz) in einem Masse- zu Ladungsbereich von + 11 bis + 14 










Abbildung 3.35 | Auswirkungen von Inhibitoren 
auf die AcPDO. A, Bestimmung der AcPDO-Restak-
tivität in Anwesenheit von 1 mM GSH, 2 % [w/v] 
Schwefel und N-Ethylmaleinimid (NEM) oder 
Iodacetamid (IAA), nach Zugabe des Inhibitors di-
rekt in das Enzymtestgemisch. B, Wie in A, jedoch 
mit konstanten Inhibitorkonzentrationen und Ti-
tration verschiedener GSH-Konzentrationen. 
C, Bestimmung der AcPDO-Restaktivität nach Vo-
rinkubation mit NEM, IAA oder Tris(2-car-
boxyethyl)-phosphin (TCEP) mit anschließender 
Dialyse oder Säulenchromatographie vor dem En-
zymtest. Fehlerbalken repräsentieren die Stan-
dardabweichung von Triplikat-Messungen. 
Inhibitoren nicht nur an das Enzym, sondern 
an alle verfügbaren Thiole binden (Abb. 
3.35 B). Die Vorinkubation mit NEM und an-
schließender Entfernung des überschüssigen 
Inhibitors durch Dialyse oder erneuter Strep-
Tag-Säulenaffinitätschromatographie resul-
tierte in einer Restaktivität von 22 – 29 %, 
verglichen mit der Inhibitor-freien aber gleich 
behandelten Kontrolle (Abb. 3.35 C). Die glei-
che Behandlung des Enzyms mit 5 mM IAA 
zeigte 36 % Aktivität, wenn überschüssiges 
IAA mittels Dialyse entfernt wurde, und 91 % 
mit 3 mM IAA nach Säulenaffinitätschromato-
graphie (Abb. 3.35 C). Die Ergebnisse zeigen, 
dass die Inhibition der AcPDO durch NEM und 
IAA, zumindest teilweise, aufgrund von GSH- 
bzw. GSSH-Modifikationen resultiert und 
dass sie nicht dauerhaft ist. 
Um zu bestimmen, ob der Redoxzustand 
der AcPDO wichtig für die Katalyse ist, wurde 
das Enzym in einer Anaerobenkammer mit 
Tris(2-carboxyethyl)phosphin (TCEP) redu-
ziert. TCEP dient dabei der selektiven, irrever-
siblen Reduktion von Disulfidbrücken, bzw. 
der Verhinderung von Cystein-Oxidationen. 
TCEP wurde nach Inkubation mit dem Enzym 
mittels Säulenchromatographie unter anaero-
ben Bedingungen entfernt. Die verbleibende 
Enzymaktivität betrug ≈ 25 %, verglichen mit 
dem nicht-reduzierten Protein, welches unter 
aeroben Bedingungen sofort nach der anaero-
ben Säulenchromatografie getestet wurde. 
Wenn das TCEP-reduzierte Enzym zusätzlich 
mit 2 mM NEM oder 3 mM IAA auf der Chro-
matographie-Säule inkubiert wurde, betrugen 
die Enzymaktivitäten zwischen 5 und 10 %, 
verglichen mit dem unbehandelten und nicht-
reduzierten Protein (Abb. 3.35 C). 
Zusammengefasst deutet die deutliche Ver-
ringerung der Enzymaktivität nach TCEP-Be-
handlung, die nach anschließender NEM- 
bzw. IAA-Inkubation nochmals verstärkt 
wurde, daraufhin, dass die Reduktion der 
Cysteine das gesamte Protein empfindlicher 
für die Inhibitoren machen könnte und das 










PDOs besitzen eine zentrale Rolle bei der 
zellulären Detoxifikation von Schwefelwas-
serstoff, sowohl in Eukaryoten als auch in Pro-
karyoten (Hildebrandt & Grieshaber, 2008, 
Nguyen et al., 2013). Insbesondere seit der 
Entdeckung, dass die autosomal rezessive und 
infantil-letale Stoffwechselerkrankung Ethyl-
malonsäure Enzephalopathie (EE) eine Folge 
von Mutationen in der humanen PDO ist, 
wurde die Forschung an Proteinen der PDO-
Familie intensiviert. In der vorliegenden Ar-
beit erfolgte eine grundlegende molekulare 
und strukturelle Charakterisierung der PDO 
aus dem acidithermophilen Bakterium At. 
caldus CSH-12 (TOpt: 45 °C; pHOpt: 2-2,5; 
Hallberg &  Lindström (1994)).  
Studien am eng verwandten At. caldus 
Stamm MTH-04 zeigten, dass der Organismus 
drei PDO-ähnliche Gene besitzt (Wu et al., 
2017). Zwei der drei heterolog in E. coli pro-
duzierten Proteine zeigten PDO-Aktivität. Die 
Gene sind in den ORFs A5904_0421 und 
A5904_0790 codiert und wurden von den Au-
toren also SDO1 und SDO2 benannt (Klassifi-
zierung als Schwefel Dioxygenase, SDO). 
SDO2 besitzt eine Sequenzidentität von 99 % 
zu der hier charakterisierten PDO aus At. 
caldus CSH-12. Eine Deletion oder Überex-
pression beider pdo Gene in At. caldus MTH-
04 hatte keinen signifikanten Einfluss auf des-
sen Wachstum mit Schwefel als Energiequelle 
(Wu et al., 2017), was darauf hindeuten 
könnte, dass Schwefel-oxidierende Enzyme 
wie die SOR in At. caldus wichtiger für die 
Schwefeloxidation sind (Janosch et al., 2009, 
Janosch et al., 2015), wobei dem Organismus 
nach zusätzlicher Deletion des sor Gens, ver-
mutlich durch Transposition des Transposons, 
weiterhin Schwefeloxidation möglich war 
(You et al., 2011, Wu et al., 2017). Eine Dele-
tion des SDO2-Homologen pdo Gens in dem 
verwandten Bakterium At. ferrooxidans bestä-
tigte ebenfalls, dass die PDO nicht das einzige 
Enzym für das chemolithoautotrophe Wachs-
tum mit Schwefel in solchen Bakterien dar-
stellt (Wang et al., 2014). 
Biochemische Charakterisierungen hatten 
gezeigt, dass beide PDOs aus At. caldus 
MTH-04 GSSH als Substrat nutzen können 
mit vergleichbaren KM-Werten. Kcat hingegen 
war für die SDO2 gegenüber SDO1 ca. neun-
fach erhöht (Wu et al., 2017). Die maximale 
spezifische Enzymaktivität betrug für die 
SDO2 2 336 mU/mg Protein mit Schwefel 
und GSH im Enzymtest bei pH 8, SDO1 hatte 
dagegen eine spezifische Enzymaktivität von 
66 mU/mg Protein mit GSSH als Substrat. Im 
Rahmen der hier vorliegenden Arbeit wurde 
für die PDO aus At. caldus CSH-12 eine um ca. 
25x höhere Enzymaktivität mit Schwefel und 
GSH im Vergleich zur SDO2 beobachtet (s. 
Kap. 3.1; Abb. 3.6). Die Unterschiede waren 
noch eklatanter, wenn GSSH direkt als Sub-
strat genutzt wurde. Hauptausschlaggebend 
hierfür dürfte der in dieser Arbeit entwickelte 
modifizierte Enzymtest sein, bei dem der Re-
aktionspuffer zuvor auf Reaktionstemperatur 
(40-45 °C) vorgeheizt, kürzere Inkubations-
zeiten verwendet (Gesamtreaktion: 50 s) und 
die Enzymreaktion durch Zugabe des Enzyms 
gestartet wurde. Die kurzen Reaktionszeiten 
könnten ebenfalls eine Erklärung dafür sein, 
dass die Maximaltemperaturen des Tempera-
turprofils deutlich über dem Schmelzpunkt 
des Enzyms liegen (s. Abb. 3.4 und 3.7). Ein 
ähnlicher Effekt wurde für die SOR aus Tv. pa-
radoxus beobachtet, welche einen Schmelz-
punkt von 80 °C besitzt, jedoch Enzymaktivi-
täten bis 98 °C aufweist (s. Kapitel 4 für De-
tails).  
Die AcPDO ist ein Homotetramer in Lösung 
Die meisten PDOs zeigen sich in ihren 
Röntgenkristallstrukturen und in Molekular-
analysen als Dimer. Gelfiltration, native Gel-
elektrophorese und massenspektrometrische 
Analysen des hETHE1 Proteins waren zu-
nächst nicht eindeutig, deuteten jedoch auf 
Diskussion










ein überwiegendes Vorkommen als Dimer 
hin, wobei in chromatographischen Analysen 
auch immer wieder Monomere beobachtet 
wurden mit Dimer zu Monomer Verhältnissen 
von ≈ 10: 1 (Tiranti et al., 2006, Kabil & 
Banerjee, 2012, Henriques et al., 2014, 
Pettinati et al., 2015). Ein ausschließliches 
Vorkommen als Monomer wurde für das Rho-
danase-PDO-Fusionsprotein aus Paraburkhol-
deria phytofirmans beschrieben (Motl et al., 
2017). Die hETHE1-Kristallpackung deutete 
dagegen auf eine dimere Form in der asym-
metrischen Einheit hin, wie sie für die meisten 
anderen PDOs beobachtet wurde, zu denen 
strukturelle Daten vorliegen (Pettinati et al., 
2015). Eine Ausnahme bildet die PDO aus 
Arabidopsis thaliana, die in der kristallogra-
phisch asymmetrischen Einheit (AU) ein Tet-
ramer bildet, wobei die Autoren die biologisch 
aktive Einheit als Dimer interpretierten 
(McCoy et al., 2006b). Das TypIII-PDO-Rho-
danase Fusionsprotein aus S. aureus wurde 
dagegen sowohl kristallographisch als auch 
anhand von Gelfiltrationsanalysen als Tetra-
mer beschrieben (Shen et al., 2015), wobei 
Mutationen oberflächenassoziierter Amino-
säuren dagegen zu höheren Oligomerisier- 
ungszuständen in der S. aureus-PDO führten.  
Eine homotetramere Organisation wurde in 
dieser Arbeit ebenfalls für die AcPDO beo-
bachtet (s. Kap. 3.3). Zwar zeigt die Kristall-
packung ein Dimer in der asymmetrischen 
Einheit, jedoch wird die Interaktion lediglich 
durch symmetrisch angeordnete Paare von 
zwei Aminosäuren (M1 und T22) vermittelt 
und scheint demnach überwiegend kristallo-
graphischer Natur zu sein (s. Abb. 3.13). Gel-
filtrationsanalysen zeigten konsistent ein Auf-
treten als Tetramer, welches gegen Denaturie-
rung mit Harnstoff beständig war, jedoch 
nicht gegen Guanidinium Hydrochlorid (s. 
Abb. 3.14). Dagegen eluierte das hETHE1 
später, was das Vorkommen als Dimer bestä-
tigt. Interessanterweise lagern sich den kris-
tallographischen Elementarzellen der AcPDO-
Kristalle zwei Dimere dicht zusammen. Die 
Schnittstelle wird dabei von positiven/negati-
ven Aminosäuren gebildet (R186-W177, R125-
L166, R106-G101, R106-W23, K4-E164, M1-D103)  un-
terstützt von hydrophoben Paarungen, die so-
mit eine stärkere Interaktion bilden, als es im 
Dimer der AU der Fall ist und das Vorkommen 
als Tetramer wahrscheinlicher machen 
(s. Abb. 3.15).  
Das Homotetramer erklärt auch den sig-
moidalen Kurvenverlauf der Enzymkinetik 
mit GSSH mit einem Hill-Koeffizienten nH von 
2,3, der auf das Vorhandensein von mehr als 
zwei Untereinheiten während der Katalyse 
mit positiver Kooperativität hindeutet (s. Kap. 
3.1; Abb. 3.6). Da GS(S)H in der AcPDO je-
doch nicht nur an das Eisenzentrum binden 
kann könnte der sigmoidale Kurvenverlauf 
auch ein Resultat der Substratinteraktion mit 
Cysteinresten, insbesondere mit den Oberflä-
chen-assoziierten C87 und C224 sein. Eine ver-
gleichbare sigmoidale Abhängigkeit von 
GSSH-Konzentrationen war ebenfalls bei 
Messungen der O2-Verbrauchsrate in der PDO 
des Ringelwurms Urechis unicinctus beobach-
tet worden, wobei das Enzym nicht im Hin-
blick auf Kooperativität der Untereinheiten 
analysiert wurde (Zhang et al., 2013b). Auch 
hETHE1-Enzymvarianten hatten in neueren 
Untersuchungen sigmoidale Abhängigkeiten 
gezeigt, diese waren jedoch unkommentiert 
geblieben (Kabil et al., 2018). Da der 
hETHE1-Wildtyp eine typische Michaelis-
Menten Kinetik zeigte (Kabil & Banerjee, 
2012) ist es denkbar, dass einzelne Aminosäu-
reaustausche Auswirkungen auf die Oligome-
risierung von PDOs haben könnten oder dass 
es sich in Lösung um einen hydrodynami-
schen Prozess der Multimerisierung handelt. 
Hierfür sprechen auch native Gelelektropho-
resen der AcPDO, in denen neben dimeren 
und tetrameren ebenfalls octamere und deca-
mere Multimerisationszustände des nativen 
Enzyms beobachtet wurden.  
Im Gegensatz zu der Enzymkinetik mit 
GSSH als Substrat wies die AcPDO mit GSH 
und Schwefel im Enzymtest eine klassische 
Michaelis-Menten-Kinetik auf. Der Unter-









nicht-enzymatischen Reaktion von S0 im reak-
tiven GSH-Sulfanschwefel-Reaktionsgemisch 
erklärt werden (Toohey, 2011). Diese Reak-
tion führte auch zu den ursprünglichen Na-
men der Enzymklasse, den Schwefel Di-
oxygenasen (Rohwerder & Sand, 2003). 
Zentrale Aminosäurereste des H-Brücken-
Netzwerks sind essentiell für die Aktivität 
GSH/GSSH-bindende Aminosäurereste ste-
hen im Fokus der medizinischen ETHE1-For-
schung, da insbesondere R163 (hETHE1 Num-
merierung; R139 in der AcPDO) eine wichtige 
Rolle für das humane Enzym zu haben 
scheint. Variationen an dieser Position im En-
zym führen überproportional häufig zur EE-
Erkrankung (Tiranti et al., 2004, Tiranti et al., 
2006, Zafeiriou et al., 2007). Es wird außer-
dem angenommen, dass der Sauerstoff des 
R163-backbones ein Teil der sekundären Koor-
dinationssphäre ist. Spektroskopische Analy-
sen des Eisenzentrums in hETHE1 R163W/Q-
Varianten zeigten, dass diese ein negativeres 
Fe-Reduktionspotentials zur Folge hatten und 
die Varianten gleichzeitig nur noch ≈ 10 % der 
katalytischen Aktivität besaßen (Henriques et 
al., 2014). Für die AcPDO wurde im Rahmen 
der vorliegenden Arbeit eine umfassende Mu-
tagenese-Studie der Aminosäuren des Was-
serstoffbrückennetzwerkes rund um das ak-
tive Zentrum durchgeführt, um die Funktion 
der einzelnen Reste zu charakterisieren 
(s. Kap. 3.5 und Tab. 3.5 für eine Übersicht 
aller untersuchten Enzymvarianten). 
In der AcPDO hatte die Alanin-Variante des 
R163-homologen, konservierten R139 ebenfalls 
eine sehr geringe Enzymaktivität, allerdings 
ohne gänzlichen Aktivitätsverlust (s. Abb. 
3.22). D141 bildet ein Ionenpaar mit R139, wes-
halb es nicht verwunderlich ist, dass die Akti-
vität der D141A Variante in einem vergleichba-
ren Ausmaß abnahm. Beide Varianten, aber 
insbesondere D141A, zeigten in nanoDSF-Mes-
sungen reduzierte Schmelzpunkte, verglichen 
mit dem Wildtyp-Enzym (s. Abb. 3.24).  
R190 und K212 der AcPDO sind in der 
Röntgenkristallstruktur der TypII-PDO aus 
Pseudomonas putida durch die nicht homolo-
gen Aminosäuren R250 und R253 ersetzt 
(Sattler et al., 2015), jedoch zusammen mit 
P211 in allen TypI-Enzymen konserviert. Die 
verbleibenden Aktivitäten betrugen ≈ 10 % 
für Y173A und K212A im Vergleich zum Wildtyp, 
während P211A ca. 38 % Restaktivität aufwies, 
was darauf hindeutet, dass andere Aminosäu-
rereste die funktionalen Verluste zumindest 
teilweise kompensieren können. R190A hinge-
gen hatte deutlich stärkere Auswirkungen auf 
die Enzymaktivität (2,7 % Restaktivität), was 
auf eine wichtige Rolle des Restes für die Sub-
stratbindung/-orientierung hindeutet, ähn-
lich wie R139 (0,46 %; s. Abb. 3.26).  
Die Region zwischen T56 und H62 bildet ein 
kurzes Aminosäuremotiv (Konsensus T-H-
hydrophob-H-A-D-H-hydrophob-T/S), wel-
ches in allen Typ I- und Typ II-PDOs konser-
viert ist. In Typ III-Enzymen ist das dritte His-
tidin dagegen durch ein Phenylalanin oder 
Tyrosin ersetzt. T56 ist ein Aminosäurerest der 
sekundären Koordinationssphäre, H57 ein Ei-
senligand, während D61 und H62 ein Ionen-
paar bilden, welches mit H171 verbunden ist. 
Strukturell befinden sich D61 und H62 in einem 
loop der einen Teil der Substratbindungs- 
tasche bildet und sich in unmittelbarer Nähe 
zum katalytischen Eisenatom befindet. H59 ist 
das Homolog zu hETHE1-H81 und befindet 
sich ebenfalls in diesem loop. Es scheint dabei 
über ein Wassermolekül D61 zu koordinieren 
und mit seinem Nε-Atom eine Wasserstoffbrü-
cke zu E55 auszubilden. In einer vorangegan-
genen Studie wurde hETHE1-H81 als Amino-
säure identifiziert, die möglicherweise wich-
tig für die GSSH-Persulfid-Bindung als ersten 
Reaktionsschritt, noch vor der Eisenbindung, 
ist (Lin et al., 2016). Über den backbone-Sau-
erstoff des homologen AcPDO-H59 und von 
H62 wird der active site loop von Nδ aus dem 
in Typ I- und Typ II-PDOs konservierten N221 
stabilisiert. In der vorliegenden Arbeit durch-
geführte Mutationsanalysen zeigten, dass alle 
erwähnten Aminosäuren wichtig für ein funk-
tionales Enzym sind, mit Ausnahme von H59A 
welches  noch  6,6 %  Restaktivität  besaß  (s.  










Tabelle 3.5 | Überblick von spezifischen Aktivitäten des AcPDO- und des hETHE1-Wt und deren Varianten, 
Eisengehalte, Anzahl der Proteinpräparationen mit Anzahl der Aktivitätstests und Schmelzpunkte.  
Spez. Aktivität Fe-Gehalt Protein 
# Präp. | 
# Assays 
Tm 
# Präp. | 
 # Assays 
U/mg mol/Unter-  
einheit 
mg/l Medium °C 
AcPDO 
Wt 61,0 ± 5,8 0,78 ± 0,10 21,1 23 | 59 63.0 ± 1.3 5 | 15 
T13A 31,5 ± 3,9 0,80 ± 0,04 38,9 1 | 3 n.b.2 - 
E55A 0,5 ± 0,04 0,71 ± 0,07 23,1 1 | 6 n.b. - 
E55D 53,1 ± 3,1 0,78 ± 0,07 22,0 1 | 3 n.b. - 
T56A - - -1 3 | 0 - - 
H57A3 0,22 ± 0,1 0,01 ± 0,01 17,6 2 | 6 n.b. - 
H57G4 ≤ 0,05 0,00 ± 0,00 26,6 2 | 6 n.b. - 
H59A 4,1 ± 0,1 0,45 ± 0,02 25,1 1 | 3 n.b. - 
D61A ≤ 0,05 0,53 ± 0,01 36,4 1 | 6 61.0 ± 0.05 1 | 3 
H62A ≤ 0,05 0,76 ± 0,05 38,2 1 | 6 63.3 ± 0.05 1 | 3 
C87A 1,2 ± 0,1 0,73 ± 0,05 39,2 2 | 6 63.3 ± 1.4 3 | 8 
T110A 34,9 ± 2,1 0,75 ± 0,03 25,5 1 | 3 n.b. - 
H113A3 0,1 ± 0,02 0,03 ± 0,05 20,5 2 | 6 n.b. - 
H113G4 ≤ 0,05 0,00 ± 0,00 8,4 2 | 6 n.b. - 
T114A 0,6 ± 0,1 0,59 ± 0,02 8,9 1 | 3 n.b. - 
C117A 6,3 ± 0,3 0,65 ± 0,06 15,6 3 | 9 n.b. - 
C117S 41,8 ± 3,2 0,86 ± 0,07 34,2 1 | 3 n.b. - 
T128A 18,5 ± 1,9 0,39 ± 0,05 10,8 1 | 3 n.b. - 
D130A3 0,06 ± 0,03 0,02 ± 0,04 41,8 2 | 6 n.b. - 
D130E3 0,05 ± 0,01 0,34 ± 0,33 18,6 2 | 6 n.b. - 
D130H3 0,7 ± 0,02 0,03 ± 0,05 30,2 2 | 6 n.b. - 
C137A 33,5 ± 2,0 0,81 ± 0,05 31,2 2 | 6 n.b. - 
R139A 0,3 ± 0,04 0,78 ± 0,02 33,5 4 | 9 60.7 ± 0.8 1 | 3 
D141A 1,5 ± 0,2 0,50 ± 0,01 34,9 1 | 3 55.7 ± 0.2 1 | 3 
D141E 2,32 ± 0,2 0,62 ± 0,03 42,9 1 | 3 n.b. - 
H171A ≤ 0,05 0,74 ± 0,20 26,2 3 | 9 54.9 ± 0.7 1 | 3 
Y173A 6,6 ± 0,7 0,68 ± 0,02 26,2 3 | 6 n.b. - 
C180A 54,6 ± 4,7 0,79 ± 0,01 28,5 1 | 3 n.b. - 
R190A 1,7 ± 0,1 0,66 ± 0,02 20,1 1 | 3 n.b. - 
P211A 23,6 ± 0,6 0,84 ± 0,04 34,4 3 | 6 n.b. - 
K212A 5,8 ± 0,4 0,88 ± 0,04 38,5 3 | 6 n.b. - 
H213A 12,6 ± 1,2 0,78 ± 0,07 15,9 1 | 3 n.b. - 
N221A 0,5 ± 0,03 0,75 ± 0,04 33,3 1 | 6 n.b. - 
C224A 0,7 ± 0,06 0,97 ± 0,05 32,1 2 | 6 63.3 ± 0.05 2 | 6 
hETHE1 
Wt 51,2 ± 4,7 0,92 ± 0,10 36,0 3 | 9 n.b. - 
S100A 32,1 ± 3,7 0,81 ± 0,10 55,0 1 | 3 n.b. - 
S100C 19,7 ± 1,9 0,85 ± 0,07 40,2 1 | 3 n.b. - 
C247A 9,1 ± 0,8 0,84 ± 0,09 34,0 1 | 3 n.b. - 
1 es wurde kein Protein erhalten. 
2  n.b.; nicht bestimmt. 
3 Proteinvarianten erstellt und getestet von Seipel (2015). 









Abb. 3.22). Zusammen mit R139/D141 bildet 
H171 das Zentrum des breit gefächerten Was-
serstoffbrückennetzwerks der AcPDO, wel-
ches noch weit über die unmittelbare Nähe 
des Eisenzentrums und der Substratbindung 
hinausgeht. Dieser Zusammenhang erklärt 
möglicherweise auch, dass die H171A-Variante 
einen reduzierten Schmelzpunkt aufwies 
(8,1 °C geringer als das Wildtyp-Enzym; s. 
Abb. 3.24).  
Fe-O2- und Fe-O2-SR-Intermediate am Ei-
senzentrum 
Die AcPDO besitzt ein mononukleäres 
nicht-Häm Eisenatom (s. Kap. 3.4). Dieses 
wird auf einer Seite der oktaedrischen Koor-
dinationssphäre von zwei Histidinen und ei-
nem Aspartat zur Eisenverankerung im En-
zym und auf der anderen Seite von drei Was-
sermolekülen koordiniert (s. Abb. 3.16). 
Diese Geometrie ist typisch für das Metallbin-
dungsmotiv der 2-His-1-Carboxylat Triade, 
welches Bestandteil von hunderten Eisen-
Oxygenasen ist (Hegg & Que, 1997, Koehntop 
et al., 2005, Kal & Que, 2017). Die drei Was-
sermoleküle koordinieren das Eisenatom da-
bei in vielen Fällen nur im Grundzustand und 
schützen es womöglich vor einer Autooxida-
tion (Buongiorno & Straganz, 2013). Für die 
Katalyse werden diese Bindungsstellen, bzw. 
Teile davon, durch exogene Liganden ersetzt, 
zumeist das Substrat und O2.  
Unter den Mitgliedern der Metallo-β-Lacta-
mase-Familie befinden sich ebenfalls die Se-
quenz- und Struktur-verwandten Glyoxalasen 
II (GLXII). Diese Enzyme besitzen viele kon-
servierte Bereiche, die auch in den PDOs vor-
handen sind, unter anderem den Bereich um 
das Eisenbindungszentrum, wobei zwei Zink-
Ionen das katalytische Zentrum der Glyoxala-
sen bilden (Crowder et al., 1997). Das erste 
Zink-Atom wird in GLXII von drei Histidinen, 
einem Aspartat und einem Wassermolekül ko-
ordiniert und ist homolog zu dem katalyti-
schen Eisen in PDOs. Das zweite Zink-Atom 
wird über die gleichen Aspartat und Wasser-
moleküle ligiert und befindet sich mit ≈ 3,3 Å 
Abstand in unmittelbarer Nähe zum ersten 
Zink-Atom. Die Koordinationssphäre von 
Letzterem wird von den in der AcPDO homo-
logen Aminosäuren D61, H62 und H171 (AcPDO 
Nummerierung) gebildet, welche in dieser Ar-
beit bereits als essentiell für die PDO-Enzym-
aktivität ermittelt wurden und zentrale Bau-
steine des Wasserstoffbrückennetzwerkes 
sind. Die Ähnlichkeit der Reste, die in GLXII 
das zweite Zinkatom binden, mit den konser-
vierten Bereichen der PDOs des aktiven Zent-
rums sind vermutlich auch ein Grund, wes-
halb PDOs zunächst als GLXII klassifiziert 
worden waren, wobei später gezeigt wurde, 
dass sie trotz der großen Ähnlichkeit keine 
entsprechende Enzymaktivität aufwiesen 
(Maiti et al., 1997, Tiranti et al., 2004). GLXII-
Enzyme sind jedoch nicht auf eine binukleäre 
Zinkbindung begrenzt, sodass verschiedene 
GLXII unterschiedliche Spezifitäten für Eisen, 
Zink und Mangan besitzen (Crowder et al., 
1997, Cameron et al., 1999, Wenzel et al., 
2004, Marasinghe et al., 2005). Interessanter-
weise waren verschiedene bivalente Metallio-
nen, die in aktiven Zentren von GLXII vor-
kommen, als Inhibitoren für die AcPDO iden-
tifiziert worden (Wang et al., 2014). So ergab 
die Inkubation mit Nickel, Zink, Kupfer, Co-
balt und Quecksilber einen kompletten Aktivi-
tätsverlust der AcPDO, was darauf hindeuten 
könnte, dass die Bindung der Metalle an das 
zweite GLXII-Metallbindungsmotiv in PDOs 
womöglich nicht artifiziell ist und/oder das 
Eisen des katalytischen Zentrums ersetzt wird 
was in einem Funktionsverlust der PDO-Reak-
tion resultiert. Denkbar ist, dass solche PDOs 
mit zwei gebundenen Metallionen eine an-
dere katalytische Aktivität haben könnten, je-
doch ist dies bis heute nicht untersucht. Es ist 
jedoch auch nicht auszuschließen, dass Me-
talle irreversibel an den GSSH-Persulfidanteil 
binden und somit die enzymatische Reaktion 
unterbinden. 
EPR-Spektren zeigten, dass das Eisen der 
AcPDO nach Isolation im Oxidationszustand 
+3 vorliegt (s. Abb. 3.17). Nach Inkubation
mit GSSH kommt es zu einer leichten Re-










duktion des Zentrums. Außerdem ist eine 
Formveränderung des negativen isotropen  
g = 4,3 Signals im EPR-Spektrum sichtbar, 
was auf eine sich ändernde Eisengeometrie  
oder transiente Radikale während der Kata-
lyse schließen lässt, jedoch spekulativ ist. Das 
Reduktionspotential des Eisenzentrums ist für 
mononukleäre nicht-Häm Eisenzentren mit 
E0‘ = -233,8 mV relativ gering (Costas et al., 
2004), jedoch vergleichbar mit denen des  
hETHE1 (-272 mV; Henriques et al., 2014). 
Ein ähnlich niedriges Reduktionspotential 
wurde für die Schwefel Oxygenasen Redukta-
sen aus Ac. ambivalens und Tv. paradoxus be-
obachtet, die ebenfalls ein mononukleäres 
nicht-Häm Eisenatom besitzen und für die E0‘ 
von -268 mV bzw. -252 mV ermittelt wurden 
(Urich, 2005; Diese Arbeit, Kap. 5). Es war 
vermutet worden, dass das niedrige Reduk- 
tionspotential die Folge einer Anhäufung 
sauer Aminosäurereste in direkter Umgebung 
des Eisenzentrums sei, dies konnte jedoch zu-
mindest für die AaSOR nicht bestätigt werden 
(Urich, 2005). Auch für die AcPDO ist dies 
nicht der Fall, bei der sogar eine signifikant 
höhere Anzahl basischer im Vergleich zu sau-
ren Aminosäureresten in einem Umkreis von 
bis zu 8 Å um das Eisenzentrum vorhanden 
sind, sodass die Ursache des niedrigen Reduk-
tionspotentials ungeklärt bleibt. Stopped Flow-
Spektren zeigten spezifische Ladungstransfer-
Spezies (315, 420, 523 und 610 nm) nach In-
kubation der AcPDO mit GSSH (s. Abb. 3.20). 
Für hETHE1 wurden kürzlich spektroskopi-
sche Untersuchungen mit einem Nitrosyl-
Äquivalent (GS-NO) des Substrates und  
anschließenden Dichtefunktionaltheorie-Be-
rechnungen durchgeführt (Goudarzi et al., 
2018). Die Autoren haben insgesamt zehn 
verschiedene Ladungstransfer-Spezies identi-
fiziert, die entweder aufgrund der Substrat-
bindung an Eisen (Fe-S-S-R) oder Nitrosylbin-
dung an Eisen (Fe-NO--S-R) resultierten. 
Überlagerungen mit den in dieser Arbeit erho-
benen Spektren zeigten eine generelle und 
konsistente Verschiebung der Ladungstrans-
fer-Spezies um ca. 30-60 nm gegenüber de-
nen des hETHE1. Für hETHE1 wurden die 
Ladungstransfer-Übergangszustände bei ≈ 
17 800 cm-1 (entspricht 560 nm) 22 000 cm-1 
(450 nm) und 26 000 cm-1 (375 nm) als ver-
schiedene Persulfidbindungen an das Eisen-
zentrum interpretiert. In Anbetracht der 
Spektralverschiebung bei Messungen der 
AcPDO mit GSSH entspräche dies den hier be-
obachteten Spezies bei 523, 420 und 315 nm. 
Äquivalente zu der Ladungstransfer-Spezies 
bei 610 nm wurden dagegen nicht gefunden. 
Ladungstransfer-Spezies bei 600 nm in Anwe-
senheit von GSH wurden ebenfalls für das 
hETHE1 festgestellt und als schwache Bin-
dung der Thiolgruppe mit FeIII interpretiert 
(Kabil et al., 2018). Eine solche Ladungstrans-
fer-Spezies wurde für die AcPDO nach Inku-
bation mit GSH in UV-Vis-Spektren ebenfalls 
beobachtet (s. Abb. 3.18). Wurde aerobe 
AcPDO (Fe-O2) dagegen in Stopped Flow-Mes-
sungen mit GSSH inkubiert, war eine La-
dungstransfer-Spezies bei 385 nm sichtbar, 
die analog zum beobachteten Elektronen-
übergang von Persulfid und Eisen bei 375 nm 
im hETHE1 auftreten könnte (s. Abb. 3.19).  
Darüber hinaus wurden für hETHE1 keiner-
lei Eisen-Sauerstoff-Intermediate identifiziert. 
Für die mononukleäre α-Ketoglutarat-abhän-
gige nicht-Häm Taurin-Dioxygenase TauD 
wurde dagegen gezeigt, dass die Ladungs-
transfer-Spezies bei 318 nm einem high-spin 
FeIV-Oxo-Intermediat zuzuordnen ist, welches 
anschließend zu substratgebundenem FeII mit 
einer Absorption bei 520 nm reduziert wird 
(Price et al., 2003). Unklar ist jedoch, ob es 
sich bei der Ladungstransfer-Spezies bei 523 
nm tatsächlich um substratgebundenes FeII 
handelt, oder es sich doch um ein für Eisen-
Spektren typischen low-spin FeII-OOH-Kom-
plex im Bereich zwischen 500 und 550 nm 
handelt (Kim et al., 1997, Mizoguchi & 
Lippard, 1998, Simaan et al., 2000, Balland et 
al., 2003). Versuche mit biomimetischen 
Häm-Eisen-Komplexen deuten ebenfalls auf 
eine Bildung eines FeIV-Oxo-Komplexes aus-
gehend von einer homozyklischen Sauerstoff-









und äquivalent zu der Ladungstransfer-Spe-
zies bei 420 nm in AcPDO-GSSH-Gemischen 
sein könnte (Soper et al., 2007). Anregungs-
wellenlängen nahe des sichtbaren Niedrig-
wellenbereiches wurden für biomimetische 
Manganverbindungen einem Peroxo-zu-Me-
tall-Ladungstransfer zugeordnet (Coggins et 
al., 2013). Diese hatten einen Absorptions-
peak bei 640 nm und resultierten in einer star-
ken Grünfärbung der Lösung, wie sie auch für 
das AcPDO-GSSH-Gemisch beobachtet wurde 
(s. Abb. 3.20). Die Farbänderung könnte da-
bei ein Hinweis auf ein Peroxidbrücken-Inter-
mediat sein (Coggins et al., 2013). In spektro-
skopischen Untersuchungen an Cystein Di-
oxygenasen wurden ebenfalls metastabile In-
termediate identifiziert, die eine grüne Fär-
bung der Lösung aufwiesen (Villar-Acevedo et 
al., 2017). Die Ladungstransfer-Spezies hat-
ten Absorptionsmaxima bei 510 und 677 nm, 
wobei unklar blieb, ob es sich dabei um ein 
Sauerstoffdonor-Addukt oder sogar um eine 
Fe(V)-Spezies handelt. Spezifische Peroxo-zu-
Eisen-Ladungstransferspezies wurden weiter-
hin im sichtbaren Bereich bei ≈ 700 nm iden-
tifiziert (Brunold et al., 1998, Skulan et al., 
2004).  
Basierend auf Beobachtungen aus anderen 
Enzymen oder biomimetischen Systemen 
ergibt sich ein Gesamtbild der Fe-O2/S-Bin-
dung der AcPDO, in dem der Ladungstransfer 
bei 325 und 420 nm einem FeIV=O Interme-
diat, bei 523 nm einem FeII-S-S-R Komplex 
und bei 610 nm einem FeII/III-O-O Intermediat 
entsprechen könnten. Insgesamt bleibt jedoch 
festzustellen, dass die Zuordnung der La-
dungstransfer-Spezies der AcPDO während 
der GSSH-vermittelten Reaktion ohne quan-
tenphysikalische Berechnungen und/oder ex-
perimentellen Mößbauer-Spektroskopie-Da-
ten sehr spekulativ ist.  
Oberflächen-Cysteine sind essentiell und 
ein Ziel für Protein-S-Glutathionylierung 
Trotz eines geringen Grades an Konservie-
rung, bezogen auf ihre jeweiligen Positionen, 
scheinen Cysteine wichtig für die PDO-Aktivi-
tät zu sein (Jung et al., 2016). C117 und C137 
sind die einzigen Cysteine, die in der Nähe des 
aktiven Zentrums lokalisiert sind. Unter ihnen 
ist C117 in den meisten bakteriellen PDOs kon-
serviert, wenngleich es in einigen anderen 
TypI-PDOs durch Serin ersetzt ist (Sattler et 
al., 2015). In 3D-Strukturen stabilisiert das 
Cystein, bzw. das homologe Serin, über je-
weils ein Wassermolekül die beiden His-Ei-
senliganden und nimmt somit eine zentrale 
Rolle in der sekundären Metallkoordinations-
sphäre ein. Der C117S Austausch besaß Enzym-
aktivitäten nahe des Wildtyp-Enzyms, wäh-
rend die Alanin-Substitution einen Aktivitäts-
verlust auf 10 % bewirkte (s. Kap. 3.7; Abb. 
3.28). Diese Ergebnisse bestätigen die struk-
turell zentrale Position der SH/OH-Gruppe im 
nahen Wasserstoffbrückennetzwerk um das 
Eisenzentrum. Dagegen scheinen C137 und 
C180 keine wichtigen Funktionen einzuneh-
men, da deren Alanin-Austausche nur gerin-
gen Einfluss auf die Enzymaktivität zeigten.  
In Bezug auf die generelle Konservierung 
stellt das Proteinoberflächen-assoziierte C224 
eine Ausnahme dar, da es in allen TypI-PDOs 
konserviert ist, außer in einem putativen En-
zym aus Cupriavidus pinatubonensis. In der 
AcPDO-Röntgenkristallstruktur ist die C224-
Thiolgruppe der aus C87 zugewandt mit klar 
definierter, durchgängiger Elektronendichte 
und einem S-S-Abstand von 2 Å, was auf eine 
Ausbildung einer Disulfidbrücke zwischen 
den beiden Resten hindeutet (s. Abb. 3.31). 
Bereits in der Röntgenkristallstruktur der 
MxPDO (Sequenzidentität: 59%) lagen die 
beiden homologen Cysteine in unmittelbarer 
Nähe, jedoch nicht in Disulfidbrücken-Distanz 
(S-S Abstand 3,5 Å) mit klar abgegrenzter 
Elektronendichte (Sattler et al., 2015). Das 
hETHE1 Homolog C247 wurde in Mutagenese-
Studien als essentiell für die Enzymaktivität 
definiert (Jung et al., 2016) und zeigt in der 
Röntgenkristallstruktur eine zweifache Oxida-
tionsmodifikation als Cysteinsulfinsäure, was 
von den Autoren als Reinigungsartefakt inter-
pretiert wurde (Pettinati et al., 2015). Interes-
santerweise besitzt auch C247-OOH keine klar 










abgegrenzte Elektronendichte, sondern 
scheint direkt mit dem C87-homologen S100 zu 
interagieren (s. Abb. 3.31). C87 wurde in die-
ser Arbeit für die AcPDO ebenfalls als wichtig 
für die Enzymaktivität ermittelt, ist jedoch in 
vielen anderen eukaryotischen als auch bak-
teriellen PDOs nicht konserviert.  
Nicht-reduzierende SDS-PAGE nach NEM-
Behandlung zeigten Doppelbanden für das 
AcPDO Monomer (s. Abb. 3.30). Wurde das 
Protein dagegen vor der gelelektrophoreti-
schen Trennung mit DDT reduziert war nur 
noch eine der beiden Banden sichtbar. Die De-
rivatisierung des nativen Proteins mit MalPEG 
resultierte in dem Auftreten von fünf Protein-
banden, jede um ≈ 10 kDa verschoben, wobei 
die kleinere der beiden Monomerbanden im-
mer noch vorhanden war. Eine ähnliche Ver-
schiebung war bei den einfach und doppelt 
derivatisierten MalPEG Proteinbanden sicht-
bar, sowohl mit als auch ohne Reduktion mit 
DTT, wobei die Zugabe von NEM die PEGylie-
rung effektiv blockierte. Diese Ergebnisse be-
stätigen zum einen, dass C87 und C224 auch in 
Lösung in Teilen des nativen Proteins eine 
Disulfidbrücke ausbilden können und zum an-
deren, dass die oxidierte Form der AcPDO au-
genscheinlich kompakter ist und schneller in 
Polyacrylamidgelen migriert, unabhängig 
vom Grad der PEGylierung. Mehrere starke 
PEGylierungs-Signale im isolierten Protein 
ohne NEM-Vorbehandlung deuten auf eine 
schrittweise Modifizierung aller fünf Cysteine 
hin (die Signale der Western-Hybridisierung 
waren zwar stärker als die Coomassie-gefärb-
ten Banden, haben jedoch aufgrund der Per-
oxidase-Reaktion keine Aussagekraft bezüg-
lich der Quantität). Die C87A und C224A Vari-
anten zeigten dagegen eine deutliche Ver-
schiebung zu höheren Massen, was auf eine 
Sättigung der Modifikation hinweist und eine 
bessere Zugänglichkeit der ansonsten (teil-
weise) geschützten Cysteine im Inneren des 
Proteins nahelegt (s. Anhang, Abb. S-3.1). Der 
Grund hierfür könnte derselbe sein, der dafür 
verantwortlich ist, dass das Wildtyp-Enzym in 
Polyacrylamidgelen schneller migriert: Die C-
terminale α-Helix scheint durch die Disulfid-
brücke stabilisiert zu werden (Abb. 3.36 A). 
Atomare Verschiebungsparameter (a.d.p.s) 
der AcPDO-Röntgenkristallstruktur stützen 
diese These, da die C-terminale α-Helix und 
Coil-Struktur hohe a.d.p.s-Werte (durch-
schnittlich 133,4 Å zwischen den Aminosäu-
ren 207 und 225) besitzt und demnach flexi-
bel zu sein scheint. Diese Flexibilität be-
schränkt sich nicht nur auf die AcPDO sondern 
ist in allen verfügbaren TypI-PDO-Kristall-
strukturen vorhanden (s. Anhang, Abb. S-
3.3). Eine Substitution eines der beiden Cys-
teine führt demnach höchstwahrscheinlich zu 
einer nochmals erhöhten Flexibilität um den 
starren Proteinkern. Dies könnte auch die 
Schmelzpunkte erklären, die sich in den Cys-
tein-Varianten im Vergleich zum Wildtyp 
nicht ändern (s. Abb. 3.29). Mutationsanaly-
Abbildung 3.36 | Strukturelle Darstellung der Verbindung von Oberflächen-Cysteinen und dem aktiven Zent-
rum der AcPDO. A. Disulfidbrücke, die über N221 in der C-terminalen α-Helix einen active site loop koordiniert. 









sen des sich in der C-terminalen α-Helix be-
findlichen konservierten N221 stützen diese 
These. N221 bildet Wasserstoffbrücken zu Pro-
tein-backbones von H59 und H62 aus. Diese be-
finden sich in einem loop im aktiven Zentrum, 
in dem auch D61 liegt. N221 ist dabei eine zent-
rale Aminosäure, die das Sekundärstruktur-
element stabilisiert und ausrichtet (Abb. 3.36 
A). Eine Substitution zu Alanin resultierte in 
einem fast kompletten Aktivitätsverlust 
(≈ 0,7 % Restaktivität) auf das Niveau der 
Cystein-Varianten (s. Abb. 3.22). Es erscheint 
daher wahrscheinlich, dass die Disulfidbrücke 
an der äußeren Proteinoberfläche ein Redox-
aktives Zentrum bildet und über N221 indirekt 
an der Katalyse am aktiven Zentrum beteiligt 
ist. Ein Elektronentransfer zwischen den 
Oberflächen-Cysteinen und dem katalyti-
schen Zentrum, scheint aufgrund der großen 
Entfernung (16,1 Å) zwar unwahrscheinlich, 
aber möglich, insbesondere da der Raum zwi-
schen dem Eisenatom und der Disulfidbrücke 
einen durchgängigen Tunnel bildet (Abb. 
3.36 B). In diesen Hohlraum ragt mit H59 zwar 
nur ein Aromat, jedoch wurde gezeigt, dass 
Elektronen über eine Distanz von 15 bis 20 Å 
ohne weitere Beteiligung von Aromaten über-
tragen werden können (Gray & Winkler, 
2009, Winkler & Gray, 2015). So wird für 
TauD vermutet, dass ein solcher Elektronen-
transfer Aminosäurereste des aktiven Zen-
trums vor Schädigungen in Folge von langsa-
mer oder nicht erfolgreicher Substrat-Hydro-
xylierung schützt, indem das Elektron des 
stark oxidierenden FeIV=O Intermediates auf 
die Proteinoberfläche übertragen wird und 
dort mit intrazellulären Reduktionsmitteln, 
wie bspw. GSH reagieren kann (Winkler & 
Gray, 2015). Denkbar wäre in diesem Fall ein 
Elektronenübertragungsweg über Fe-(H59)-
C224 wobei es für einen solchen Elektronen-
transportweg keine Evidenzen gibt und er so-
mit für die AcPDO noch spekulativ ist.  
Disulfidbrücken in Proteinen sind keine 
Seltenheit, auch wenn die Proteine cytoplas-
matisch in E. coli unter reduzierenden Bedin-
gungen produziert wurden. Zahlreiche Pro-
teinkristallstrukturen mit intakten Disulfid-
brücken sind heutzutage in den Proteindaten-
banken verzeichnet, nachdem die Proteine 
aus E. coli-Cytoplasma isoliert worden waren 
(z.B. Thioredoxin, 3DIE (Garcia-Pino et al., 
2009); artifizielle Disulfidpeptide (Pu et al., 
2018); humane Zn-Cu Superoxid Dismutase 
(Mercatelli et al., 2016)). Der Anteil oxidier-
ter gegenüber reduzierter Disulfide im Cyto-
plasma von E. coli und anderer Zellen ist ab-
hängig von einer Kombination des Redukti-
onspotentials des betreffenden Disulfids, dem 
durchschnittlichen Reduktionspotentials im 
Cytoplasma (E. coli BL21: im Bereich zwi-
schen -235 und -305 mV und durchschnittlich 
-260 mV; Zhang et al. (2014)), dem Verhält-
nis von Redox-Mediatoren (meistens aus dem
GSH/GSSG-Paar; E0‘ ≈ 250 ± 20 mV; (Gorin
et al., 1975)) und dem Grad der Bildung von
Cysteinsulfensäure in Proteinen durch endo-
genes H2O2 und cytoplasmatische Thiolper-
oxidasen (Flohé, 2013, Mercatelli et al.,
2016). Disulfide bilden sich durch die Reak-
tion zwischen dem Thiol und der Sulfensäure
spontan (Dalle-Donne et al., 2009,
Winterbourn, 2015). Thioredoxin und
Glutaredoxin wirken als Antagonisten und re-
duzieren cytoplasmatische Disulfide in Ab-
hängigkeit von der NADPH-Konzentration
und der jeweiligen Reduktasen. Ausgehend
von diesen Beobachtungen sollte das Reduk-
tionspotential der Disulfidbrücke in der
AcPDO im ähnlichen Bereich sein, sodass das
Protein sowohl in oxidierter als auch in redu-
zierter Form vorliegen kann, übereinstim-
mend mit den gelelektrophoretischen und
den PEGylierungs-Ergebnissen. Ähnliche Be-
obachtungen wurden für die humane Cystati-
onin β-Synthase (CBS) gemacht (Niu et al.,
2018). CBS ist ein zentrales Enzym im trans-
Sulfurierungsweg, der an der Umsetzung von
Homocystein zu Cystein beteiligt ist. Zwei
Cysteine, die ebenfalls in weiter Entfernung
zum aktiven Zentrum sind (≈ 20 Å) bilden
eine Disulfidbrücke aus und scheinen essenti-
ell für die Aktivität des Enzyms zu sein. Auch
hier wurde gezeigt, dass der Prozess der Re-










duktion und Oxidation dynamisch ist. Das Re-
duktionspotential der Disulfidbrücke betrug 
- 314 mV (pH 7,4) und ist damit etwas nega-
tiver als das cytoplasmatische Reduktionspo-
tential von Glutathion (Dooley et al., 2004,
Meyer & Dick, 2010).
Die Reduktion mit TCEP führte zu einer 
Verringerung der AcPDO-Enzymaktivität auf 
≈ 25 % (s. Abb. 3.35). Weitere Derivatisierung 
des reduzierten Proteins mit NEM führte zu 
einem stärkeren Abfall der Enzymaktivität als 
jedes der verwendeten Agenzien für sich al-
leine, was darauf hindeutet, dass das gesamte 
Protein sensitiver gegenüber dem Inhibitor 
ist, wenn die Disulfidbrücke zuvor reduziert 
wurde. TCEP besitzt ein Reduktionspotential 
von ca. -290 mV und ist als ein nicht-Schwe-
fel-basiertes Reduktionsmittel für die selek-
tive Reduktion von Disulfidbrücken bekannt 
(Pullela et al., 2006, Peng et al., 2013), kann 
jedoch auch das Eisenzentrum reduzieren.  
Massenspektrometrische Analysen von 
AcPDO Peptidfragmenten zeigten darüber 
hinaus, dass C137 und vor allem C87 nach Inku-
bation mit GSSH glutathionyliert vorkommen 
(s. Tab. 3.4). Im Fall von C87 wurde eine sol-
che Modifikation ebenfalls in geringem Aus-
maß nach Inkubation mit GSH und S0 beo-
bachtet. ESI MS der jeweiligen Holoenzyme 
ergaben insbesondere bei den C87A und C224A 
Varianten Glutathion-Addukte, welche im 
Wildtyp-Enzym nur rudimentär vorhanden 
waren (s. Abb. 3.31). Glutathionylierung ei-
nes der beiden Disulfid-bildenden Cystein-
Reste kann dabei durch einen Thiol-Disulfid-
Austausch mit GSSH erklärt werden. Im Ge-
gensatz dazu könnte die Glutathionylierung 
der freien Thiole in den C87A und C224A Vari-
anten zusätzlich auf einer Addition von GSH 
an einem zuvor oxidierten Cysteinsulfen-
säure-Rest oder einem Cystein-Thiyl-Radikal 
basieren (Abb. 3.37) (Dalle-Donne et al., 
2009, Murphy, 2012). Cystein-Oxidationen 
könnten beispielsweise durch die Verände-
rung der Proteinmasse von 27 046 Masseein-
heiten zu 27 078 und 27 094 Masseeinheiten 
in den C87A und C224A Varianten angezeigt 
werden, die auch nach GSH/GSSH-Inkuba-
tion auftraten. Über die exakte Position der 
Oxidation kann jedoch nur spekuliert werden, 
da manche Histidin-, Tryptophan- und Me-
thioninreste ebenfalls in den Messungen der 
Peptidfragmente oxidiert vorlagen (nicht ge-
zeigt). Dies könnte demnach ein Effekt der 
besseren Zugänglichkeit für Oxidationsreakti-
onen in Abwesenheit der Disulfidbrücke sein. 
Einen Hinweis für die Oxidation an den Ober-
flächen-Cysteinen liefert die Kristallstruktur 
des hETHE1 und die der PDO aus Arabidopsis 
thaliana, in denen das C224-Homolog zweifach 
oxidiert vorkommt (McCoy et al., 2006b, 
Pettinati et al., 2015).  
Abbildung 3.37 | Darstellung von Möglichkeiten der Cystein-Modifikation in der AcPDO in Abhängigkeit re-
duzierender oder oxidierender Bedingungen. Grün, Zustände ohne (dauerhafte) Proteinschädigung; Rot, Zu-









Jung et al. (2016) hatten bereits Cysteine 
im hETHE1 gegen Serin substituiert und da-
bei C247 als essentiell für die PDO-Aktivität 
eingestuft. Im Rahmen dieser Arbeit bestä-
tigte eine C247A Variante die Ergebnisse (s. 
Abb. 3.28). Die Autoren hatten ebenfalls ge-
zeigt, dass C247 mit mehreren Sulfanschwefel 
modifiziert zu sein scheint und dies als Pro-
tein-gebundene Polysulfidierung interpre-
tiert. Die verwendete Methode (chemische 
Modifikation des Proteins, gefolgt von einem 
Gel Shift Assay) kann jedoch nicht zwischen 
Cystein-gebundenem Sulfanschwefel, Disul-
fidbrücken oder einer Protein-S-Glutathiony-
lierung unterscheiden. Die hier neu durchge-
führten ESI MS Analysen des hETHE1 zeigten 
hingegen ebenfalls eine Glutathionylierung, 
die im Gegensatz zur AcPDO bereits im Wild-
typ stark ausgeprägt ist (s. Abb. 3.34). Dies ist 
nicht verwunderlich, da das humane Enzym 
nicht in der Lage ist, Disulfidbrücken auszu-
bilden und außerdem acht Cysteinreste ent-
hält. Dennoch besitzt es vergleichsweise hohe 
Enzymaktivitäten, sodass darüber spekuliert 
werden kann, ob die Glutathionylierung in 
diesem Fall die Stabilisierung der C-termina-
len α-Helix über Wasserstoffbrückenbindun-
gen zu den umliegenden Aminosäureresten 
übernimmt. Die Umgebung der AcPDO liefert 
nach molekularem Docking von GSH an C224 
einige potentielle Wasserstoffbücken, die die 
Koordination der C-terminalen α-Helix in Ab-
wesenheit der Disulfidbrücke zumindest teil-
weise übernehmen könnten (Abb. 3.38). Mo-
lekulares Docking von GSH an hETHE1-C247 
mit anschließender Energieminimierung 
zeigte ebenfalls eine Stabilisierung der C-ter-
minalen α-Helix, jedoch nicht über die ana-
loge Helix der AcPDO, sondern über A110 und 
insbesondere Q109, die sich in einem kristallo-
graphisch starren loop befinden. Aber auch 
R246, analog zu R223 in der AcPDO, scheint an 
der Ausrichtung von Protein-gebundenem 
GSH beteiligt zu sein. Generell sind in der 
Umgebung der Oberflächen-Cysteine viele ba-
sische Aminosäuren angehäuft, was die Gluta-
thionylierung favorisiert (Grek et al., 2013). 
Eine der basischen Aminosäuren (R70) ist da-
bei zusammen mit D89 in unmittelbarer Nähe 
zur C87-S-S-C224 Disulfidbrücke und in fast al-
len Typ I-PDOs konserviert oder im Fall von 
R70 in manchen PDOs durch Lysin substituiert. 
Hieraus ergibt sich ebenfalls die Möglichkeit 
der Glutathionylierung über eine katalytische 
Triade, bei der C224 selbst als Nukleophil dient 
(Abb. 3.36 B). Das ionisierte C224 stellt in der 
Folge einen Katalysator für die Reaktion mit 
Glutathion(-Persulfid), aber auch für oxida-
tive Modifikationen, dar (Bürgisser et al., 
1995). Einen ähnlichen Zusammenhang zwi-
schen einer potentiellen katalytischen Triade 
und Protein-S-Glutathionylierung wurde be-
Abbildung 3.38 | Molekulares Docking von GSH an C224/C247 in der AcPDO bzw. hETHE1 mit anschließender 
Energieminimierung. Eingezeichnet sind mögliche Wasserstoffbrücken zu benachbarten Aminosäureresten, 
die an der Stabilisierung der C-terminalen α-Helix in Folge der Protein-S-Glutathionylierung beteiligt sein 
könnten. 










reits für Peroxiredoxin beschrieben, konnte 
jedoch nie experimentell bestätigt werden 
(Manevich et al., 2007, Zhang et al., 2018). 
Zusammenfassend deuten die Ergebnisse 
daraufhin, dass die Disulfidbrücke zwischen 
C87 und C224 und/oder die Protein-S-Gluta-
thionylierung essentiell für die Aktivität der 
AcPDO sind, wobei sie womöglich über N221 
einen essentiellen loop des aktiven Zentrums 
koordinieren.  
PDO Reaktionsmechanismus 
Bislang veröffentliche Theorien der Reakti-
onsmechanismen von PDOs basieren zum gro-
ßen Teil auf postulierten Mechanismen von 
Cystein Dioxygenasen (CDOs) und Isopenicil-
lin N Synthasen (IPNS) und fokussieren sich 
ausschließlich auf die Reaktion am katalyti-
schen Eisenzentrum. Im Rahmen dieser Arbeit 
wurden drei Aminosäuren (D61, H62 und H171) 
identifiziert, die essentiell für die Enzymakti-
vität sind und sich in unmittelbarer Nähe zum 
Eisenzentrum befinden (s. Kap. 3.5 und 3.6). 
Aufgrund der Konservierung dieser Amino-
säuren in PDOs und deren Position im aktiven 
Zentrum liegt eine mechanistische Beteili-
gung der drei Aminosäurereste nahe. Darüber 
hinaus deuten spektroskopische Untersuchun-
gen der AcPDO mit GSSH daraufhin, dass sich 
während der Katalyse ein Fe(IV)-Intermediat 
bildet, wie es unter anderem für CDOs postu-
liert und spektroskopisch begründet wurde (s. 
Kap. 3.4) (Tchesnokov et al., 2016, Villar-
Acevedo et al., 2017). Basierend auf den Er-
gebnissen dieser Arbeit kann der bislang hy-
pothetische PDO-Reaktionsmechanismus ent-
sprechend modifiziert und erweitert werden 
(Abb. 3.39). 
Das katalytische Fe(II) wird im Grundzu-
stand von zwei Histidinen und einem Aspar-
tat, zusammen mit drei H2O in einer oktaedri-
schen Koordinationssphäre ligiert (1, a). Im 
ersten Schritt der Katalyse kommt es zur 
GSSH-Bindung an das Eisenatom (2), indem 
es die Position des zentralen Wasserliganden 
(H2O1) einnimmt. Darauffolgend wird ein 
weiterer Wasserligand (H2O2) durch Sauer-
stoff ersetzt unter Bildung eines Superoxo-Ra-
dikals (3). Die Sauerstoffbindung wird jedoch 
erst durch die Rotation von D61 um sein Cβ-
Atom möglich, wodurch eine geräumige Ta-
sche für die O-O-Bindung am Eisenzentrum 
entsteht (b). Die Rekombination des Super-
oxo- und des Schwefelradikals des GSSH-Sul-
fanschwefels resultiert in einem zyklischen 
Peroxo-Intermediat (4). Die O-O-Bindung 
wird anschließend durch H171 homolytisch ge-
spalten, wobei die Protonenlücke an H171 
durch Säure-Base katalysiertes Protonen-
Shuffling über H62 und D61 wieder aufgefüllt 
wird (5, b, c). Solche Protonen-getriebenen 
reduktiven Spaltungen sind in einigen Enzy-
men bereits als zentraler Schritt der O2-Re-
duktion beschrieben, beispielsweise in der Cy-
tochrom c Oxidase aus Paracoccus denitrifi-
cans oder biomimetischen nicht-Häm Eisen-
Oxo-Komplexen (Gorbikova et al., 2008, Cho 
et al., 2011). In der Folge der reduktiven O-O 
Spaltung entsteht ein Fe(IV)=O-Zwischenzu-
stand, an dem weiterhin der R–SSO-Ligand 
gebunden bleibt (6). Für den folgenden Sau-
erstoffatomtransfer müssen, wie bereits von 
Goudarzi et al. (2018) postuliert, schrittweise 
zwei Elektronen des distalen Schwefelatoms 
auf das Eisen übertragen werden, um die 
Fe=O-Bindung aufzubrechen und eine zweite 
S-O-Bindung zu bilden (7). Die dioxygenierte
Persulfidbindung wird anschließend in zwei
aufeinanderfolgenden Schritten hydrolysiert,
wodurch zunächst das Reaktionsprodukt GSH
und anschließend Sulfit entsteht (8). Insge-
samt wird damit deutlich, dass D61 eine essen-
tielle Rolle als kontinuierlicher Protonenüber-
träger zwischen H62 und H171 in Säure-Base-
katalysierten Reaktionen während der Kata-
lyse einnimmt, wobei vergleichbare Mecha-
nismen häufig in aktiven Zentren von Enzy-
men zu finden sind (Chivers & Raines, 1997,
Kumar et al., 2006, Karaman & Menger,
2012). Das pH-Profil der AcPDO, welches ein
Optimum bei 7,5 besitzt, bestätigt zudem die
für die Katalyse notwendige, flexible Proto-
nierung/Deprotonierung der Histidine (pKS









Abbildung 3.39 | Hypothetischer Reaktionsmechanismus der PDO-Reaktion. A, Strukturelle Darstellung es-
sentieller active site Aminosäuren mit modelliertem GSSH und Wassermolekülen (rot, a), Superoxid (dunkel-
rot, b) bzw. Fe(IV)=O- und RSS=O-Intermediaten (hellrot, c). Die Nomenklatur der Wassermoleküle wurde 
entsprechend der bereits eingeführten Nummerierung aus Kapitel 3.6, Abb. 3.27 übernommen. B, Interme-
diate während der Reaktion mit Protonenübertragungswegen im aktiven Zentrum. R1 und R2 des GSSH-Sub-
strates entsprechen jeweils dem Glycin-Anteil und der Grundstruktur mit Cβ-Cγ des Glutamat-Anteils. Die 
GSH-Grundstruktur ist grau dargestellt. 















Biochemische Charakterisierung der 
SOR aus Tv. paradoxus 










 Schwefel Oxygenasen Reduktasen (SORs) 
katalysieren eine sauerstoffabhängige Dispro-
portionierungsreaktion von elementaren 
Schwefel mit Sulfit, Thiosulfat und Sulfid als 
nachweisbare Reaktionsprodukte. Das Thio-
sulfat: Sulfit-Verhältnis erhöht sich mit anstei-
genden Temperaturen und pH-Werten, sodass 
es wahrscheinlich erscheint, dass Thiosulfat 
das Produkt einer schnellen, nicht-enzymati-
schen Reaktion von Sulfit mit elementaren 
Schwefel bei Temperaturen über 70 °C und 
pH-Werten über 6 ist (Kletzin, 1989, Veith et 
al., 2012, Pöll, 2016, Rühl et al., 2017). Die 
Oxygenase- und Reduktase-Aktivität konnte 
bislang in zahlreichen SOR-Mutagenese-Stu-
dien nicht voneinander getrennt werden. 
 Ursprünglich wurden SORs in thermoacido-
philen, Schwefel-oxidierenden Archaea ge-
funden, die optimales Wachstum zwischen 70 
und 80 °C und pH 1 und 4 zeigen (Emmel et 
al., 1986, Kletzin, 1989, He et al., 2000; s. 
Tab. 1.1). Später wurden sor-Gene ebenfalls 
in den Genomen mesophiler und thermophi-
ler Bakterien, wie Aquifex aeolicus, Sulfobacil-
lus spp. und Acidithiobacillus spp. identifiziert 
(Mangold et al., 2011). Manche von ihnen 
wurden in E. coli exprimiert, wobei die ent-
sprechenden, gereinigten Proteine vergleich-
bare biochemische Eigenschaften wie die ar-
chaealen SORs zeigten (Sun et al., 2003, 
Pelletier et al., 2008, Veith et al., 2012, Zhang 
et al., 2013a, Guo et al., 2014). SORs zeigten 
alle Temperaturoptima zwischen 65 und 
85 °C und pH-Optima zwischen 5 und 8,4, so-
gar die aus dem mesophilen Gammaproteo-
bakterium Halothiobacillus neapolitanus 
(HnSOR; TOpt: 80 °C; pHOpt: 8,4; Veith et al., 
2012)(s. Tab. 1.1 für einen Überblick über die 
biochemischen Eigenschaften aller bislang 
charakterisierter SORs).  
Bis heute wurden sor Gene in 35 verschie-
denen Bakterien und Archaea gefunden (Rühl 
et al., 2017; s. Abb. 1.4 für einen Überblick 
des SOR-Dendrogramms) und bilden damit 
eine relativ kleine Proteinfamilie, die jedoch 
eine wichtige Rolle bei der Oxidation von ele-
mentaren Schwefel im biogeochemischen 
Kreislauf einnehmen. Kürzlich wurden sor-
Gene in haloalkaliphilen Thioalkalivibrio spp. 
identifiziert. Dabei ist die SOR aus Thioalka-
livibrio paradoxus und eine der beiden SORs 
aus Tv. nitratireducencs im phylogenetischen 
SOR-Stammbaum tiefabzweigend, weshalb 
sich die Frage stellt, inwiefern diese Enzyme 
SOR-Aktivität besitzen oder ob die Aufteilung 
im Proteinstammbaum die Entwicklung einer 
neuen SOR-Untergruppe darstellt. Erste bio-
chemische Untersuchungen der TpSOR hat-
ten, verglichen mit anderen SORs, ähnliche 
proteinbiochemische Eigenschaften gezeigt, 
mit einem Temperaturoptimum von 80 °C bei 
pH 9,0 (Rühl, 2015), obwohl Tv. paradoxus 
optimale Wachstumstemperaturen von ca. 
30-37 °C besitzt (s. Kapitel 7 für Details). Übe-
raschenderweise zeigte die TpSOR in kolori-
metrischen Nachweisreaktionen der SOR-Re-
aktionsprodukte nur eine geringe Reduktase-
Aktivität. Struktur-basierte Sequenzalign-
ments zeigen, dass alle bislang identifizierten
SORs konservierte Bereiche besitzen unter de-
nen sich drei Cysteine befinden (Abb. 4.1). In
allen verfügbaren SOR-Kristallstrukturen ra-
gen die Aminosäurereste der Cysteine in die
active site pocket  und standen in der Vergan-
genheit im Fokus von Mutagenese-Studien
der archaealen SORs aus Acidianus ambiva-
lens (AaSOR) und Ac. tengchongensis (AtSOR)
(Chen et al., 2005, Urich et al., 2005b, Urich
et al., 2006, Li et al., 2008, Veith et al., 2012).
Sowohl für AaSOR als auch AtSOR wurde ge-
zeigt, dass eines der konservierten Cysteine
(C31) essentiell für die Enzymaktivität ist,
während die Mutagenese von C101 und C104 ei-
nen starken Abfall der Enzymaktivität zur
Folge hatte, wobei hier die verbleibenden En-
zymaktivitäten zwischen beiden Enzymen un-
Einleitung










terschiedlich waren. So zeigte die C101S Vari-
ante der AaSOR eine verbleibende Enzymak-
tivität von ca. 1 %, während die Alanin-Vari-
ante ca. 12 % Restaktivität besaß und die 
C104A/S Varianten sogar durchschnittlich 
15 % (Urich et al., 2005b). In der AtSOR wa-
ren die Auswirkungen dagegen deutlich stär-
ker ausgeprägt mit verbleibenden Enzymakti-
vitäten von 0,8 bzw. 1,6 % in den jeweiligen 
C101/104S-Varianten (Chen et al., 2005).  
Dementsprechend sollte die TpSOR im Rah-
men dieser Arbeit zum einen im Hinblick auf 
ihre Temperaturoptimum und Thermostabili-
tät gegenüber den Vorarbeiten (Rühl, 2015) 
vertieft charakterisiert und eine chroma-
tographische Methode zur direkten Detektion 
der SOR-Reaktionsprodukte nach Enzym-
reaktion entwickelt werden, mit besonderem 
Fokus auf der Reduktase-Aktivität der TpSOR 
und der allgemeine Stöchiometrie von SORs. 
Zum anderen sollten die homologen Cysteine 
der SORs aus Thioalkalivibrio paradoxus und 
Halothiobacillus neapolitanus substituiert und 
die Auswirkungen auf die Enzymaktivität er-
mittelt werden, um die mechanistische Rolle 
der konservierten Cysteine zu verstehen.  
Abbildung 4.1 (folgende Seite) | Protein-Alignment von SOR-Sequenzen. Sequenzen wurden mittels MAFFT 
ausgerichtet und manuell anhand ihrer 3D-Strukturen korrigiert. Zylinder, α-Helices; Pfeile, β-Faltblätter. Css, 
Cystein Persulfid in der AaSOR; Fe, Eisenliganden; 3-f, Porenbildende Aminosäurereste der Dreifachsymme-
trieachse; C101-C104, konservierte Cystein-Reste der Bindungstasche des aktiven Zentrums; schwarzer Balken, 
Aminosäuren in einem loop und einer Helix, welche an der schornsteinähnlichen Struktur der Vierfachsym-
metrieachse beteiligt sind; 4-f, Porenbildende Aminosäuren der Vierfachsymmetrieachse; Pore, Aminosäuren 



















4.1 Temperaturoptimum und 
Thermostabilität 
Die SOR aus Tv. paradoxus (TpSOR) wurde 
rekombinant in E. coli produziert, mit durch-
schnittlichen Proteinausbeuten von 30,9 ± 
13,9 mg lösliches Protein pro Liter Expressi-
onskultur. Enzymaktivitätstests des Zellge-
samtextraktes belegten, dass dies ≈ 6 % des 
gesamten löslichen Proteins in E. coli ent-
spricht (nicht gezeigt). SDS-PAGE zeigte eine 
charakteristische Hauptproteinbande mit ei-
ner molekularen Masse von ≈ 36 kDa, was der 
Masse einer SOR-Untereinheit entspricht 
(Abb. 4.2). Der durchschnittliche Eisengehalt 
der Proteinpräparationen betrug 0,89 ± 0,2 
nmol Eisen pro SOR-Monomer (neun unab-
hängige Proteinpräparationen, je dreimal ge-
messen). 
Die Messungen der Enzymaktivität erfolg-
ten durch kolorimetrische Bestimmung der 
Produktmengen zu unterschiedlichen Zeit-
punkten (Kletzin, 1989, Urich et al., 2004). 
Um die Sensitivität und Reproduzierbarkeit 
der Ergebnisse zu verbessern und um nicht-
enzymatische Hintergrundreaktionen stärker 
zu unterdrücken, wurde der ursprüngliche 
SOR-Aktivitätstest modifiziert. Die Optimie-
rungen resultierten in einer kürzeren Inkuba-
tionsdauer des Enzyms und in geringeren En-
zymkonzentrationen, die im Enzymtest einge-
setzt werden müssen (Rühl & Kletzin, 2017). 
Mittels des optimierten Enzymtests wurden 
maximale Oxygenase-Aktivitäten der TpSOR 
von 454 U/mg Protein bei 80 °C und pH 9 er-
reicht. Die durchschnittlichen Oxygenase-Ak-
tivitäten verschiedener TpSOR  Präparationen 
betrugen 323 ± 82 U/mg Protein (n = 13 Prä-
parationen, je dreimal gemessen). Die ent-
sprechenden Oxygenase-Aktivitäten der 
AaSOR lagen mit dem optimierten SOR-En-
Abbildung 4.2 | Coomassie-gefärbtes 10 % Tris-
Tricin-SDS-Polyacrylamidgel der TpSOR-Reinigung. 
Es wurden 25 µg Protein des Säulendurchflusses 
und 10 µg Protein für die Elutionsfraktionen auf-
getragen. M, Markerproteine 
Abbildung 4.3 | Temperatur- und pH Anhängigkeit der TpSOR-Enzymreaktion A, Temperaturprofil der TpSOR-
Oxygenase-Aktivität bei pH 7 und pH 9. B, pH-Abhängigkeit der TpSOR-Oxygenase-Aktivität, aufgenommen 
bei 50 °C. Die linke y-Achse bezieht sich auf die enzymatische Produktbildung, die rechte y-Achse bildet die 










zymtest bei 70,7 ± 10,2 U/mg Protein, die Re-
duktase-Aktivitäten entsprachen 17,9 ± 3,1 
U/mg Protein bei 85 °C und pH 7,2 (n = 8). 
Wurden HnSOR Präparationen bei 80 °C und 
pH 8 gemessen betrugen die mittleren 
Oxygenase-Aktivitäten 231,9 ± 21,9 U/mg 
Protein mit durchschnittlichen Reduktase-Ak-
tivitäten von 23,9 ± 3,9 U/mg Protein 
(n = 3).  
Die TpSOR besitzt eine Enzymaktivität in 
einer breiten Temperaturspanne zwischen 20 
und 98 °C bei pH 7 und zwischen 10 und 90 °C 
bei pH 9 (Abb. 4.3 A). Betrachtet man die En-
zymaktivität im Wachstumsbereich von Tv. 
paradoxus, besitzt die TpSOR eine Oxygenase-
Aktivität von 4,7 ± 0,2 U/mg Protein bei 
30 °C und pH 9 bzw. 26,1 ± 2,6 U/mg Protein 
bei 40 °C und pH 9, was einer relativen En-
zymaktivität von jeweils 1,5 und 8,1 % bezo-
gen auf das Temperaturoptimum entspricht. 
Um die nicht-enzymatische Schwefeldispro-
portionierung im alkalischen Milieu bei hohen 
Temperaturen zu Thiosulfat und Sulfid (Roy 
& Trudinger, 1970, Kletzin, 1989, Hamilton, 
1991) zu minimieren, wurde das pH Profil bei 
50 °C gemessen. Oxygenase-Aktivitäten wur-
den zwischen pH 6,0 und 11,5 mit einem Op-
timum bei pH 9 ermittelt (Abb. 4.3 B). Bei 
50 °C wurde nicht-enzymatische Schwefeldis-
proportionierung bei pH 11 und höher beo-
bachtet. Bei pH 12 konnte die Enzymaktivität 
nicht mehr von der nicht-enzymatischen Hin-
tergrundreaktion differenziert werden.  
Die mittels CD-Spektroskopie ermittelte 
thermische Entfaltung des Proteins zeigte, bei 
einer Heizrate von 1 K/min, einen scharfen 
Übergang zwischen dem vollständig gefalte-
ten Zustand bei 70 °C und der denaturierten 
Form des Enzyms bei 80 °C (Abb. 4.4 A). 
Wurde die TpSOR lediglich für 5 min bei 
80 °C oder sogar bei 100 °C im Wasserbad in-
kubiert, resultierte dies in CD-Spektren, die 
auf partielle aber nicht vollständige Entfal-
tung des Enzyms hindeuten. Die Lagerung der 
TpSOR über einen Zeitraum von zwölf Wo-
chen bei 4 °C hatte dagegen eine vollständige 
Entfaltung zu Folge (Abb. 4.4 B). Dies korre-
liert mit abnehmenden Enzymaktivitäten der 
TpSOR bei Lagerung von mehr als zwei Wo-
chen bei 4 °C.  
Schmelzpunkte der SOR wurden außerdem 
mittels Differential Scanning Fluorimetry Mes-
sungen (nanoDSF) bei einer Heizrate von 
1K/min anhand der intrinsischen Tryp-
tophan- bzw. Tyrosin-Fluoreszenz ermittelt. 
Die nanoDSF-Messungen ergaben Schmelz-
punkte von 81 °C für die TpSOR, 75 °C für die 
HnSOR und 101 °C für die AaSOR (Abb. 
4.5 A), was den Ergebnissen der CD-Spektro-
skopie sowie früheren Ergebnissen mit ande-
ren Methoden entspricht (Urich et al., 2004, 
Veith et al., 2012). Die Denaturierung der 
Abbildung 4.4 | Temperaturstabilität der TpSOR, aufgenommen mittels CD-Spektroskopie. A, Temperatur-
abhängigkeit der CD-Spektren der TpSOR während langsamer Erhitzung (1 K min-1) zwischen 10 und 80 °C. 
B, CD-Spektren der TpSOR im nativen Zustand bei 25 °C, nach Vorinkubation bei 80 °C und nach Vorinkubation 
bei 100 °C (jeweils 5 min), verglichen mit einer für 12 Wochen bei 4 °C gelagerten Enzympräparation. 










TpSOR war irreversibel, da das steigende 
Fluoreszenzsignal zwischen 70 und 80 °C 
nach anschließender Kühlung des Ansatzes 
bei einer Kühlrate von ebenfalls 1 K/min nicht 
auf das initiale Fluoreszenzniveau zurückging 
(Abb. 4.5 B).  
Um die Kinetiken der Denaturierung zu 
analysieren, wurden die TpSOR und die 
AaSOR in Abwesenheit des Substrates bei je-
weils 80 °C bzw. 85 °C inkubiert. Nach ver-
schiedenen Zeitpunkten wurde Protein ent-
nommen, in Schwefel-haltigen Enzymtestpuf-
fer überführt und die Enzymaktivität ermit-
telt. 55 % der TpSOR-Enzymaktivität gingen 
nach 25-minütiger Inkubation bei 80 °C verlo-
ren, während nur noch 1 % Restaktivität nach 
60 min vorhanden war (Abb. 4.5 C). Die De-
naturierung der AaSOR hatte eine langsamere 
Kinetik mit ≈  5 % verbleibender Aktivität 
nach 60 min bei 85 °C (Abb. 4.5 C). Die lang-
same Entfaltung des Enzyms könnte dabei die 
optimale Enzymaktivität der TpSOR an ihrem 
Schmelzpunkt erklären. Während der ca. 5-
minütigen Inkubation bei 80 °C kam es ledig-
lich zu einem Verlust von 9,8 % der maxima-
len Enzymaktivität.  
Interessanterweise führt die Inkubation der 
TpSOR mit Polysulfiden, dem vermutlich ei-
gentlichen Substrat der Enzymreaktion, zu ei-
ner Destabilisierung des Enzyms um ≈ 3 °C, 
während die Anwesenheit von Sulfit, einem 
Reaktionsprodukt der SOR, eine Stabilisie-
rung um ≈ 2 °C zur Folge hatte (Abb. 4.5 D). 
Auch wenn die meisten Enzyme eine redu-
zierte Sensitivität gegenüber hitzeinduzierter 
Denaturierung in Anwesenheit von Substrat 
aufweisen (Citri & Zyk, 1965, Frömmel & 
Höhne, 1981, Villaume et al., 1990, Grießler 
et al., 2000), sind dennoch auch umgekehrte 
Abbildung 4.5 | Schmelzpunkte, Thermostabilitäten und Denaturierungskinetiken von SORs. A, Schmelzkur-
ven von drei SORs, gemessen mittels nanoDSF, also isothermaler Denaturierung, aufgezeichnet mit Hilfe der 
intrinsischen Tryptophan/Tyrosin-Fluoreszenz. B, Denaturierungsprofil der TpSOR, aufgenommen mittels 
nanoDSF, mit anschließender Renaturierungskinetik bei einer Heiz- und Kühlungsrate von 1 K min-1. C, Rela-
tive verbleibende Enzymaktivitäten der TpSOR und der AaSOR, nachdem sie jeweils für verschiedene Zeit-
spannen bei ihrem jeweiligen Temperaturoptimum inkubiert wurden. D, Erste Ableitungen von nanoDSF-









Fälle beschrieben, bei denen die Bindung ei-
nes Substrates eine Destabilisierung des En-
zyms bewirken (Citri & Zyk, 1965, Sharpe & 
Wong, 1990, Beadle et al., 1999).  
4.2 SOR-Produktstöchiometrie 
SORs besitzen normalerweise eine Stöchio-
metrie zwischen 4: 1 und 10: 1 von oxidierten 
(Sulfit + Thiosulfat) zu reduzierten (Schwe-
felwasserstoff/Sulfid) Produkten, wobei 
Oxygenase- und Reduktase- bzw. Disproporti-
onierungsreaktionen experimentell nicht von-
einander getrennt werden können. Im Gegen-
satz zu bisher charakterisierten SORs war die 
Schwefelwasserstoffproduktion der TpSOR 
bei allen getesteten Temperaturen und pH-
Werten sehr gering. Lediglich schwach ausge-
prägte Färbungen waren mit kolorimetrischen 
Standard-Nachweismethoden für Schwefel-
wasserstoff nachweisbar, selbst bei Protein-
konzentrationen von bis zu 100 µg/ml. Diese 
entsprachen einer spezifischen Reduktase-Ak-
tivität von ≤ 0,03 U/mg Protein, was einer re-
lativen Aktivität von < 1 % verglichen zu an-
deren SORs entspricht. Die Verhältnisse von 
oxidierten zu reduzierten Reaktionsproduk-
ten betrugen in der TpSOR zwischen 200: 1 
und 1 000: 1. Die TpSOR zeigte somit eine 
deutliche Verschiebung der Produktstöchio-
metrie im Vergleich zur AaSOR und HnSOR, 
bzw. eine kaum nachweisbare Schwefelre-
duktions-/ Disproportionierungsreaktion.   
Limitierungen der kolorimetrischen Pro-
duktquantifizierungen der SOR-Reaktion stel-
len zum einen die Interferenz von Thiosulfat 
mit der Schwefelwasserstoffquantifizierung 
(Bildung von Methylenblau durch H2S und 
Reduktion des Farbstoffes durch Thiosulfat) 
und zum anderen die Flüchtigkeit des Schwe-
felwasserstoffes dar. Aus diesem Grund war 
bislang noch keine exakte Bestimmung der 
Produktstöchiometrie der SOR-Reaktion mög-
lich. Lediglich in Anwesenheit von Zinkacetat 
Abbildung 4.6 | HPLC-Chromatogramme der Trennung reduzierter Schwefelverbindungen, derivatisiert mit 
mBBr und UV/Vis Spektren der Addukte. A, HPLC-Chromatogramm reduzierter Schwefelverbindungen nach 
mBBr-Derivatisierung, aufgenommen mit einem Fluoreszenzdetektor mit einer Anregung bei 380 nm und 
einer Emission bei 480 nm. B, UV-Chromatogramm, analog zu (A), aufgenommen bei 260 nm. C, UV-Vis-Spek-
tren der jeweiligen reduzierten Schwefelverbindungen, gekoppelt an mBBr. Werte über den Graphen geben 
das jeweilige lokale Absorptionsmaximum in nm an. 










im Enzymtestansatz, was eine sofortige Fäl-
lung von H2S zur Folge hat, wurde bislang 
eine Stöchiometrie von annähernd 1: 1 zwi-
schen Oxygenase- und Reduktaseaktivität be-
stimmt, wobei Zink in Konzentrationen ab 
1 mM gleichzeitig als Inhibitor der SOR-Reak-
tion wirkt (Kletzin, 1989).  
Um die Stöchiometrie der SOR-Enzymreak-
tion ohne diese Limitierungen zu bestimmen, 
wurde ausgehend von der chromatographi-
schen Trennung reduzierter Schwefelverbin-
dung aus der Studie von Rethmeier et al. 
(1997) ein HPLC-gekoppelter SOR-Enzymtest 
etabliert. Hierfür wurden zunächst reine, re-
duzierte Schwefelverbindungen mit dem Flu-
oreszenzfarbstoff Monobrombiman (mBBr) 
derivatisiert und durch einen Gradienten aus 
0,25 % Essigsäure und 100 % Methanol in der 
mobilen Phase auf einer C18-RP-HPLC-Säule 
aufgetrennt. Das charakteristische Retenti-
onsmuster wurde sowohl mit einem gekoppel-
ten Fluoreszenz- als auch mit einem UV-Vis-
Detektor aufgezeichnet (Abb. 4.6 AB). Nach 
Derivatisierung mit mBBr hatte Sulfit eine 
charakteristische Retentionszeit von 6,1 min, 
Thiosulfat von 12,1 min, einfach derivatisier-
Abbildung 4.7 | ESI-Massenspektrometrie reduzierter Schwefelverbindungen nach Derivatisierung mit mBBr 
nach HPLC. Obere Panels, gemessene absolute Intensitäten von Massen reduzierter Schwefelverbindungen, 
welche während HPLC-Läufen aufgefangen und anschließend massenspektrometrisch analysiert wurden. 
Zahlen über den Peaks entsprechen den tatsächlichen Massen und Ladungen der Verbindung nach ESI-MS. 
Untere Panels, relative Intensitäten von simulierten Massenspektren der mBBr-derivatisierten Schwefelver-
bindungen. Simulationen wurden mittels des Isotopenverteilungsrechners (https://www.sis-









tes Sulfid von 43,1 min und doppelt derivati-
siertes Sulfid von 46,3 min. Überschüssiges, 
nicht derivatisiertes mBBr diente der Kon-
trolle der ausreichenden Menge an Kopp-
lungsfarbstoff und hatte eine spezifische Re-
tentionszeit von 37,5 min. Für die Identifika-
tion von nicht-derivatisierten mBBr war die 
Analyse des UV-Chromatogramms unentbehr-
lich, da ungebundener Farbstoff eine geringe 
Autofluoreszenz besitzt. Die mBBr-gekoppel-
ten, reduzierten Schwefelverbindungen wie-
sen alle ein charakteristisches Absorptions-
spektrum auf, durch das sich die jeweilige 
Verbindung identifizieren und die Elutions-
peaks zuordnen lassen (Abb. 4.6 C). 
Zur exakten Verifizierung der HPLC-Peaks 
wurden diese aufgefangen und massenspekt-
rometrisch vermessen. Hierbei wurde für alle 
Verbindungen die erwarteten Molekülmassen 
mittels Elektrospray Ionisation MS gefunden 
und zugeordnet (Abb. 4.7). Für alle mBBr-de-
rivatisierten Schwefelverbindungen wurde 
ein negativer Ionisierungszustand gewählt, 
während ungekoppeltes mBBr nach positiver 
Ionisierung identifiziert wurde.    
Für den HPLC-gekoppelten SOR-Enzymtest 
wurde das Enzym in entsprechend vorgeheiz-
ten schwefelhaltigen Puffer gegeben, und der 
Ansatz analog zu den kolorimetrischen Quan-
tifizierungen der Reaktionsprodukte (s. Kap. 
2.10.10 für Details) zum Abstoppen der Reak-
tion in 30 Sekunden-Intervallen in ein Eisbad 
überführt. Der Schwefel wurde sedimentiert 
und der Überstand, der die reduzierten 
Schwefelverbindungen enthielt, für 30 min 
mit mBBr im Dunkeln derivatisiert. Die an-
schließend aufgenommenen HPLC-Spektren 
zeigten für alle drei SORs einen zeitabhängi-
gen Anstieg der Reaktionsprodukte über ei-
nen Zeitraum von 2 min (Abb. 4.8). Auch mit-
tels dieser Analysemethode war unter Stan-
dardbedingungen kein Sulfid-Peak nach der 
TpSOR-Enzymreaktion sichtbar, im Gegen-
satz zu den Enzymreaktionen der AaSOR bzw. 
der HnSOR (Konzentrationen für die Enzym-
reaktionen in HPLC-Standarduntersuchun-
gen: TpSOR: 1 µg/ml; AaSOR: 10 µg/ml; 
HnSOR: 10 µg/ml). Erst nachdem die einge-
setzte Enzymmenge der TpSOR um das zehn-
fache erhöht wurde, war im HPLC-Chromato-
gramm ein charakteristischer Sulfid-Peak mit 
≈ 43 min Retentionszeit vorhanden (Abb. 4.8, 
TpSOR, Inset), dessen Identität ebenfalls mas-
senspektrometrisch verifiziert wurde (nicht 
gezeigt).  
Nach Integration der Flächen der jeweili-
gen Peaks war eine Quantifizierung der Reak-
tionsprodukte möglich. Diese ergab für die 
AaSOR und die HnSOR eine Reaktionspro-
duktstöchiometrie von 1,3: 1 (Abb. 4.9). Da-
Abbildung 4.8 | HPLC-Chromatogramme von Reaktionsprodukten nach Enzymreaktionen verschiedener 
SORs. Über einen Zeitraum von 120 s wurden in 30 s Intervallen die Enzymreaktion gestoppt, die Reaktions-
produkte derivatisiert und Chromatogramme aufgezeichnet. Für die TpSOR-Enzymreaktion wurde eine Kon-
zentration von 1 µg Enzym pro ml Enzymtestpuffer eingesetzt,  für die AaSOR bzw. die HnSOR jeweils 
10 µg/ml. Inset, Darstellung des TpSOR-Chromatogramms von 35 bis 55 min mit einer Enzymkonzentration 
von ebenfalls 10 µg/ml. (1) Sulfit-mBBr, (2) Thiosulfat-mBBr, (3) mBBr, (4) Sulfid-mBBr. 










mit befindet sie sich im Bereich der kolorimet-
rischen Nachweisreaktionen mit Fällung von 
H2S direkt im Enzymtestansatz (Kletzin, 
1989) und ist deutlich ausgeglichener als in 
den kolorimetrischen Standardnachweisen. 
Das Verhältnis von nahezu 1: 1 erscheint in-
sofern realistisch, als dass es sich bei der SOR-
Reaktion um eine Oxygenase-gekoppelte 
Schwefel-Disproportionierungsreaktion han-
delt, bei der elementarer Schwefel, bzw. des-
sen Polysulfide, in gleichen molaren Verhält-
nissen oxidiert und reduziert werden. Das ca. 
30 % höhere Vorkommen oxidierter Reakti-
onsprodukte liegt vermutlich weiterhin in der 
Flüchtigkeit des Schwefelwasserstoffes wäh-
rend der Enzymreaktion begründet.  
Interessanterweise wurde mit dem chroma-
tographischen Ansatz Schwefelwasserstoffbil-
dung der TpSOR nachgewiesen. Nichtsdesto-
trotz war diese um das ca. vierfache geringer 
als in der AaSOR bzw. der HnSOR (TpSOR: 
4,1 U/mg; AaSOR: 15,6 U/mg; HnSOR: 15,1 
U/mg Protein). Im Kontrast dazu besitzt die 
TpSOR, wie bereits mittels der kolorimetri-
schen Nachweisreaktionen nachgewiesen, 
eine deutlich höhere Oxygenase-Aktivität. Da-
raus ergibt sich ein Verhältnis von 30: 1 zwi-
schen oxidierten zu reduzierten Reaktions-
produkten, weshalb die TpSOR eher einer 
Schwefel Oxygenase, als einer typischen 
Schwefel Oxygenase Reduktase entspricht.  
4.3 Mutagenesestudien 
Vor Bestimmung der tatsächlichen TpSOR 
3D-Struktur wurde ein Strukturmodell mit 
der AaSOR als template erstellt. Das TpSOR-
Modell ließ sich mit einer r.m.s.d. von 0,1 auf 
die AaSOR-Röntgenkristallstruktur überla-
gern, wobei insbesondere Aminosäuren des 
aktiven Zentrums eine ähnliche generelle 
Ausrichtung aufwiesen (für Details zum 
TpSOR-Strukturmodell siehe Rühl, 2015). Se-
quenzvergleiche und das TpSOR-Strukturmo-
dell hatten darauf hingedeutet, dass drei von 
insgesamt 40 Aminosäureresten, die in der 
AaSOR die Substratbindungstasche bilden 
(W94, Y102 und V234), in der TpSOR durch die 
sauren Aminosäurereste Glutamat oder As-
partat ersetzt sind. Vereinfachte Topologie-
darstellungen zeigten, dass zwei der drei Ami-
nosäurereste (W94 und Y102) in einer von zwei 
α-Helices liegen, die einen Großteil der Bin-
dungstasche in SORs bilden und das aktive 
Zentrum von der inneren Kavität trennen 
(Abb. 4.10). Auffällig ist, dass sich in unmit-
telbarer Nachbarschaft zu der AaSOR Y102-ho-
mologen Aminosäure D114 in Helix 3 in der 
TpSOR weitere saure Aminosäurereste befin-
den, die jedoch in den Strukturvorhersagen 
keine direkte Beteiligung an der Bindungsta-
sche hatten. In der AaSOR und HnSOR  sind 
diese zum Großteil durch basische Aminosäu-
ren ersetzt (Abb. 4.10). Außerdem kommt es 
in Helix 1, in der sich das essentielle C31 
(AaSOR Nummerierung) befindet, in der 
TpSOR zu einem gehäuften Vorkommen hyd-
rophober Aminosäuren, verglichen mit 
AaSOR und HnSOR. AaSOR-W94 befindet sich 
zudem in direkter räumlicher Nähe zu einem 
der beiden konservierten Cystein-Reste der 
Helix 3 und ist in der TpSOR durch den sauren 
Rest E106 ersetzt. AaSOR-V234 hingegen liegt 
am äußeren Ende der Bindungstasche, wobei 
Abbildung 4.9 | Enzymaktivitäten von SORs ermit-
telt durch HPLC-Analysen. Dargestellt sind die spe-
zifischen Oxygenase- (Sulfit + Thiosulfat) und Re-
duktase-Aktivitäten mit Angabe der molaren Ver-
hältnisse oxidierter und reduzierter Reaktionspro-
dukte. Fehlerbalken repräsentieren die Stan-
dardabweichung biologischer Duplikate mit je-









der Rest nicht direkt in die Bindungstasche 
hineinragt, sondern sich in einem Tunnelfort-
satz befindet. In den Strukturvorhersagen der 
der TpSOR befindet sich an dieser Stelle ein 
Glutamat (E236).  
Aufgrund des vermehrten Vorkommens 
saurer Aminosäuren in der Bindungstasche 
der TpSOR stellte sich die Frage, ob das saure 
Milieu eine Ursache für die sehr geringe Re-
duktaseaktivität darstellen könnte. Muta-
genese der AaSOR, bei der die entsprechen-
den Positionen getrennt voneinander mit Glu-
tamat oder Aspartat substituiert wurden, wie-
sen eine auf 10 bis 16 % verringerte 
Oxygenase-Aktivität auf (Abb. 4.11). Im Ge-
gensatz dazu verringerte sich die Reduktase-
Aktivität lediglich auf 40 bis 55 % (kolorimet-
risch gemessen), was zu einer Produktstöchio-
metrie von annähernd 1: 1 zwischen oxidier-
ten und reduzierten Produkten führte, an-
stelle von 3: 1 bzw. 4: 1. Die komplementären 
Mutationen im sor Gen aus Tv. paradoxus 
führten zu Enzymvarianten mit verbleibenden 
Oxygenase-Aktivitäten von 15 bis 28 % (Abb. 
4.11). Die Reduktase-Aktivitäten blieben in 
den kolorimetrischen Nachweisreaktionen 
weiterhin unterhalb der Detektionsgrenze. 
Dementsprechend kann daraus geschlossen 
werden, dass saure Aminosäurereste in der 
Substratbindungstasche der TpSOR einen Ein-
fluss auf die Produktstöchiometrie  in der 
AaSOR hatten, jedoch nicht einzeln für die ge-
ringe Schwefel-reduzierende Aktivität in der 
TpSOR verantwortlich sind.  
Mutagenese des Cysteins C44 zu Alanin in 
der TpSOR führte zu einem kompletten Ver-
lust der Enzymaktivität (Abb. 4.11). Gleiches 
wurde für die Alanin-Variante des Homologen 
C33 der HnSOR gemessen. Dies war bereits für 
das Homologe und persulfurierte C31 der 
Abbildung 4.10 | Helical wheel Darstellung von Aminosäuren, welche sich in zwei α-Helices befinden, die 
einen Großteil der aktiven Tasche bilden und die konservierten Cystein-Reste beinhalten. Helix-Nummer- 
ierungen gemäß Abb. 4.1.










AaSOR und der SOR aus Ac. tengchongensis 
(AtSOR) nachgewiesen worden (Chen et al., 
2005, Urich et al., 2005b). Äquivalente En-
zymvarianten der ebenfalls konservierten 
TpSOR-C113  und -C116 resultierten in verblei-
benden Oxygenase-Aktivitäten von ca. 0,5 % 
im Vergleich zum Wildtyp, wobei die Reduk-
tase-Aktivitäten weiterhin unterhalb der De-
tektionsgrenze blieben. Varianten der ent-
sprechenden Reste C103 und C106 in der HnSOR 
führten zu Restaktivitäten von 0,8 bis 1,7 % 
für die Oxygenase und 1,4 bis 2,0 % für die 
Abbildung 4.11 | Relative Enzymaktivitäten von TpSOR- und AaSOR-Varianten bei denen saure Aminosäuren 
gegen unpolare substituiert wurden und umgekehrt. Die spezifischen Aktivitäten der Varianten sind auf die 
jeweiligen Wt-Proteine normiert. TpSOR: 100 % entsprechen einer spezifischen Oxygenase-Aktivität von 
367,3 U/mg bzw. einem Eisengehalt von 1,2 nmol Fe/nmol Enzym. AaSOR: 100 % entsprechen einer spezifi-
schen Oxygenase-Aktivität von 69,9 U/mg, einer spezifischen Reduktase-Aktivität von 20,6 U/mg bzw. einem 
Eisengehalt von 0,95 nmol Fe/nmol Enzym. Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung von biolo-
gischen Duplikaten mit jeweils drei unabhängigen Messungen.
Abbildung 4.12 | Absolute Enzymaktivitäten von TpSOR und HnSOR Cys-Varianten. Fehlerbalken repräsen-









Reduktase (Abb. 4.12). Ebenso besaß die Va-
riante der entsprechenden C103A/C106A Dop-
pelmutante Restaktivitäten in ähnlicher Grö-
ßenordnung. Vergleichbare Auswirkungen in 
Serin-Varianten der beiden Cysteine waren 
bereits zuvor für die AtSOR beobachtet 
worden (Chen et al., 2005) und stehen damit 
im Kontrast zu den vergleichsweise hohen 
Restaktivitäten der AaSOR (Urich et al. 
(2005b); Tab. 4.1). Die Ergebnisse deuten 
demnach auf deutlich wichtigere Rolle der 
konservierten  C1xx-Reste für die enzymatische 
Reaktion in SORs hin als bisher angenommen.
Tabelle 4.1 | Spezifische Aktivitäten verschiedener SORs und deren Cystein-Varianten. 
 AaSOR  AtSOR  HnSOR  TpSOR 
Oxyg. Redukt. Oxyg. Redukt. Oxyg. Redukt. Oxyg. Redukt. 
Wt1 11,5 4,2 Wt1 4,8 -2 Wt1 232,0 24,0 Wt1 308,0 ≤ 0,033 
C31A 0 0 C31A 0 - C33A 0 0 C44A 0 0 
C31S 0 0 C31S 0 - C33S - - C44S - - 
C101A 12,8 10,3 C101A - - C103A 0,8 1,4 C113A 0,5 0 
C101S 1,0 0,5 C101S 1,6 - C103S - - C113S - - 
C104A 11,7 5,5 C104A - - C106A 1,7 2,0 C116A 0,5 0 

























(Urich et al., 2005b) (Chen et al., 2005) Diese Arbeit 
Diese Arbeit 
(Rühl et al., 2017) 
1 Absolute Aktivität in U/mg, während ansonsten relative Aktivitäten dargestellt sind. 
2 Reduktase-Aktivität wurde nicht berichtet. 
3 Reduktase-Aktivität des Wildtyps war ≤ 0,03  U/mg, die der Cystein-Varianten waren unterhalb der Detektionsgrenze 
 mit den kolorimetrischen Nachweisreaktionen. 










 Tv. paradoxus ist ein alkaliphiles Gamma-
proteobacterium mit einer optimalen Wachs-
tumstemperatur zwischen 30 und 37 °C 
(Sorokin & Kuenen, 2005, Berben et al., 2015 
und Kap. 7). Genomanalysen hatten ergeben, 
dass der Organismus eine SOR besitzt, die im 
phylogenetischen Proteinstammbaum tief ab-
zweigt. Die hier angestellten biochemischen 
Analysen des Proteins zeigten, dass die 
TpSOR über einen weiten Temperaturbereich 
aktiv ist, mit einem pH-Optimum bei 9 (s. 
Kap. 4.1). Obwohl der cytoplasmatische pH-
Wert von Thioalkalivibrio spp. nicht bekannt 
ist, entspricht das Optimum den physiologi-
schen Bedingungen des Organismus in sei-
nem natürlichen Habitat. Der pH-Bereich ist 
ähnlich zu dem der HnSOR (pHOpt: 8,4), wo-
bei Halothiobacillus neapolitanus einen zellu-
lären pH von ungefähr 7,8 aufweist (Tsai et 
al., 2007, Veith et al., 2012).  
Die TpSOR ist ein Thermozym 
Enzymaktivität wurde in der TpSOR in ei-
ner Temperaturspanne von 90 K detektiert, 
wobei dies nichts Ungewöhnliches für SORs 
ist. So wurde die Aktivität der HnSOR in ei-
nem ähnlichen Bereich ermittelt und die der 
AaSOR sogar bis 112 °C (Kletzin, 1989, Veith 
et al., 2012, Pöll, 2016). Die TpSOR besitzt ein 
Temperaturoptimum von 80 °C, was das En-
zym zu einem so genannten Thermozym 
macht (s. Kap. 4.1). Interessanterweise wurde 
der Schmelzpunkt des Enzyms sowohl mittels 
CD-Spektroskopie als auch mit Differential-
Scanning-Fluorimetrie (nanoDSF) ebenfalls
bei ≈ 80 °C ermittelt und ist damit 20 °C ge-
ringer als der Tm der AaSOR und im gleichen
Bereich der HnSOR, die ebenfalls optimale
Enzymaktivitäten bei 85 °C bzw. 80 °C besit-
zen (Kletzin, 1989, Urich et al., 2004, Veith et
al., 2012). Die Denaturierungskinetiken der
TpSOR waren jedoch langsam, mit einer halb-
maximalen Denaturierung nach ca. 25 min.
Dies erklärt womöglich auch die hohen Akti-
vitäten, da das Enzym während der enzymati-
schen Reaktion in Standardexperimenten 
maximal 7,5 min bei 80 °C inkubiert wurde 
(5 min Vorheizen auf die Reaktionstempera-
tur und bis zu 2,5 min Enzymreaktion; vgl. 
Kap. 2.10.14). Die hohe Stabilität von SORs 
mesophiler Organismen scheint dabei die 
Folge der ballförmigen Architektur der Prote-
ine zu sein (Veith, 2011, Veith et al., 2012). 
In einer vergleichenden Studie von SORs aus 
thermoacidophilen und moderat thermophi-
len Organismen wurden darüber hinaus das 
vermehrte Vorkommen geladener Aminosäu-
ren wie Glutamat bei gleichzeitigem geringem 
Vorkommen thermolabiler Aminosäuren wie 
Glutamin in den jeweiligen Sequenzen, sowie 
die erhöhte Anzahl an Ionenpaaren, ein ver-
ringertes Verhältnis von hydrophoben zu ge-
ladenen Oberflächenbereichen und größere 
Volumina von inneren Kavitäten als struktu-
relle Basis für die Stabilität von SORs aufge-
führt (You et al., 2012). 
Die TpSOR besitzt eine ungewöhnlich nied-
rige Reduktase-Aktivität  
SORs katalysieren typischerweise eine sau-
erstoffabhängige Schwefel-Disproportionie-
rungsreaktion mit oxidierten (Sulfit) und re-
duzierten (Sulfid) Reaktionsprodukten. Thio-
sulfat, welches hauptsächlich während der 
Enzymreaktion detektiert wird, stellt dabei 
höchstwahrscheinlich das Produkt einer 
nicht-enzymatischen Reaktion von elementa-
rem Schwefel mit Sulfit bei hohen Reaktions-
temperaturen und entsprechenden pH-Wer-
ten dar (Roy & Trudinger, 1970, Kletzin, 
1989, Pöll, 2016, Rühl et al., 2017). Obwohl 
es sich bei der SOR-Reaktion um eine Dispro-
portionierungsreaktion handelt, welche in ei-
ner 1:1 Stöchiometrie zwischen oxidierten 
und reduzierten Reaktionsprodukten resultie-
ren müsste, wurde dieses Verhältnis bislang 
nur bei der Verwendung von Zinkacetat im 










flüchtigen Schwefelwasserstoff (in Lösung als 
Sulfid, HS-) direkt fixiert. Kolorimetrische 
Standardnachweise der Reaktionsprodukte 
resultierten vielmehr in Stöchiometrien zwi-
schen 4: 1 und 10: 1, was zum einem auf-
grund der Flüchtigkeit von Schwefelwasser-
stoff, aber auch auf die Interferenz der Schwe-
felverbindungen mit den Nachweisreagenzien 
zurückzuführen ist. So beruht die Quantifizie-
rung von Schwefelwasserstoff auf der Bildung 
von Methylenblau, während Thiosulfat selbi-
ges wiederum reduziert (Pachmayr, 1961, 
King & Morris, 1967).  
Um die Stöchiometrie von SORs genauer zu 
bestimmen, wurde in dieser Arbeit, ausge-
hend von einer Studie von Rethmeier et al. 
(1997), ein chromatographisches Verfahren 
etabliert, mit dem sich reduzierte Schwefel-
verbindungen nach Derivatisierung mit einem 
Fluoreszenzfarbstoff direkt nach dem Enzym-
test quantifizieren lassen (s. Kap. 4.2). Auf 
diese Weise ergaben sich für die AaSOR und 
die HnSOR Produktverhältnisse von 1,3: 1 
zwischen oxidierten und reduzierten Produk-
ten, übereinstimmend mit vorherigen Be-
obachtungen in Anwesenheit von Zinkacetat 
(Kletzin, 1989). Dagegen bestätigte sich für 
die TpSOR eine deutlich höhere Oxygenase-
Aktivität verglichen mit den anderen SORs 
(ca. fünffacher Anstieg in den chromatogra-
phischen Analysen). Im Gegensatz zu den ko-
lorimetrischen Nachweisen zeigte sich jedoch 
bei ausreichend hohen Proteinkonzentratio-
nen im Enzymtestansatz eine enzymatische 
Sulfid-Bildung. Demnach scheint eine Reduk-
tase-Aktivität in der TpSOR vorhanden zu 
sein, ist jedoch mit einem Verhältnis von ca. 
1: 4 im Vergleich zu anderen SORs deutlich 
geringer ausgeprägt. Es ist daher wahrschein-
lich, dass die Reduktase-Aktivität der TpSOR 
eher ein Nebeneffekt der Oxygenase-Aktivität 
und kein integraler Bestandteil des Reaktions-
mechanismus ist. 
In keiner der zahlreichen Mutagenese-Stu-
dien der AaSOR waren Enzymvarianten ohne 
Reduktase-Aktivität identifiziert worden 
(Abb. 4.13). Im Gegensatz dazu hatten ver-
schiedene Varianten, in denen der Tetra-
merkanal teilweise oder vollständig deletiert 
oder die Pore an der Dreifachsymmetrieachse 
vergrößert worden war, höhere Reduktase-
Aktivitäten mit erhöhten Verhältnissen von 
Sulfid gegenüber Sulfit und Thiosulfat (Veith 
et al., 2011). Insbesondere da die TpSOR eine 
vergleichsweise geringe Sequenzidentität mit 
anderen SORs besitzt (ca. 28 %), ist es nur 
schwer möglich, einzelne Aminosäuren zu 
identifizieren, die für die niedrige Reduktase-
Aktivität verantwortlich sein könnten. Der 
einzig erkennbare Unterschied auf Aminosäu-
resequenzniveau besteht in einer Erhöhung 
saurer Aminosäuren im gesamten Enzym, vor 
allem aber auf den inneren Oberflächen, in-
klusive der active site pocket. Letztere scheint 
drei zusätzliche saure Aminosäurereste im 
Vergleich zur AaSOR zu besitzen. Mutationen, 
die das Ziel hatten die sauren Aminosäuren 
der TpSOR durch komplementäre Reste in der 
AaSOR zu tauschen – und umgekehrt – hatten 
jedoch nicht den erwarteten Effekt (s. Kap. 
Abbildung 4.13 | Übersicht aller 111 bislang aus 
E. coli gereinigten und untersuchten AaSOR Ein-
zelmutanten in Abhängigkeit ihrer spezifischen
Oxygenase- und Reduktase-Aktivitäten
(Oxygenase-Aktivität auf y-Achse, Reduktase-Akti-
vität auf x-Achse; Stand 12/2019). Hervorgehoben
sind solche Proteinvarianten, in denen es zu einer
überdurchschnittlichen Verschiebung von
Oxygenase- gegenüber Reduktase-Aktivität (rot)
bzw. Reduktase- gegenüber Oxygenase-Aktivität
(blau) kam.










4.3). Im Gegensatz dazu zeigten Varianten, in 
denen saure Aminosäurereste in die AaSOR 
eingefügt wurden, Stöchiometrien von na-
hezu 1: 1 in den kolorimetrischen Nachweis-
reaktionen. Komplementäre Austausche in 
der TpSOR führten dagegen ebenfalls nicht zu 
einer Erhöhung der Reduktase-Aktivität, son-
dern verringerten lediglich die Oxygenase-Ak-
tivität. Demnach scheint die Veränderung von 
einer sauerstoffabhängigen Schwefeldispro-
portionierung, wie sie in der AaSOR und der 
HnSOR zu sehen ist, bis hin zu einem Enzym 
mit niedriger Reduktase-Aktivität, wie in der 
TpSOR, nicht auf einzelne Aminosäuren her-
unter zu brechen zu sein. Vielmehr sind wo-
möglich entweder die Kombination verschie-
dener Aminosäuren, der generelle struktu-
relle Aufbau des Enzyms oder abweichende 
Eigenschaften des katalytischen Eisens in der 
TpSOR die Ursache für die erhöhte 
Oxygenase- bei simultaner Erniedrigung der 
Reduktase-Aktivität (s. Kap. 5 für strukturelle 
und spektroskopische Details der TpSOR). 
Konservierte Cysteine im aktiven Zentrum 
sind essentiell für die SOR-Aktivität 
Mutagenese-Studien der TpSOR verdeut-
lichten, dass das konservierte C44 essentiell für 
die Enzymaktivität ist (s. Kap. 4.3). Gleiches 
wurde bereits für das Homologe C31 der 
AaSOR beobachtet, welches in der Kristall-
struktur eine Persulfurierung aufweist (Urich 
et al., 2005b, Urich et al., 2006). Einzelmuta-
tionen der beiden anderen konservierten Cys-
teine C113 und C116 zeigten dagegen geringe 
Restaktivitäten von ca. 0,5 % in den entspre-
chenden Enzymvarianten. Im Gegensatz dazu 
besaßen Alanin- und Serin-Varianten der kor-
respondierenden Aminosäuren C101/104 in der 
AaSOR zwischen 10 und 40 % Restaktivität, 
die auch in Doppelmutanten nicht weiter ge-
senkt wurde (Urich et al., 2005b). Serin-Vari-
anten der SOR aus Ac. tengchongensis, die 
ebenfalls Restaktivitäten von lediglich 1,6 
bzw. 0,8 % besaßen (Chen et al., 2005), deu-
teten dabei schon früher auf eine wichtigere 
Rolle der beiden Cysteine hin als ursprünglich 
angenommen. Analoge Mutagenese-Studien 
der HnSOR im Rahmen dieser Arbeit bestätig-
ten diese Vermutung zusätzlich (s. Kap. 4.3). 
So hatten Alanin-Varianten der homologen 
Cysteine C103/106 durchschnittlich lediglich 
1,5 % Restaktivität, auch in der Doppelmu-
tante. 
Die Rolle der Cysteine im aktiven Zentrum, 
die ursprünglich als nicht-essentiell für die 
Enzymaktivität eingestuft wurden, muss dem-
nach entsprechend überdacht werden. Die 
vorliegenden Ergebnisse lassen es als wahr-
scheinlich erscheinen, dass die beiden Cys-
teine direkt oder indirekt an der Katalyse be-
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sind essentiell für das Verständnis der Funkti-
onsweise von Proteinen. Die dreidimensio-
nale Struktur gibt nicht nur Aufschlüsse über 
den generellen Aufbau des Proteins, sondern 
auch über die Ausrichtung und mögliche Mo-
difikationen einzelner Aminosäurereste.  
Die erste aufgeklärte Röntgenkristallstruktur 
eines Vertreters der SOR-Proteinfamilie war 
die aus Acidianus ambivalens (AaSOR) mit ei-
ner molekularen Auflösung von 1,7 Å (Urich 
et al., 2006). Sie stellt gleichzeitig den am bes-
ten untersuchten SOR-Vertreter dar. Später 
wurden Röntgenkristallstrukturen aus dem 
thermoacidophilen Archaeon Ac. tengchon-
gensis (AtSOR) und dem mesoalkaliphilen 
Gammaproteobakterium Halothiobacillus nea-
politanus (HnSOR) mit molekularen Auflö-
sungen von jeweils 2,7 bzw. 2.1 Å aufgeklärt 
(Li et al., 2008, Pöll, 2016). Alle verfügbaren 
SOR-3D-Strukturen zeigen ballartige Kugeln 
mit ca. 15 nm Durchmesser und molekularen 
Massen von ≈ 845 kDa (Icosatetramere; na-
tive molekulare Masse ohne Affinitätstag). 
Die Holoenzyme setzen sich aus 24 identi-
schen Untereinheiten zusammen und bilden 
einen geräumigen inneren Hohlraum. Jede 
Proteinuntereinheit besitzt ein aktives Zent-
rum, welches über den inneren Hohlraum des 
Holoenzyms erreichbar ist. Hierfür passiert 
womöglich das Substrat zunächst die Protein-
hülle über unpolare Kanäle an der Vierfach-
symmetrieachse des Holoenzyms (Tetra-
merkanal) und gelangt so in den inneren 
Hohlraum, von wo es in die 24 geräumigen 
active site pockets gelangen kann. Der wahr-
scheinliche Produktausgang wird wiederum 
von polaren Kanälen an der Dreifachsymme-
trieachse des Holoenzyms (Trimerkanal) ge-
bildet, wobei auch der Produktaustausch mit 
den Substratbindungstaschen über den geräu-
migen inneren Hohlraum verläuft (Urich et 
al., 2006, Li et al., 2008, Veith et al., 2011; s. 
Kap. 6 für Details zu möglichen Substrat- und 
Produkt-pathways in SORs).   
Hauptstrukturgebend für die active site pocket 
sind zwei α-Helices in denen sich insgesamt 
drei konservierte Cysteine befinden (Abb. 
5.1). Eines von ihnen (C31, AaSOR-Numme-
rierung) ist essentiell für die Enzymaktivität 
und liegt in der 3D-Struktur der AaSOR per-
sulfuriert vor (Urich et al., 2005b, Urich et al., 
2006). Dagegen zeigte die Röntgenkristall-
struktur der AtSOR keine Cystein-Modifika-
tion (Li et al., 2008), ebensowenig wie die an-
fängliche Bestimmung der HnSOR-Röntgen-
kristallstruktur (Veith, 2011). Erst kürzlich 
wurde die molekulare Auflösung der HnSOR-
Struktur verbessert (von 2,8 Å auf 2,1 Å), wo-
bei in Letzterer das zu AaSOR-C31 homologe 
C33 ebenfalls eine Persulfurierung aufwies 
(Pöll, 2016). Darüber hinaus besaßen auch 
die beiden räumlich benachbarten Cysteine 
(HnSOR-C103 und -C106) zusätzliche Elektro-
nendichten, die auf eine Ausbildung von Te-
trasulfidbrücken zwischen den beiden Amino-
säureresten bzw. Persulfurierungen hindeu-
ten, wobei die genauere Ursache bzw. Funk-
tion noch unklar ist und Modifikationen an 
den beiden benachbarten Cysteinen zuvor in 
keiner SOR-Struktur beobachtet worden wa-
ren (Pöll, 2016). Interessanterweise waren 
Cystein-Modifikationen in AaSOR-Röntgen-
kristallstrukturen ebenfalls sichtbar, wenn 
das Enzym mit organischen Oligosulfiden in-
kubiert wurde, welche zuvor als Inhibitor 
identifiziert worden waren (Pöll, 2016). 
AaSOR-C31 zeigte demnach zusätzliche Elek-
tronendichten an seinem γ-Schwefelatom, 
was auf eine Trisulfurierung des Restes hin-
deutet und Persulfurierungen in den meisten 
Fällen an C101/104 (Abb. 5.1). Lediglich nach 
Inkubation mit Diallyl Trisulfid war eine Tri-
sulfurierung an C101 vorhanden. Es scheint 
demnach wahrscheinlich, dass es sich bei der 
Inhibitor-vermittelten Persulfurierung um 
Einleitung










imitierte Zwischenzustände der Katalyse han-
delt, die den Zuständen der nativen HnSOR-
Struktur ähneln (Pöll, 2016).  
Das katalytische Zentrum wird in SORs von 
einem mononuklearen nicht-Häm Eisenatom 
gebildet, das von zwei Histidinen und einem 
zweizähnigen Glutamat zusammen mit zwei 
Wassermolekülen ligiert wird. In niedrig auf-
gelösten SOR-Röntgenkristallstrukturen, wie 
der AtSOR (Li et al., 2008) und der initialen 
HnSOR-Struktur (Veith et al., 2011), ist nur 
eines der beiden Wassermoleküle sichtbar, 
was auf eine gewisse Flexibilität des zweiten 
Wasserliganden schließen lässt. Das Eisen-
zentrum wurde für die AaSOR spektrosko-
pisch charakterisiert und besitzt ein niedriges 
Reduktionspotential (E‘0) von – 268 mV. EPR-
Spektren zeigten, dass das Eisen im Oxidati-
onszustand +III vorliegt und während des 
Umsatzes von elementaren Schwefel irrever-
sibel reduziert wird (Urich, 2005).  
Im Rahmen von Inhibitionsstudien wurde 
deutlich, dass Zink, neben organischen Oligo-
sulfiden, einen sehr wirksamen Inhibitor der 
SOR-Aktivität darstellt (Veith et al., 2011). 
Untersuchungen der Röntgenkristallstruktur 
einer Zink-inhibierten AaSOR (PDB ID: 2YAV) 
ergaben, dass Zink nicht in unmittelbarer 
Nähe zum aktiven Zentrum gebunden war 
(Fe-Zn-Abstand ≈ 27 Å innerhalb der gleichen 
Proteinuntereinheit), sondern in einer zusätz-
lichen Monomer-Tasche in einem 2-His-Motiv 
Abbildung 5.1 | Modifikationen von Cystein-Seitenketten nach Inkubation der AaSOR mit organischen Di- und 
Trisulfiden in Röntgenkristallstrukturen. Die Elektronendichte wurde anhand der 1σ-Ebene, die des anomalen 
Signals anhand der 3σ-Ebene dargestellt. WT, Wildtyp; DDS, Dimethyl Disulfid; DTBS, Di-Tert-Butyl Polysulfid; 









(AaSOR-H166/277) zusammen mit zwei Wasser-
molekülen ligiert wird (Veith et al., 2011). Die 
Zink-inhibierte Kavität ist, ebenso wie die 
active site pocket, über den inneren Hohlraum 
des Holoenzyms zugänglich, wobei sich der 
Eingang in unmittelbarer Nähe zu dem des 
aktiven Zentrums befindet. Getrennt werden 
die beiden Taschen durch die Seitenketten 
von AaSOR-C31 und -M297. Aufgrund der gro-
ßen Distanz zwischen der Zn2+-Bindungs-
stelle und dem Sδ Atom des persulfurierten 
C31 wurde eine direkte Interferenz jedoch aus-
geschlossen.  
Ziel dieser Arbeit war es, die Röntgenkristall-
struktur der SOR aus Tv. paradoxus aufzuklä-
ren. Vergleiche mit bekannten Strukturen der 
AaSOR und HnSOR sollten dabei Rück-
schlüsse über die Ursache der niedrigen 
TpSOR-Reduktase-Aktivität zulassen (s. Kap. 
4 für Details). Mittels EPR-Spektroskopie 
sollte das Eisenzentrum der TpSOR im Hin-
blick auf mögliche Unterschiede zur AaSOR 
untersucht werden. Mittels Kryo-EM sollten 
mögliche kovalent gebundene Reaktionsinter-
mediate in SORs ermittelt werden. Der lang-
same Kristallisationsprozess in der Kristallo-
graphie kann eine Limitierung der Auflösung 
von Reaktionsintermediaten darstellen, bei 
dem etwaige Schwefeladdukte im aktiven 
Zentrum abreagieren können. Co-Kristallisati-
onsversuche verschiedener SORs sowie soa-
king mit Polysulfiden, Schwefel und SOR-Re-
aktionsprodukten hatten bislang keine zusätz-
liche Elektronendichte in der 3D-Struktur er-
geben oder waren aufgrund der Instabilität 
des Substrates während des Kristallisations-
prozesses gescheitert (Urich, 2005, Veith, 
2011). Strukturauflösungen mittels Kryo-EM 
bieten den Vorteil, dass Proteine direkt in ih-
rer Konformation in Lösung schockgefroren 
werden. Es wird daher angenommen, dass 
dieser Zustand näher an ihrer nativen Konfor-
mation liegt, als nach einem Kristallisations-
prozess (Shoemaker & Ando, 2018). Die Fort-
schritte der Elektronenmikroskopie, der De-
tektortechnologie und der Software für Bild-
verarbeitung und Prozessierung in den letzten 
Jahren erlauben mittlerweile die Strukturauf-
klärung großer Proteine auf Seitenkettenni-
veau inklusive Wassermolekülen und Co-Fak-
toren, sodass Kryo-EM dazu in der Lage ist, 
ein Routinewerkzeug in der Strukturbiologie 
zu werden (Vonck & Mills, 2017).










5.1 Kristallisation der TpSOR 
Für die Strukturbestimmung mittels 
Röntgenkristallographie wurde heterolog ge-
reinigte TpSOR mit einer Konzentration von 
18,4 mg/ml in 50 mM Tris/HCl Puffer pH 8,5 
verwendet. Initiale Kristallisationsversuche 
wurden bei 295 K mittels eines Kristallisati-
ons-Screening Kits mit der sitting-drop Dampf-
diffusions-Methode durchgeführt.  
Insgesamt wurden 192 verschiedene Kris-
tallisationsbedingungen getestet, alle mit un-
terschiedlichen Verhältnissen von Protein- zu 
Kristallisationslösung. Auf diese Weise wur-
den 41 Bedingungen identifiziert, in denen in-
nerhalb von sieben Tagen Proteinkristalle 
mikroskopisch sichtbar waren. Bei den meis-
ten der Bedingungen bildeten sich kubische 
oder triklinische Kristalle. Unter einigen Be-
dingungen waren nach zwei Tagen neben ku-
bischen Proteinkristallen große plattenför-
mige Kristalle am Rand des Kristallisations-
tropfens sichtbar. Zehn der Bedingungen wur-
den zur Optimierung ausgewählt und neue 
Kristallisationsansätze im größeren Maßstab 
mit abweichenden pH-Werten, Inkubations-
temperaturen, Fällungsmittel- und Salzkon-
zentrationen mittels der hanging-drop Dampf-
Abbildung 5.2 | Mikroskopische Aufnahmen verschiedener TpSOR-Kristalle. A, Kubische Proteinkristalle, kristal-
lisiert in Anwesenheit von 1,0 M Na-Acetat und 0,1 M Na-Kakodylat, pH 6,5. B, Plattenförmige Proteinkristalle, 
kristallisiert in 0,6 M Bernsteinsäure bzw. in 1,4 M Na-Acetat und 0,1 M Na-Kakodylat, pH 6,5. C, Polyedrische 
Proteinkristalle, kristallisiert in 0,2 M Li-Sulfat, 0,1 M Tris, pH 8,5 und 40 % (w/v) PEG 400.
Abbildung 5.3 | Röntgenbeugung und Raumgruppe der TpSOR. A, Exemplarisches Röntgenbeugungsbild ei-
nes TpSOR-Kristalls in der Raumgruppe I 2 3 mit einer Auflösung von ≈ 2,8 Å. B, Darstellung der TpSOR Ein-










diffusions-Methode erstellt. Unter vier der Be-
dingungen bildeten sich innerhalb von drei 
Tagen Kristalle mit einer Größe von 150 – 
500 µM verschiedener Morphologie (Abb. 
5.2). Die Proteinkristalle wurden nach 3 – 10 
Tagen in kryoprotektive Lösungen überführt 
(Kristallisationslösung + 30 – 35 % Glycerin; 
s. Kap. 2, Tab. 2.7) und in flüssigem Stickstoff
gefroren. Analysen der Röntgendiffraktion
ergaben, dass die meisten der Proteinkristalle
in der kubischen Raumgruppe I 4 3 2 (Inter-
national Tables for Crystallography, Nr. 211;
Hahn et al. (1983)) kristallisierten. All diese
Proteinkristalle zeigten jedoch so genannte
twinning Effekte. Kristallisationszwillinge tre-
ten auf, wenn eine Einheitszelle eine höhere
Symmetrie aufweist, als die Raumgruppe der
Kristallstruktur suggeriert. Während des
Kristallisationsprozesses entstehen dabei zwei
(oder mehr) unabhängige Nukleations-
punkte, bei der die zwei Proteinkristalle im
späteren Verlauf zusammenwachsen. Dies re-
sultiert in einem diffusen Diffraktionsmuster.
Das Auftreten von Kristallzwillingen stellt kei-
nen ungewöhnlichen Effekt in der Kristallo-
graphie dar, erschwert jedoch die Struktur-
aufklärung oder macht diese gänzlich unmög-
lich (Chandra et al., 1999, Dauter, 2003,
Parsons, 2003). Auch die Kristallisation in An-
wesenheit verschiedener Additive (Additive
Screen HR2-428 Reagent Formulation) führte 
nicht zu einer geordneten, mononuklearen 
Kristallisation ohne Bildung von Kristallzwil-
lingen.  
Große plattenförmige Proteinkristalle mit 
Ausmaßen von ca. 400 x 400 µm, die in An-
wesenheit von 1,4 M Natrium-Acetat und 
Abbildung 5.4 | Darstellung der asymmetrischen Einheit der TpSOR-Kristallstruktur. A, Aufsicht mit verlän-
gertem N-Terminus und katalytischen Eisenatomen (orangene Kugeln). B, Seitenansicht mit eingezeichneten 
Tetramerkanälen an der Vierfachsymmetrieachse. 
Tabelle 5.1 | Kristallographische Parameter, Rönt-
gendiffraktionsdaten und Refinement-Statistiken 
der TpSOR-Kristallstruktur. Werte in Klammern 
beziehen sich auf die Schale mit der höchsten Auf-
lösung. 
TpSOR Wt 
Datenerfassung DLS I03 
Raumgruppe I 2 3 
Wellenlänge (Å) 1,7373  
Auflösung (Å) 80,26-2,84 (3,01-2,84) 
Einheitszellparamter (Å) a=b=c=278,03 
Anzahl der individ. Intens. 83 503 
Multiplizität 34,8 
I / σ (I) 2,3 (0,87) 
Rsym (%) 30,6 (8,1-388,2) 
Rmeas (%) 31,0 (8,2-393,9) 
Rpim (%) 7,27 (29,3) 
Vollständigkeit (%) 99,9 (99,6) 
Wilson B Faktor (Å2) 60,01 
Refinement 
Moleküle / asym. Einheit 8 
Aminos. / Kette (gesamt) 311 (2 488) 
Anzahl von Wassermol. 14 
Anzahl von Eisenatomen 8 
Rwork (%) / Rfree (%) 0,1994 / 0,2328 
Durchschn. ADP2 (Å) 90,4 
Bindungen r.m.s.d. (Å) 0,034 
Winkel r.ms.d. (°) 2,192 










0,1 M Natrium-Kakodylat bei pH 6,5 gewach-
sen waren, wiesen im Gegensatz dazu keine 
twinning Effekte auf und kristallisierten in der 
kubischen, raumzentrierten Raumgruppe 
I 2 3 (International Tables for Crystallography, 
Nr. 197; Hahn et al. (1983) Abb. 5.3 A; Tab. 
5.1). Die TpSOR-Proteinkristalle wurden mit 
Wellenlängen von 0,976 und 1,737 Å gemes-
sen. Die Elementarzelle der Kristalle hatte die 
Dimensionen a=b=c=278,2 Å mit einem Ge-
samtvolumen von 2,2 x 107 Å3 (Abb. 5.3 B). 
Das Phasenproblem wurde durch molecular 
replacement mit der AaSOR als Suchmodell 
gelöst (PDB ID: 2CB2, Urich et al. (2005a); 
Sequenzidentität: 32 %). Die TpSOR kristalli-
sierte mit einer Auflösung von 2,84 Å mit je-
weils acht Proteinuntereinheiten in der kris-
tallographisch asymmetrischen Einheit (Abb. 
5.4; Tab. 5.2). Drei der asymmetrischen Ein-
heiten lagerten sich dabei zu dem aus 24 Un-
tereinheiten bestehenden Holoenzym mit 
nicht-kristallographischer 432-Punktgruppen-
symmetrie zusammen, wodurch sich in einer 
Elementarzelle acht TpSOR-Holoenzyme be-
finden (Abb. 5.3 B). Die Gesamtoberfläche 
der asymmetrischen Einheit in einer Elemen-
tarzelle beträgt 95 911,8 Å2 bei einer durch-
schnittlichen Fläche von 11 988,5 Å2 pro Un-
tereinheit (berechnet mittels AREAIMOL aus 
der CCP4 Suite; Winn et al. (2011)). Die 
Struktur beinhaltet die Aminosäuren 3 – 313, 
wobei C-terminal lediglich der flexible Strep-
Tag keiner Elektronendichte zugeordnet wer-
den konnte (Tab. 5.2). Die N-terminalen Ami-
nosäuren Methionin und Asparagin sind eben-
falls nicht in der Struktur nachweisbar, ähn-
lich wie in der Kristallstruktur der HnSOR, in 
Abbildung 5.5 | Darstellung des TpSOR Holoenzyms. A, Oberflächendarstellung mit Aufsicht auf die Vierfach-
symmetrieachse. Stickstoff- (blau), Sauerstoff- (rot), und Kohlenstoffatome (grün) sind koloriert. B, Cartoon-
Darstellung mit kolorierten α-Helices (grün), β-Faltblättern (rosa) und Eisenatomen (braune Kugeln). 
Abbildung 5.6 | Darstellung der Proteintopologie 
der AaSOR und der TpSOR. α-Helices sind als Zylin-









der die drei N-terminalen Aminosäuren fehlen 
(Pöll, 2017). Die Abspaltung des N-termina-
len Methionins kommt in ca. 2/3 aller Prote-
ine vor (Giglione et al., 2004) und wurde für 
die AaSOR bereits als posttranslationale Mo-
difikation beschrieben (Kletzin, 1992).  
Der im Vergleich zur AaSOR und HnSOR 
verlängerte N-Terminus ist in der TpSOR-
Struktur deutlich sichtbar und ragt aus den 
Untereinheiten heraus (Abb. 5.4 A). Durch die 
Verlängerung liegt dieser nicht in direkter 
räumlicher Nähe zum C-Terminus, wie es bei 
den bisherigen SOR-Strukturen der Fall ist 
(Abstand C- zu N-Terminus: 34,0 Å gegen-
über 6,2 Å in der AaSOR bzw. 6,9 Å in der 
HnSOR), und lagert sich mit seiner kurzen 
Helix seitlich an die Proteinoberfläche an. 
Dort ist er über zwei Salzbrücken mit dem 
starren Körper des Holoenzyms verankert und 
verleiht der TpSOR somit ihre „eckigere“ Er-
scheinung. Interessanterweise beinhaltet jede 
kristallographisch, asymmetrische Einheit je-
weils zwei vollständige Tetramerkanäle (Abb. 
5.4 B), welche die Vierfachsymmetrieachse 
des Enzyms bilden. Das TpSOR Holoenzym 
hat einen Durchmesser von ca. 14,1 Å (Abb. 
5.5) und ist damit etwas kleiner als die AaSOR 
(15,2 Å). Der innere Hohlraum weist dagegen 
keine signifikante Verkleinerung gegenüber 
der AaSOR auf, weshalb augenscheinlich ein 
in der TpSOR verkürzter Tetramerkanal die 
Ursache für den geringeren Enzymdurchmes-
ser darstellt (s. Kap. 6 für weitere Details zum 
Tetramerkanal). Wie für SORs typisch besit-
zen die TpSOR-Untereinheiten zentrale β-bar-
rel-Strukturen, die von α-Helices umgeben 
sind (Abb. 5.5 B + 5.6) und ordnen sich damit 
in die Klasse der αβ-Proteine ein (Levitt & 
Chothia, 1976). Vergleiche der Proteintopolo-
gie zwischen TpSOR und AaSOR bestätigen 
die zentrale Rolle der β-barrel-Struktur mit 
neun antiparallel angeordneten β-Faltblät-
tern, umgeben von 13 α-Helices (Abb. 5.6).  
Tabelle 5.2 | Vergleiche von SOR-Kristallisationsparametern. 
TpSOR AaSOR HnSOR 
PDB ID - 2CB2 6QPA 
Auflösung (Å) 2,8 1,7 2,1 
Asymmetrische Einheit 8 6 24 








r.m.s.d. (Å) 2 - 1,07 0,90 
α-Helices (%) 39,2 35,9 26,7 
β-Faltblätter (%) 28,3 30,4 31,6 
Referenz Diese Arbeit Urich et al. (2006) Pöll (2016) 
1 Bezogen auf die Aminosäuresequenz ohne Strep-Tag. 
2 Bezogen auf das TpSOR-Monomer. 
Abbildung 5.7 | Ramachandran-Diagramm der 
TpSOR Kristallstruktur. Dargestellt sind die ψ- und 
φ-Torsionswinkel der A-Untereinheit und deren 
Einteilung in energetisch favorisierte und energe-
tisch günstige Konformation (hellblaue bzw. dun-
kelblaue Umrandung).










Nach Refinement und Optimierung der 
TpSOR Struktur wurde diese im Hinblick auf 
die Verteilung ihrer Kombination der Dieder-
winkel φ und ψ von Protein-backbones mittels 
eines Ramachandran-Plots (Abb. 5.6; 
Ramachandran et al., 1963) validiert. Die 
Analyse ergab ein Vorkommen von 84,1 % der 
Aminosäuren in ihrer energetisch favorisier-
ten Konformation, wobei sich 11,0 % in einer 
energetisch zulässigen Konformation befin-
den, bei 4,9 % Ausreißern. Es ist eine nicht 
favorisierte Bindung (von insgesamt 2 494) 
und 15 nicht favorisierter Bindungswinkel 
vorhanden (von insgesamt 3 378). Eine Aus-
wertung der Sekundärstrukturelemente ba-
sierend auf den Röntgenkristallstrukturen 
ergab, dass die TpSOR mit 39,2 % einen ver-
gleichbaren Anteil von α-Helices mit der 
AaSOR besitzt (Tab. 5.2). Beide Enzyme be-
sitzen demnach ein deutlich höheres Vorkom-
men von α-Helices verglichen mit vorange-
gangenen Analysen der  HnSOR (Veith, 2011, 
Pöll, 2016). 
5.2 Vergleichende SOR Kristall-
strukturanalyse 
Überlagerungen der A-Untereinheiten von 
TpSOR mit der AaSOR ergeben eine quadrati-
sche Mittelabweichung (root mean square de-
viation; r.m.s.d.) von 1,07 Å (über 222 Cα-
Atome; Urich et al. (2004); PDB ID: 2CB2), 
mit der HnSOR von 0,90 Å (über 207 Cα-
Atome; Pöll (2017); PDB ID: 6QPA), was auf 
eine hohe strukturelle Ähnlichkeit der Struk-
turen hindeutet (Tab. 5.2). Dies wird eben-
falls deutlich, wenn man die Anordnung von 
Sekundärstrukturelementen und kristallogra-
phisch flexiblen Bereichen der drei SORs ver-
gleicht (Abb. 5.8). Betrachtet man die atoma-
ren Verschiebungsparameter (atomic displace-
ment parameters, a.d.p.s) der drei SOR-Mono-
mere und -Holoenzyme ist auffällig, dass sie 
ein vergleichbares Vorkommen von Bereichen 
mit kristallographisch hoher Flexibilität auf-
weisen (Abb. 5.8 und 5.9). Zudem besitzen 
alle drei SORs eine ähnlich stark ausgeprägte 
kristallographische Flexibilität von zwei α-He-
lices, die einen Großteil des aktiven Zentrums 
Abbildung 5.8 | Vergleich der SOR-Monomere von TpSOR (A), AaSOR (B) und HnSOR (C). Obere Panels: SOR-
Monomere in der Cartoon-Darstellung. Untere Panels: SOR-Monomere koloriert nach kristallographischer 
Flexibilität (atomic displacement parameters, a.d.p.s). Rote, dicke Bereiche deuten auf eine hohe Flexibilität, 









bilden und die active site pocket vom inneren 
Hohlraum abgrenzen. In der ersten Hälfte der 
α-Helix 1 befindet sich dabei das essentielle 
C31/33/44 (AaSOR-, HnSOR-, bzw. TpSOR-
Nummerierung), in der zweiten Hälfte der 
Helix 3 befinden sich die zwei weiteren kon-
servierten, semi-essentiellen Cystein-Reste, 
wobei Helix 3 zusätzlich noch Tetramer- 
kanal-bildende Reste beinhaltet (Helix-Num-
merierung nach Kap. 4, Abb. 4.1). Außerdem 
Abbildung 5.9 | Cartoon-Darstellung der SOR-Holoenzyme mit Kolorierung nach atomic displacement para-
meters (a.d.p.s). Bereiche mit hoher Flexibilität sind rot und dick dargestellt, während starre Bereiche blau 
und dünn erscheinen.
Abbildung 5.10 | Elektrostatische Oberflächenpotentiale der SORs. Obere Panels, Aufsicht auf die Vierfach-
symmetrieachse. Mittlere Panels, Einsicht in den inneren Hohlraum. Untere Panels, Aufsicht auf die Dreifach-
symmetrieachse. Elektrostatische Potentiale in kTe; k, Boltzmann-Konstante; T, Temperatur der Kalkulation; 
e, Ladung eines Elektrons.  










besitzen sowohl Bereiche des Tetramer- als 
auch des Trimerkanals vergleichsweise hohe 
a.d.p.s, was auf eine gewisse Notwendigkeit
der Flexibilität der Öffnungen zur äußeren
Oberfläche hindeuten könnte. In der TpSOR
befindet sich zudem ein weiterer Bereich mit
einer hohen kristallographischen Flexibilität
in einer loop-Region an der äußeren Oberflä-
che, welcher vermutlich an der Untereinhei-
ten-Interaktion beteiligt ist. Die übrigen Teile 
der SOR-Strukturen weisen deutlich niedri-
gere gemittelte a.d.p.s auf und scheinen da-
her, zumindest kristallographisch, unflexibler 
zu sein. 
 Elektrostatische Messungen der Oberflä-
chenpotentiale (Electrostatic Surface Potential, 
ESP) zeigen, dass negative Oberflächenladun-
gen insbesondere bei den SORs aus mesophi-
Abbildung 5.11 | Hydrophobizitätsdarstellungen der SORs. A, Aufsicht auf die Vierfachsymmetrieachse. 
B, Einsicht in den inneren Hohlraum. C, Aufsicht auf die Dreifachsymmetrieachse. D, Bindungstasche des ak-









len Organismen dominieren (Abb. 5.10). Le-
diglich in der Peripherie des Tetramerkanals 
häufen sich positiv geladene Aminosäure-
Reste. In der AaSOR besitzen dagegen der Tri-
merkanal und die innere Oberfläche des Tet-
ramerkanals eine positive Ladungsverteilung. 
Erstaunlicherweise ist vor allem der innere 
Hohlraum in der TpSOR und der HnSOR stark 
negativ geladen. Zwar weist die AaSOR im 
Gegensatz dazu teilweise positive Bereiche im 
Enzyminneren auf, jedoch steht dies im Wi-
derspruch zu vorangegangenen ESP-Berech-
nungen der AaSOR, in denen eine überwie-
gend positive Ladungsverteilung im inneren 
Hohlraum kalkuliert worden war (Urich, 
2005). Die positiven Ladungen am Trimerka-
nal der AaSOR beruhen auf den R99-Seitenket-
ten und weiteren positiven Ladungen im Tun-
nelinneren. In der TpSOR ist der Trimerkanal 
dagegen weit geöffnet (C-C Abstände: 9,8 Å; 
AaSOR: 6,3 Å) und die positiven Ladungen 
sind nur in geringem Ausmaß am äußeren 
Ende vorhanden, während die HnSOR 
(Durchmesser 4,0 Å) eine gänzlich negative 
Ladungsverteilung in diesem Bereich auf-
weist.  
In AaSOR und HnSOR zeigt der Tetra-
merkanal eine starke Hydrophobizität (Abb. 
5.11), was aufgrund der Zusammensetzung 
des Kanals in der AaSOR (2 x Phe, Val, Met) 
und der HnSOR (Phe, Leu, Val, Met) nicht 
verwunderlich erscheint. Der Tetramerkanal 
der TpSOR ist dagegen deutlich weniger Hy-
drophob (Arg, Glu, Met), dafür jedoch signifi-
kant kürzer (s. Kap. 6 für Details). Die positi-
ven Ladungen aus ESP-Berechnungen der 
AaSOR resultieren demnach nicht direkt 
durch die  Kanal-auskleidenden Aminosäu-
rereste, sondern sind vielmehr die Folge von 
positiven Aminosäureresten in der Peripherie 
des Kanals (insbesondere K138 und K139), de-
ren elektrostatische Wechselwirkungen sich 
auf umliegende Reste des Tetramerkanals 
auswirken. Im inneren Hohlraum der SORs 
sind dagegen hydrophobe Bereiche übermä-
ßig gleichmäßig verteilt. Im Gegensatz dazu 
besitzt der Trimerkanal in AaSOR und HnSOR 
einen hydrophilen Charakter, wohingegen er 
in der TpSOR hydrophober zu sein scheint, 
wenngleich der Durchmesser des Kanals im 
Vergleich zur AaSOR um 3,6 Å und zur 
HnSOR sogar um 5,8 Å deutlich erhöht ist.  
5.3 Das katalytische Zentrum 
Die Bindungstasche des aktiven Zentrums 
besitzt ebenfalls eine stark ausgeprägte Hyd-
rophobizität, lediglich im Bereich des kataly-
tischen Eisenzentrums ist in der AaSOR und 
der HnSOR ein hydrophiles Milieu vorhan-
den, was den Umsatz des hydrophoben 
Schwefels in der Bindungstasche zu hydrophi-
len Reaktionsprodukten am Eisenzentrum 
wahrscheinlich macht. Die Basis der katalyti-
schen Zentren bildet je ein farbloses, mono-
nukleäres, nicht-Häm Eisenzentrum pro Un-
tereinheit der TpSOR, ebenso wie in anderen 
SORs. Das Eisenatom ist in einer deformierten 
oktaedrischen Koordinationssphäre ligiert. 
Die Koordinationspartner bilden zwei Histi-
din-Reste (H98 und H102) zusammen mit ei-
nem zweizähnigem Glutamat-Rest (E126) und 
zwei Wassermolekülen (Abb. 5.12). Das Mo-
tiv der Koordination des Eisenzentrums stellt 
dabei eine Variation der 2-His-1-Carboxylat 
Triade mit einem zweizähnigem Glutamat-
Liganden dar (Kal & Que, 2017). Die Koordi-
nationssphäre weist große Ähnlichkeiten zu 
den höher aufgelösten Röntgenkristallstruk-
turen der AaSOR und der HnSOR auf. Nichts-
destotrotz zeigt in der TpSOR-Röntgenkris-
tallstruktur lediglich ein Wassermolekül 
(H2O1) eine direkte Eiseninteraktion, im Ge-
gensatz zur AaSOR und HnSOR (Abb. 5.12). 
Ein ähnlicher Effekt war bereits in niedrig auf-
gelösten Kristallstrukturen der AtSOR (2,7 Å) 
und der HnSOR (2,9 Å) beobachtet worden 
(Li et al., 2008, Veith, 2011) und steht damit 
wohl im direkten Zusammenhang mit der ato-
maren Auflösung der Kristallstruktur.  
Ein weiteres Wassermolekül (H2O3) in der 
TpSOR ist in zu großer Entfernung zum Eise-
natom um dessen Koordinationssphäre zu 
komplettieren (Abb. 5.12). Eine Analyse 










verfügbarer SOR-Strukturen ergab, dass die-
ses Wassermolekül in allen 3D-Strukturen 
konserviert ist. In der TpSOR wird es von dem 
Oε2-Atom der E126-Seitenkette, vom Oγ1-Atom 
der T90-Seitenkette und vom Q88 und A20 back-
bone-Sauerstoff koordiniert, in AaSOR und 
HnSOR von den jeweiligen Homologen (Abb. 
5.12). Elektronendichte für dieses Wasser-
molekül war in der TpSOR lediglich in einer 
Proteinuntereinheit der kristallographisch 
asymmetrischen Einheit vorhanden. In den 
anderen sieben Untereinheiten waren entwe-
der gar kein Eisen-assoziiertes Wasser 
(viermal) oder lediglich eines sichtbar (drei-
mal). Die Identifizierung des zusätzlichen 
konservierten Wassermoleküls H2O3 in unmit-
Abbildung 5.12 | Eisenkoordination im aktiven Zentrum von SORs. Obere Panels, Eisenkoordination in der 
Kristallstruktur. Untere Panels, Koordinationssphäre des Eisens mit durchschnittlichen atomaren Abständen, 
inklusive Teile der sekundären Koordinationssphäre. 
Abbildung 5.13 | EPR-Spektroskopie der TpSOR. A, EPR-Spektren der nativen TpSOR und nach Inkubation mit 
elementarem Schwefel. B, EPR-Spektren von Redoxtitrationen der TpSOR. C, Normalisierte Intensitäten bei 
g = 4,3 der EPR-Messungen, aufgetragen gegen das Reduktionspotential. Die Kurve entspricht einer Nernst-









telbarer Nähe zum Eisenatom könnte jedoch 
ein Hinweis auf eine mechanistische Beteili-
gung während des Substratumsatzes sein.  
EPR-Spektroskopie der TpSOR zeigte eine 
isotrope Resonanz bei g = 4,3, welche charak-
teristisch für ein mononukleäres high-spin Ei-
senatom mit dem Ladungszustand +3 ist 
(Abb. 5.13 A). In der nativen TpSOR war das 
Signal nur geringfügig ausgeprägt, steigerte 
sich jedoch deutlich nach Inkubation mit ele-
mentarem Schwefel für 5 min bei 80 °C. Dies 
lässt auf eine Oxidation des Eisenzentrums 
während der Katalyse schließen und unter-
scheidet sich in diesem Punkt maßgeblich von 
der AaSOR, bei der die Inkubation mit ele-
mentarem Schwefel eine Reduktion des Ei-
senzentrums zur Folge hatte (Urich, 2005). 
EPR-gekoppelte Redoxtitrationen zeigten, 
dass das Eisenzentrum ein negatives Stan-
dard-Reduktionspotential mit einem E0‘ von 
-251,7 mV bei pH 8,5 besitzt (Abb. 5.13 BC)
und sich damit in einem ähnlichen Bereich
wie das Reduktionspotential der AaSOR be-
findet (-268 mV bei pH 6,5; Urich (2005)).
Interessanterweise ist in der Röntgenkris-
tallstruktur der TpSOR keine typische Sub-
stratbindungstasche in Strukturdarstellungs-
programmen ersichtlich. Das katalytische Ei-
senatom wird zwar von denselben Aminosäu-
ren koordiniert, liegt jedoch am äußeren Ende 
eines schmalen Tunnelgeflechts (Abb. 5.14), 
welches in Strukturanalysen lediglich bei ei-
nem Lösungsmittelradius von 1,0 Å sichtbar 
war (der Standardradius beträgt 1,4 Å). Die 
einzelnen, (semi-)essentiellen Cystein-Reste 
sind dabei deutlich voneinander separiert und 
stehen in keinem direkten Kontakt zueinan-
der. Das essentielle C44 ist nicht modifiziert 
wie in der AaSOR (Css31) und HnSOR (Css33). 
Ebenso bilden die Cysteine C113 und C116 keine 
Schwefelbrücken aus (wie in der HnSOR C103 
und C106 in einigen Untereinheiten). Im Ge-
gensatz zur AaSOR- und HnSOR-3D-Struktur 
befinden sich die beiden benachbarten Cys-
teine nicht in einem durchgängigen helikalen 
Sekundärstrukturelement. Vielmehr ist die α-
Helix 3 im Vergleich zu den anderen SORs 
deutlich verkürzt (vgl. Abb. 5.6), sodass C116
Abbildung 5.14 | Darstellung der aktiven Zentren von SORs inklusive der katalytischen Eisenatome, der Ei-
senliganden und der konservierten Cysteine. Obere Panels, Cartoon-Darstellung der Bindungstasche mit Ab-
ständen der Cysteine zum Eisenzentrum (in Å). Untere Panels, Oberflächendarstellung der Bindungstasche. 
Anmerkung: Für die Oberflächendarstellung der TpSOR-Bindungstasche wurde der Lösungsmittelradius in 
PyMOL auf 1,0 Å herabgesetzt. 










in einem coil/loop Bereich lokalisiert ist, wäh- 
rend sich C113 weiterhin in der α-Helix befin-
det.  Es  ist  daher  davon  auszugehen,   dass 
insbesondere C116 eine vergleichsweise hohe 
Flexibilität aufweisen kann. Die Cysteine C113 
und C116 besitzen in der TpSOR einen deutlich 
größeren Abstand zum katalytischen Eisena-
tom, verglichen mit den entsprechenden Ab-
ständen in AaSOR und HnSOR (Abb. 5.15). 
Demzufolge sind in der TpSOR die Sγ-Ab-
stände um ein Vielfaches höher als in den an-
deren beiden SORs, wobei der Abstand zum 
Eisenzentrum in der HnSOR im Vergleich zur 
AaSOR ebenfalls signifikant erhöht ist. Im Ge-
gensatz dazu unterscheidet sich der Sγ-Ab-
stand von C104 bzw. C106 zum Eisen in der 
AaSOR und der HnSOR nicht signifikant von-
einander. Betrachtet man die S-S-Abstände 
der beiden benachbarten Cysteine zueinan-
der, wird ebenfalls ein größerer Abstand in 
der TpSOR sichtbar, wobei der S-S-Abstand in 
der AaSOR wiederum größer gegenüber der 
HnSOR ist (Abb. 5.15). Umgekehrt sind die 
Abstände von C44 und C31 zum Eisen in TpSOR 
und HnSOR nicht signifikant unterschiedlich, 
beide sind jedoch geringer als in der AaSOR.  
5.4 Kryo-EM-Strukturen der 
AaSOR und der TpSOR 
Kryo-EM-Strukturen der AaSOR und der 
TpSOR wurden mittels Einzelpartikel Kryo-
Elektronenmikroskopie ermittelt um mögli-
che Modifikationen und Konformationen von 
Aminosäuren ohne Kristallisationsprozess 
nahe ihrer nativen Konformation identifizie-
ren zu können.  
Die Kryo-EM-Karte der aus E. coli gereinig-
ten AaSOR wurde aus 45 005 Partikelbildern 
ermittelt und mit einer Auflösung von 2,5 Å 
refined. Die der ebenfalls aus E. coli gereinig-
ten TpSOR wurde aus 47 378 Partikelbildern 
ermittelt. Das Refinement erfolgte bei einer 
Auflösung von 3,1 Å (Tab. 5.3). Für die An-
passung der Kryo-EM-Karten in Phenix wur-
den die jeweiligen Röntgenkristallstrukturen 
als Modell genutzt. Die Holoenzyme beinhal-
ten insgesamt 7 344 bzw. 7 416 Aminosäu-
rereste mit jeweils 24 Eisenatomen. Nach dem 
Refinement besaßen 98,0 % der Aminosäu-
rereste der AaSOR in Ramachandran-Analy-
sen ein Vorkommen in der energetisch favori-
sierten Position ohne Ausreißer, während  in 
Abbildung 5.15 | Atomare Abstände zwischen Schwefelatomen der Cystein-Reste und dem katalytischen Ei-
senatom. A, Abstände zwischen C44/Css31/Css33 Sγ und dem Eisenatom. B, Abstände zwischen C113/C101/Css103
Sγ und dem Eisenatom. C, Abstände zwischen C116/C104/Css106 Sγ und dem Eisenatom. D, Abstände zwischen 
den distalen Schwefelatomen der konservierten Cysteine in Helix 3. Fehlerbalken repräsentieren die Stan-
dardabweichung aus den Messungen aller Proteinuntereinheiten in der jeweiligen asymmetrischen Einheit. 
Die Signifikanz wurde mittels t-Test bestimmt, ns, nicht signifikant * signifikant = P < 0,05, ** hoch-signifikant 








 der TpSOR 89,0 % ein energetisch favorisier-
tes Vorkommen aufwiesen bei 0,7 % Ausrei-
ßern. Die Kryo-EM-Analysen bestätigen, dass 
beide SORs aus 24 identischen Untereinhei-
ten mit einer  hohen Symmetrie gebildet wer-
den. Aufgrund der hohen Auflösung beider 
Strukturen sind die Elektronendichten klar 
abgegrenzt und die einzelnen Aminosäu-
rereste in den meisten Bereichen eindeutig 
definierbar (Abb. 5.16 AD, Abb. 5.17 BD). 
Wie in vorangegangen Studien, bei denen 
SORs negativ gefärbt und anschließend elek-
tronenmikroskopisch abgebildet wurden 
(Urich et al., 2004, Rühl et al., 2017), sieht 
man in den nicht kontrastierten Bereichen der 
Aufnahmen typische runde Strukturen, wel-
che das SOR-Holoenzym bilden und höchst-
wahrscheinlich die biologisch aktive Einheit 
des Enzyms darstellen (Abb. 5.16 BE). Ein-
zelne zweidimensionale Querschnitte durch 
die rekonstruierten Kryo-EM-Karten aus den 
2D Klassifizierungen zeigten das Vorkommen 
von hauptsächlich zwei verschiedenen Subpo-
pulationen mit jeweiligen Aufsichten auf die 
Vierfach- und Dreifachsymmetrieachsen 
(Abb. 5.16 CF). Überlagerungen der Elektro-
nendichtekarte mit der Kryo-EM-Struktur ver-
deutlichten für beide SORs, dass alle Sekun-
därstrukturelemente an Elektronendichten 
angepasst werden konnten (Abb. 5.17). Die 
Bestimmung der lokalen Auflösung beider En-
zyme zeigte darüber hinaus, dass vor allem 
Bereiche am äußeren Ende des Tetramerka-
nals und in Ausstülpungen des inneren Hohl-
Tabelle 5.3 | Datensammlung, Refinement und Modellierungsstatistiken der AaSOR und TpSOR Kryo-EM-
Strukturen. 
AaSOR TpSOR 
Datensammlung und Prozessierung 
Elektronenmikroskop  Titan Krios Titan Krios 
Elektronendetektor  Falcon III Falcon III 
Vergrößerung 96 000 96 000 
Spannung (kV) 300 300 
Elektronenbelichtung (e-/Å2) 31 31 
Unschärfebereich (µm) 0,9-2,1 0,6-2,1 
Pixelgröße (Å) 0,827 0,827 
Symmetrie (auferlegt) T T 
Initiale Partikelbilder (#) 50 052 228 552 
Finale Partikelbilder (#) 45 005 47 378 
Auflösung der Karte (Å) 2,5 3,1 
B Faktor der Kartenschärfung (Å2) -67 -124
Modellbildung und Refinement 




Proteinuntereinheiten 24 24 
Aminosäurereste 7344 7416 
Liganden 24 (Fe) 24 (Fe) 
r.m.s. Abweichungen (r.m.s.d.)
Bindungslängen (Å) 0,00 0,01 
Bindungswinkel (°) 0,89 1,15 
Ramachandran Plot 
Favorisiert (%) 98,01 89,00 
Ausreißer (%) 0,00 0,65 
Validierung 
MolProbity Score 1,27 (100. Perzentille) 1,76 (100. Perzentille) 
Clashscore 5,09 (99. Perzentille) 3,95 (100. Perzentille) 
Schlechte Rotamere (%) 0,48 0,38 










raums signifikant schlechter aufgelöst sind als 
die übrige Struktur (Abb. 5.18). Solche Berei-
che sind passgenau zu jenen mit hohen a.d.p.s 
in den SOR-Röntgenkristallstrukturen.  
Anhand von Vergleichen der AaSOR 
Röntgenkristallstruktur (Auflösung: 1,7 Å) 
mit der Kryo-EM Struktur (2,5 Å) wurden nur 
geringe Abweichungen in den Proteinun-
tereinheiten mit einer r.m.s.d. von 0,3 Å beo-
bachtet. Die Eisenkoordinationssphäre be-
sitzt, wie in niedrig auflösenden Röntgenkris-
tallstrukturen von SORs, lediglich Elektronen-
dichte für ein Wassermolekül (H2O1). Leichte 
Abweichungen sind in der Ausrichtung des 
H90- und E114-Restes vorhanden. So verringert 
sich der Abstand der beiden E114-Bindungs-
stellen zum Eisenatom auf jeweils 2,1 Å, und 
von H90 auf 2,2 Å (Abb. 5.19 B, Vgl. Abb. 
5.12). Der Bindungswinkel des Glutamat-Res-
tes vergrößert sich in der Kryo-EM Struktur 
auf 62,8° (im Vergleich zu 58,8° in der 
Röntgenkristallstruktur). Auch das koordinie-
rende Wassermolekül besitzt in der Kryo-EM 
Struktur einen geringeren Bindungsabstand 
zum Eisenatom (2,1 Å gegenüber 2,5 Å). Ein 
deutlicher Unterschied ergibt sich in der Ori-
entierung der beiden benachbarten, konser-
vierten Cystein-Reste in der AaSOR. Diese 
Abbildung 5.16 | A,D, Kryo-EM-Elektronendichtekarten der AaSOR und TpSOR bei 2,5 Å bzw. 3,1 Å Auflösung 
mit kolorierten Enzymuntereinheiten. B,E, Repräsentative Kryo-EM-Elektronenmikroskopaufnahmen der 
SOR-Holoenzyme. Maßstabsbalken, 25 nm C,F 2D Class Averages der am häufigsten vorkommenden Einzel-








 sind in der Röntgenkristallstruktur nahezu pa-
rallel angeordnet. Die Schwefelatome in der 
Kryo-EM Struktur sind hingegen um 137° 
bzw. 114° rotiert und zeigen zueinander 
(Abb. 5.19). Der Abstand vom Sγ-Atom zum 
katalytischen Eisenatom ändert sich für C104 
dabei nicht signifikant, während sich der Ab-
stand bei C101 von 7,6 auf 10,0 Å erhöht (Vgl. 
Abb. 5.15). Das essentielle AaSOR-C31 besitzt, 
ebenso wie in der Röntgenkristallstruktur, 
eine zusätzliche Elektronendichte am Sγ-
Atom, was ebenfalls auf eine Persulfurierung 
schließen lässt. Die Orientierung der Seiten-
kette ändert sich dadurch jedoch nicht und 
auch der Abstand zum Eisenzentrum bleibt im 
Vergleich zur Röntgenkristallstruktur unver-
ändert.  
Vergleiche der Röntgenkristallstruktur der 
TpSOR (2,8 Å) mit der Kryo-EM Struktur 
(3,1 Å), zeigten mit r.m.s.d.-Werten von 0,51 
Å größere Unterschiede verglichen mit den 
AaSOR Strukturen. Insbesondere waren hier-
von loop-Regionen in der Nähe der Tetramer- 
und Trimerkanäle betroffen. Zusätzlich gibt 
es leichte Abweichungen der bereits in der 
TpSOR-Röntgenkristallstruktur identifizier-
ten, interhelikalen loop-Region des aktiven 
Zentrums (Abb. 5.19 DF). Der N-Terminus 
der Kryo-EM-Struktur weist, im Gegensatz zur 
Röntgenkristallstruktur,  Elektronendichte für 
einen Asparagin-Rest (N2) auf, wohingegen 
der C-Terminus um eine Aminosäure verkürzt 
ist. Aufgrund der Auflösungsgrenze von 2,8 Å, 
konnten H2O-Moleküle in keine Elektronen-
Abbildung 5.17 | A,C, Kryo-EM Karten der AaSOR und der TpSOR mit angepassten Strukturelementen. 
B,D, Ausgewählte Regionen der jeweiligen SOR-Untereinheit mit modellierten Aminosäureresten und ent-
sprechender Elektronendichte. Dargestellt ist für die AaSOR die Region zwischen den Aminosäureresten 
73-81 und für die TpSOR zwischen den Resten 85-93.










dichtekarte modelliert werden. Wie in der 
AaSOR sind auch in der TpSOR leichte Abwei-
chungen der Eisenkoordination zwischen 
Kryo-EM- und Röntgenkristallstruktur vor-
handen. Der zweizähnige Glutamat-Rest ist 
um das Cδ-Atom rotiert was in einer Verschie-
bung der Bindungsabstände zum Eisenatom 
resultiert. Während der Abstand von Oε2 un-
verändert bleibt, erhöht sich der Abstand des 
Oε1-Atoms von 2,2 auf 2,6 Å (Abb. 5.19 E, Vgl. 
Abb. 5.12). Dies hat eine  Verkleinerung des 
Bindungswinkels von 58,5° (Röntgenkristall-
struktur) auf 53,4° (Kryo-EM) zur Folge. Eine 
signifikante Erhöhung  des Bindungsabstan-
des zeigt sich in der Eisenkoordination von 
H102, welcher von 1,9 Å (Röntgenkristallstruk-
tur) auf 2,6 Å (Kryo-EM) steigt. Analog zu den 
Beobachtungen der AaSOR könnte dies ein 
Anzeichen für eine generelle Flexibilität der 
Eisenbindung von SORs sein.  
Sowohl in der AaSOR als auch in der 
TpSOR besaßen die konservierten Cysteine 
teilweise abweichende Orientierungen abhän-
gig von der jeweiligen Untersuchungsme-
Abbildung 5.18 | Darstellung der lokalen Auflösung der AaSOR und TpSOR Kryo-EM-Strukturen. Links ist je-
weils die Aufsicht auf die Vierfachsymmetrieachse gezeigt, rechts die Schnittebene durch die Vierfachsym-









thode: Zusätzliche Elektronendichte am Sγ-
Atom des essentiellen C44, die auf eine Persul-
furierung des Restes hindeuten würde, wurde 
ebensowenig in der TpSOR-Kryo-EM- wie in 
der -Röntgenkristallstruktur gefunden. Der 
Abstand zum katalytischen Eisenatom ist um 
0,6 Å vergrößert. Die beiden benachbarten, 
konservierten Cysteine weisen eine gänzlich 
abweichende Orientierung auf, analog zur 
AaSOR. C113 ist in der Kryo-EM-Struktur eben-
falls dem Eisenatom abgewandt mit einem 
Abstand von 14,8 Å (Röntgenkristallstruktur 
12,8 Å), was aus einer Rotation um 56,9° um 
das Cβ-Atom resultiert. C116 ist in der Kryo-
EM-Struktur um 92,7° rotiert, sodass sich in 
der Folge der Abstand zum aktiven Zentrum 
um 3,7 Å erhöht und beide Schwefelatome 
dem katalytischen Eisenatom abgewandt 
sind. Wie bereits in der Röntgenkristallstruk-
tur beobachtet, befindet sich C113 in einem he-
Abbildung 5.19 | Vergleichende Röntgenkristall- und Kryo-EM-Strukturanalysen der AaSOR und der TpSOR. 
A,D, Vergleiche der A-Untereinheiten. Schwarze Pfeile, Unterschiede zwischen Röntgenkristallstruktur und 
Kryo-EM-Struktur; Roter Pfeil, Abweichung in der Substratbindungstasche (aktives Zentrum). B,E, Vergleiche 
der Eisenkoordination. C,F, Vergleiche der Bindungstasche-bildenden Helices mit konservierten Cystein-Res-
ten. 










likalen Bereich, wohingegen C116 in einem 
loop lokalisiert ist. Die Ausrichtung der 
TpSOR-Cysteine scheint somit kein Kristallisa-
tionsartefakt zu sein. Vielmehr weist Helix 3 
eine Unterbrechung von sieben Aminosäuren 
(Aminosäuremotiv: 104TFEDVVV110) in unmit-
telbarer Nähe zum Eisenatom auf, was die 
Flexibilität der Helix erhöht und die TpSOR 
von anderen SORs maßgeblich unterscheidet. 
Überraschenderweise besitzen die beiden 
Cystein-Reste in der AaSOR-Kryo-EM-Struk-
tur zusätzliche,  in den Röntgenkristallstruk-
turen nicht vorhandene, Elektronendichten 
(Abb. 5.20). Ebenso sind die beiden benach-
barten C101 und C104 im Vergleich zur 
Röntgenkristallstruktur, ähnlich wie in der 
TpSOR, um das Cβ-Atom rotiert und zeigen 
zueinander. Die deutlichen Unterschiede der 
Winkel der Cystein-Seitenketten zwischen 
Röntgenkristall- und Kryo-EM-Struktur, so-
wohl in der TpSOR als auch in der AaSOR, 
deuten auf eine hohe Beweglichkeit in dem 
Bereich der Enzyme hin. Darüber hinaus wie-
sen sie eine durchgängige Elektronendichte 
zwischen ihren beiden distalen Schwefelato-
men auf, wohingegen die Elektronendichte in 
der Röntgenristallstruktur klar separiert war 
(Abb. 5.20 AB). Dies könnte für die Ausbil-
dung von Tri- oder Tetrasulfidbrücken zwi-
schen den beiden konservierten Resten spre-
chen, wie sie bereits in ersten Strukturanaly-
sen der HnSOR-Röntgenkristallstruktur beo-
bachtet worden waren (Pöll, 2016). Zusätz-
lich war ein ähnlicher Effekt in der AaSOR 
Kryo-EM-Struktur zwischen dem persulfurier-
ten C31 und dem Eingangsporen-bildenden 
M297 sicht-bar. Zwischen dem Sγ von C31 und 
dem distalen Cε-Atom ist ebenfalls eine 
durchgängige Elektronendichte vorhanden 
(Abb. 5.20 C). Die Position des M297 ist dabei 
im Vergleich zur Röntgenkristallstruktur nicht 
grundlegend verändert, wobei beide Reste 
hier eine klar abgegrenzte Elektronendichte 
besitzen (Abb. 5.20 D).   
Eine weitere Besonderheit in der Kryo-EM-
Struktur zeigte sich an den beiden Histidinen 
H166 und H277. Beide liegen in einer Tasche, 
die vom aktiven Zentrum durch C31 und M297 
separiert ist und waren in einer mit Zink in-
kubierten Röntgenkristallstruktur der AaSOR, 
zusammen mit einem Chlorid-Ion und einem 
Acetat, als Zink-Bindestelle identifiziert wor-
Abbildung 5.20 | Vergleiche der Elektronendichte von konservierten Cystein-Resten zwischen AaSOR-Kryo-
EM-Struktur und AaSOR-Röntgenkristallstruktur. A, Elektronendichte der Kryo-EM-Karten zwischen C101 und 
C104. B, Elektronendichte von C101 und C104 der Röntgenkristallstruktur. C, Elektronendichte der Kryo-EM-Kar-









den (Veith et al., 2011). In der Kryo-EM-
Struktur der nativen AaSOR ist zwischen den 
beiden Aminosäureresten eine durchgängige 
Elektronendichte vorhanden, was auf eine 
Wasser- oder Metallbindung schließen lässt 
(Abb. 5.21). Die native Röntgenkristallstruk-
tur der AaSOR zeigte dagegen keine Elektro-
nendichte zwischen den beiden Histidin-Res-
ten. Lediglich in Untereinheit C ist Elektro-
nendichte für ein Wassermolekül in Wasser-
stoffbrückendistanz zu den beiden Histidin-
Resten vorhanden. In der nativen Röntgen-
kristallstruktur der HnSOR ist dagegen in 23 
der 24 Untereinheiten Elektronendichte für 
ein Wassermolekül in unmittelbarer Nähe zu 
den homologen Resten H165 und H282 sichtbar. 
Ähnliches gilt für die TpSOR-Röntgenkristall-
struktur: Auch hier ist in jeder der acht Un-
tereinheiten Elektronendichte zwischen den 
Homologen H172 und H280 und E186 vorhanden, 
wobei diese in zwei der Untereinheiten als 
Wassermolekül interpretiert und modelliert 
wurden. In den restlichen sechs Proteinun-
tereinheiten schien die Elektronendichte da-
gegen zu groß für die Bindung eines Wasser-
moleküls zu sein. Die Kryo-EM-Struktur der 
TpSOR wies ebenfalls eine durchgängige 
Elektronendichte zwischen den Homologen 
Abbildung 5.21 | Vergleiche der Elektronendichten der Zink-bindenden Aminosäuren der AaSOR- und TpSOR-
Kryo-EM-Strukturen und der AaSOR Röntgenkristallstruktur. A, Elektronendichte der Reste H166 und H277 der 
AaSOR Kryo-EM-Struktur mit zwei in COOT modellierten Wassermolekülen (rot). B, Elektronendichte von H166 
und H277 mit Zink (grau) und Chlorid (grün) aus der Zink-inhibierten AaSOR-Röntgenkristallstruktur (PDB ID: 
2YAV). C, Elektronendichte der TpSOR-Reste H172, E186 und H280 bei 3,1 Å Auflösung. D, AaSOR-Kryo-EM-Struk-
tur mit in COOT modellierten Zink-Atom. E, Strukturvergleich der Kryo-EM-Struktur mit modellierten Zink-
Atom (COOT) mit der Zink-inhibierten AaSOR-Röntgenkristallstruktur. F, Strukturvergleich der Zink-inhibier-
ten AaSOR-Röntgenkristallstruktur mit der TpSOR-Kryo-EM-Struktur. Abkürzungen: X-Ray, Röntgenkristall-
struktur; Kryo, Kryo-EM-Struktur. 










H172 und H280 auf. Da die Kryo-EM-Struktur 
der TpSOR eine Auflösung von 3,1 Å besitzt 
sind Elektronendichten für Wassermoleküle 
nicht sichtbar, weshalb es sich hierbei höchst-
wahrscheinlich um die Bindung eines Atoms 
oder Moleküls mit einer höheren Elektronen-
dichte handelt. Damit liegt die Hypothese 
nahe, dass in der AaSOR Kryo-EM-Struktur 
ebenfalls eine Metallionenbindung zugrunde 
liegt (Abb. 5.21 D). Überlagerungen der Zink-
inhibierten Röntgenkristallstruktur der 
AaSOR mit der Zink-modellierten Kryo-EM-
Struktur zeigen ähnliche Ligandenumfelder 
der Metallionen (Abb. 5.21 E). Auch Verglei-
che mit einer Zink-modellierten Kryo-EM-
Struktur der TpSOR mit der Zink-inhibierten 
AaSOR Röntgenkristallstruktur weisen eine 
vergleichbare Koordination des Metalls auf, 
wobei in der TpSOR die Bindungsstelle des 
Acetats von E186 eingenommen werden 
könnte. Auch wenn die Kryo-EM-Strukturen 
Hinweise auf ein zweites Metallbindungszent-
rum in SORs liefern, bleibt ungeklärt, um wel-
ches Metall es sich bei der Bindung handeln 
könnte und warum keine entsprechende 
Elektronendichte in den hochauflösenden na-
tiven Röntgenkristallstrukturen der AaSOR 
sichtbar ist. Mögliche Erklärungen könnten je-
doch schwache Metallkoordinationen oder ar-
tifizielle Metallbindungen sein, wobei weitere 
strukturelle und biochemische Untersuchun-










Erste SOR-3D-Strukturen wurden von den 
thermoacidophilen Archaea Ac. ambivalens 
und Ac. tengchongensis aufgeklärt, lange bevor 
SORs in mesophilen Bakterien identifiziert 
worden waren (Urich et al., 2006, Li et al., 
2008). Mit der HnSOR wurde erst einige Zeit 
später die Kristallstruktur aus einem mesophi-
len Organismus veröffentlicht (Veith, 2011, 
Pöll, 2016). Alle Mitglieder der SOR-Protein-
familie zeigen eine generelle Konservierung 
der Gesamtstruktur. Sie bilden aus 24 Un-
tereinheiten aufgebaute Hohlkugeln mit einer 
432-Punktsymmetrie. Die aktiven Zentren
werden von nicht-Häm Eisenatomen in einer
oktaedrischen Koordinationssphäre gebildet.
Trotz geringer Sequenzidentität von ledig-
lich 29-34 % verglichen mit anderen SORs 
und einer tiefen Abzweigung im phylogeneti-
schen Proteinstammbaum besitzt auch die 
SOR aus Tv. paradoxus eine ähnliche Gesamt-
architektur des SOR-Holoenzyms. Erste Hin-
weise ergaben sich bereits aufgrund elektro-
nenmikroskopischer Aufnahmen mit Negativ-
kontrastierung vor der Strukturaufklärung 
(Rühl et al., 2017). Messungen der Protein-
durchmesser, ausgehend von den Elektronen-
mikroskopaufnahmen, zeigten einen etwas 
kleineren Proteindurchmesser der TpSOR ver-
glichen mit der AaSOR (14,7 nm vs. 15,4 nm) 
(Rühl, 2015, Rühl et al., 2017). In der 
Röntgenkristallstruktur erscheint die TpSOR 
durch Umlagerungen der verlängerten N-Ter-
mini zwischen die Ausstülpungen an der Vier-
fachsymmetrieachse zwar voluminöser, je-
doch bestätigten Vermessungen der 3D-Struk-
tur ein um ca. 1 nm kleineres TpSOR-Ho-
loenzym verglichen mit der AaSOR (Durch-
messer ausgehend von der jeweiligen 3D-
Struktur 14,1 nm gegenüber 15,2 Å). Ursäch-
lich hierfür ist hauptsächlich der in der TpSOR 
verkürzte Tetramerkanal.  
Im Gegensatz zur AaSOR, in der sich die 
asymmetrische Einheit (AU) aus sechs Pro-
tein-Monomeren zusammensetzt, besitzt die 
TpSOR insgesamt acht AU-bildende Mono-
mere, die HnSOR sogar 24 (Urich et al., 
2005a, Veith, 2011, Pöll, 2016). Dagegen 
weist die Elementarzelle der TpSOR die mit 
Abstand größten Dimensionen auf, sodass 
sich insgesamt acht Holoenzyme in ihr befin-
den (AaSOR: 2; HnSOR: 4). Holoenzyme aller 
SORs bilden Icosatetraeder, welche vermut-
lich eine der Hauptgründe für die hohe Ther-
mostabilität von Vertretern der SOR-Protein-
familie ist (s. Kap. 5 für Details). Ein zweiter 
Hauptgrund sind die zentralen β-barrels der 
Untereinheiten, die eine relativ starre Grund-
struktur bilden. 
Die Verteilung kristallographisch flexibler 
Regionen ist in allen SOR-Proteinen ver-
gleichbar. Die Untereinheiten bilden auf we-
nige α-Helices und wenige coils begrenzte  fle-
xible Bereiche im Enzyminneren, die teilweise 
auch direkt an der Struktur der active site po-
cket beteiligt sind (s. Abb. 5.8 und 5.9). 
AaSOR und HnSOR verfügen zusätzlich über 
bewegliche Bereiche an äußeren Ausstülpun-
gen der Vierfachsymmetrieachse, die auf-
grund eines verkürzten Tetramerkanals in der 
TpSOR nicht vorhanden sind. HnSOR und 
TpSOR weisen im Vergleich zur AaSOR ver-
mehrt negative Oberflächenladungen auf, so-
wohl auf der inneren, als auch der äußeren 
Enzymoberfläche. Zwar scheinen die Oberflä-
chenpotentiale der AaSOR deutlich weniger 
negativ ausgeprägt zu sein als in den SORs 
aus Mesophilen, jedoch wiesen sie mit hier 
verwendeten Berechnungsmethoden kein sig-
nifikant erhöhtes Vorkommen positiver La-
dungsträger auf der inneren Enzymoberfläche 
auf, wie es zunächst kalkuliert worden war 
(Urich, 2005). Die unterschiedlichen Resul-
tate der elektrostatischen Oberflächenpotenti-
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ale könnten auf die verschiedenen Berech-
nungsmethoden zurückzuführen sein, obwohl 
vergleichbare Eingangsparameter verwendet 
wurden. Vorangegangene Berechnungen 
nutzten den MEAD-Algorithmus (Bashford, 
1997), während in dieser Arbeit der Adaptive 
Poisson-Boltzmann Solver verwendet wurde 
(Baker et al., 2001). Letzterer stellt jedoch die 
zurzeit gängigere Methode zur Berechnung 
der Oberflächenpotentiale dar (basierend auf 
den Zitierwerten der jeweiligen Literatur; 315 
vs. 6 012, Stand 12|19). Neben einer ausge-
glichenen Ladungsverteilung ist kein ver-
mehrtes Vorkommen hydrophober Aminosäu-
rereste auf der inneren Enzymoberfläche vor-
handen, weshalb der innere Hohlraum als 
Speicher hydrophober Schwefelverbindungen 
physiologisch als unwahrscheinlich einzustu-
fen ist. Dennoch scheinen einige Poren und 
Tunnel physiologisch sinnvolle Substratein-
tritts- bzw. Produktaustrittspunkte darzustel-
len, sodass hydrophober Schwefel über den 
inneren Hohlraum zum aktiven Zentrum ge-
langen kann und hydrophile Reaktionspro-
dukte anschließend das Enzym verlassen kön-
nen (s. Kap. 6 für Details).  
Redox-Eigenschaften des katalytischen 
TpSOR nicht-Häm Eisenatoms 
Zentrum der Katalyse bildet in SORs ein 
farbloses, mononukleäres nicht-Häm Eisena-
tom, dessen Redox-Potential für die AaSOR 
mit -268 mV bei pH 6,5 bestimmt wurde und 
nach Inkubation mit elementaren Schwefel 
bei 80 °C irreversibel reduziert worden war 
(Urich, 2005). Das Eisenzentrum der TpSOR 
besitzt mit -252 mV bei pH 8,5 ein ähnlich 
niedriges Reduktionspotential, zeigte jedoch 
abweichende Redox-Eigenschaften: Das high-
spin Eisenatom besaß in seiner nativen Form 
hauptsächlich gepaarte Elektronen (vermut-
lich Fe2+) was in geringen Signalstärken in 
EPR-Messungen resultierte. Die Inkubation 
mit Schwefel hatte eine Oxidation des Eisens 
zur Folge, was auf einen grundlegend abwei-
chenden Katalyseschritt in der TpSOR vergli-
chen mit der AaSOR hindeuten könnte. 
Wie in allen SORs wird auch in der TpSOR 
das Eisenatom von zwei Histidinen und einem 
zweizähnigen Glutamat koordiniert. Zwei 
Wassermoleküle komplettieren normaler-
weise die Koordinationssphäre. In der 3D-
Struktur der TpSOR (Auflösung 2,84 Å) ist in 
keiner Proteinuntereinheit Elektronendichte 
für ein zweites Eisen-koordinierendes Wasser-
molekül sichtbar. Die Eisenkoordination mit 
lediglich einem Wassermolekül war bereits 
für andere SOR-Strukturen mit Auflösungen 
von 2,6 Å oder schlechter beobachtet und als 
Artefakt der geringen atomaren Auflösung be-
schrieben worden (Li et al., 2008, Veith, 
2011). Allerdings könnte dieser Umstand 
auch so interpretiert werden, dass das Eisen-
atom im Oxidationszustand +II vorliegt, da 
Fe2+-Zustände in nicht-Häm Oxygenasen häu-
fig eine fünffache – und keine sechsfache – 
Koordinationssphäre besitzen (Koehntop et 
al., 2005). Aufgrund der geringen atomaren 
Auflösung bleibt dies vorerst spekulativ.  
Interessanterweise wurde in einer Protein-
untereinheit der TpSOR ein zusätzliches Was-
sermolekül identifiziert, welches sich in zu 
großer Entfernung für eine direkte Eiseninter-
aktion befindet. Das Wassermolekül (H2O3) 
wird von den backbones von Alanin und Glu-
tamin, sowie der Threonin-Seitenkette und 
dem Oε aus Glutamat, welches gleichzeitig an 
der Eisenbindung beteiligt ist, koordiniert. Bei 
der Analyse der verfügbaren SOR-Strukturen 
wurde deutlich, dass dieses Wassermolekül, 
zusammen mit seinen Aminosäureliganden, 
in allen SOR-Strukturen konserviert ist. Die in 
der AaSOR an der Koordination beteiligten 
Aminosäuren Q76 und T78 waren, aufgrund ih-
rer direkten Beteiligung an der Bindungsta-
sche und der räumlichen Nähe zum katalyti-
schen Zentrum, bereits Bestandteil zahlrei-
cher Mutagenesestudien (u.a. Seyfarth, 2006, 
Veith, 2011, Becker, 2016). In der AaSOR re-
sultierten Substitutionen von Q76 mit Alanin, 
Cystein oder Asparagin zwar in ca. 80 % ver-
ringerten Enzymaktivitäten, jedoch steht dies 
höchstwahrscheinlich nicht im Zusammen-









küls, da die Q76-Seitenkette keinerlei mögli-
che Interaktionspartner in dessen unmittelba-
rer Umgebung (> 3,5 Å in der AaSOR) be-
sitzt. Mutagenese von T78 zu Alanin oder Serin 
resultierten in stark schwankenden Enzymak-
tivitäten zwischen 5 und 55 % im Vergleich 
zum Wildtyp, abhängig von der jeweiligen 
Proteinpräparation. Dadurch, dass das Was-
sermolekül jedoch insgesamt vier Interakti-
onspartner besitzt, ist denkbar, dass die Dele-
tion einer der Wasserstoffbrücken nicht aus-
reicht um das Wassermolekül aus der Koordi-
nationssphäre zu lösen. Der hohe Grad der 
Konservierung, die räumliche Nähe zum kata-
lytischen Eisen und dessen Sichtbarkeit auch 
in niedrig auflösenden Kristallstrukturen las-
sen jedoch eine mechanistische Beteiligung 
des Wassermoleküls oder seiner Bindungs-
partner während des Substratumsatzes ver-
muten. 
Interhelikale loops verändern die Architek-
tur der TpSOR Bindungstasche 
Wesentliche Unterschiede zwischen den 
SORs ergeben sich im strukturellen Aufbau 
der Bindungstasche. Diese ist in der TpSOR 
nicht groß und geräumig, wie in 3D-Struktu-
ren anderer Mitglieder der Proteinfamilie, 
sondern mehrfach durch interhelikale loops 
unterbrochen, welche in die eigentliche Bin-
dungstasche hineinragen. Dies hat in Struk-
turanalysen unter Standardlösungsmittelradi-
usbedingungen (1,4 Å) die Aufteilung der 
Bindungstasche in mehrere kleine Kavitäten 
ohne direkten Zugang zum Eisenatom zur 
Folge. Die verkürzte und unterbrochene α-He-
lix 3 (s. Kap. 4 Abb. 4.1 und Abb. 5.5), in der 
sich die beiden benachbarten und konservier-
ten Cysteine C113/116 befinden, ist dabei maß-
geblich für die strukturelle Abweichung im 
Vergleich zu anderen SORs verantwortlich. 
Die Unterbrechung durch einen loop besteht 
aus insgesamt sieben Aminosäuren 
(104TFEDVVV110)  und befindet sich in direkter 
räumlicher Umgebung zum katalytischen Ei-
senzentrum. Der loop ragt so weit in die Bin-
dungstasche hinein, dass sich V108 in unmittel-
barer Nähe zum Eisen befindet und so eine Ei-
sen-Substrat-Interaktion im vorliegenden na-
tiven Strukturzustand erschwert bzw. unmög-
lich macht. Die Bindungstasche selbst wird 
durch V109 unterbrochen, welches sich durch 
die Ausstülpung des loops in direkter Nähe zu 
Q88 befindet. Diese für SOR-Strukturen unge-
wöhnliche Bindungstaschenarchitektur war 
sowohl in der Röntgenkristallstruktur als auch 
in der Kryo-EM-Struktur sichtbar, mit nur 
leichten Abweichungen der interhelikalen 
loop-Region. Vergleiche der direkten Umge-
bung der entsprechenden active site-α-Helix 
zeigen, dass sich strukturgebende Elemente 
des Trimerkanals in direkter räumlicher Nähe 
befinden (Abb. 5.22). Die Trimerkanalhelix 
der TpSOR besitzt einen anderen Winkel ge-
genüber der α-Helix 3 der active site pocket als 
in der AaSOR, was eine weite Öffnung der Tri-
merkanal-Pore bewirkt (s. Kap. 6 für Details), 
aber keinen direkten stereometrischen Ein-
fluss auf die α-Helix 3 der active site pocket 
hat. Vielmehr scheinen in der AaSOR Interak-
tionen zwischen Aminosäuren des Bereiches 
um den Trimerkanal mit solchen aus der ac-
tive site pocket vorzuliegen, die für die Positi-
onierung der active site pocket-α-Helix 3 ver-
antwortlich sein könnten. In der TpSOR gibt 
es dagegen nur eine mögliche Interaktion zwi-
schen R226 aus dem Bereich des Trimerkanals 
und den beiden sauren Resten E106 und D107. 
Die Aminosäuren liegen jedoch in der vorlie-
genden Konformation in zu großer Entfer-
nung (> 6 Å) für die Ausbildung einer mögli-
chen Salzbrücke. Insgesamt besitzen die be-
teiligten Aminosäuren jedoch keine Konser-
vierung über die SOR-Sequenzen, sodass die 
Notwendigkeit für die Ausbildung des vorlie-
genden Sekundärstrukturelements der active 
site pocket in der AaSOR unklar bleibt.  
Betrachtet man sich die Flexibilität der ent-
sprechenden Region wird deutlich, dass die 
durchschnittlichen atomaren Verschiebungs-
parameter in der TpSOR 102,8 Å betragen, 
verglichen zu 38,6 Å im homologen helikalen 










Bereich der AaSOR. Der Bereich ist in der 
TpSOR demnach deutlich flexibler und 
könnte somit durch eine Umlagerung des 
loops dennoch eine Substratkatalyse ermögli-
chen. Entsprechend scheint es denkbar, dass 
die TpSOR durch loop-Bewegungen das Sub-
strat effizienter umschließen kann als andere 
SORs und die active site pocket demnach eine 
feste Passform während der Katalyse bildet. 
Im Gegensatz dazu bilden die Bindungstas-
chen der AaSOR und der HnSOR einen geräu-
migen Reaktionsraum. Obwohl die meisten 
strukturgebenden Aminosäuren in AaSOR 
und HnSOR konserviert sind, weisen die ac-
tive site pockets jedoch Änderungen in ihrer je-
weiligen Geometrie auf (s. Kap. 6 für Details). 
Daher stellt sich die Frage, ob und inwiefern 
die Unterschiede der jeweiligen SOR-Bin-
dungstasche die katalytischen Eigenschaften 
der Proteine verändern.  
Cystein-Modifikationen deuten auf S-Poly-
merisierung/Depolymerisierung hin 
Mutationsanalysen der TpSOR und der 
HnSOR bestätigten die essentielle Rolle der 
beiden benachbarten Cysteine während der 
Katalyse, ebenso wie die beobachteten Modi-
fikationen in der AaSOR-Kryo-EM-Struktur. 
Vorangegangene Untersuchungen, in denen 
die AaSOR mit inhibitorisch-wirkenden, orga-
nischen Di- und Trisulfiden inkubiert worden 
war, hatten in Röntgenkristallstrukturen Per-
sulfurierungen an den Cysteinen C101-C104 und 
Trisulfurierungen an C31 gezeigt (Pöll, 2016). 
Eine C31-Persulfurierung in der AaSOR wurde 
zuvor lediglich in Kristallstrukturen beobach-
tet, in denen E. coli Gesamtextrakt einem Hit-
zeschritt unterzogen worden war, um ther-
molabile Proteine vor der Proteinreinigung zu 
fällen (Urich, 2005). Dies wurde auf eine 
Auto-Sulfurylierung mit Sulfiden aus dem 
Abbildung 5.22 | Strukturelle Darstellung der strukturgebenden Trimerkanalhelix und der Helix 3 der active 
site pocket in AaSOR (grau) und TpSOR (grün). A, Vergleichende Cartoon-Darstellung der Sekundärstruktu-









E. coli Gesamtextrakt zurückgeführt, da sol-
che Modifikationen in folgenden AaSOR Kris-
tallstrukturen ohne Hitze-Schritt nicht mehr
aufgetreten waren (Veith, 2011). Auch in der
Kristallstruktur der AtSOR sind alle drei kon-
servierten Cysteine mit endständigen Thi-
olgruppen ohne entsprechende Modifikatio-
nen vorhanden (Li et al., 2008). Weitere Ver-
suche, gebundenes Substrat und/oder Reakti-
onsprodukte kristallographisch zu identifizie-
ren, waren mit klassischen soaking Experi-
menten und Co-Kristallisationsversuchen,
ebenso wie nach Vorinkubation des Enzyms
bei 80 °C mit elementaren Schwefel oder Po-
lysulfiden in der AaSOR gescheitert (Urich,
2005, Veith, 2011), wie auch im Rahmen der
vorliegenden Arbeit mit der TpSOR (nicht ge-
zeigt). Im Gegensatz dazu waren in der Kryo-
EM-Struktur der AaSOR Cystein-Modifikatio-
nen vorhanden, auch ohne Hitzeinduktion
und ohne Inkubation mit Substrat/Produkt.
So war zwischen C101-Sγ-Sγ-C104 eine durch-
gängige Elektronendichte vorhanden, die auf
die Ausbildung von Tri- oder Tetrasulfidbrü-
cken schließen lässt, neben einer Persulfurie-
rung an C31. Vergleichbare Modifikationen
waren in der nativen HnSOR-Röntgenkristall-
struktur sichtbar, in der neben einer Persul-
fidmodifikation an C33 (homolog zu C31 in der
AaSOR) Oligosulfidbrücken/Persulfide zwi-
schen bzw. an C104-C106, ebenfalls ohne Hitze-
Schritt, sichtbar waren (Pöll, 2016). Da so-
wohl AaSOR als auch HnSOR Cystein-Modifi-
kationen ohne Hitzebehandlung aufweisen
scheint es wahrscheinlich, dass beide Proteine
während ihrer Bildung mit reduzierten
Schwefelverbindungen im Cytoplasma von
E. coli reagieren. Die TpSOR zeigte dagegen
weder in der Röntgenkristall- noch in der
Kryo-EM-Struktur vergleichbare Modifikatio-
nen an den Cysteinen. Folglich kann zurzeit
nur über die Funktion des Schwefeltransfer-
mechanismus an den beiden benachbarten
Cysteinen spekuliert werden. Vergleichbare
Oligosulfide wurden ebenfalls in Sulfid-Chi-
non (Oxido-) Reduktasen nachgewiesen. Hier
wird während der Sulfidoxidation der Sulfan-
schwefel in einer Polymerisierungsreaktion 
sukzessive auf folgende Schwefelketten über-
tragen (Brito et al., 2009, Marcia et al., 2009). 
Tetrasulfidbrücken zwischen C101/103-C104/106
in der AaSOR/HnSOR könnten demnach ein 
Intermediat einer reversen Reaktion sein, in 
der Polysulfide an die beiden konservierten 
Cysteine binden und anschließend in einer 
Depolymerisierungsreaktion zu kurzkettigen 
Intermediaten abgebaut werden (mögliche 
Polysulfid-Bindungen in der active site pocket 
sind in molekularen Docking-Analysen in 
Kapitel 6 gezeigt).  
Die optisch unterbrochene Bindungstasche 
der TpSOR macht, zusammen mit dem ver-
größerten Abstand zum aktiven Zentrum, die 
Interpretation der Rolle der beiden benach-
barten Cysteine ungleich schwerer. Durch 
eine Umlagerung des kristallographisch be-
weglichen loops könnte es zwar zu einer Er-
weiterung der Bindungstasche kommen, so-
dass eine Substratkatalyse möglich erscheint, 
jedoch führten Energieminimierungen der 
TpSOR-Struktur nur zu geringfügigen Ände-
rungen der generellen active site pocket-Kon-
stitution. Die Berechnungen resultierten je-
doch in einer Öffnung einer deutlich kleineren 
Bindungstasche, an der C44 (Homolog zu 
AaSOR-C31) direkt beteiligt ist (Abb. 5.23). 
Abbildung 5.23 | TpSOR active site pocket nach 
Energieminimierung der Röntgenkristallstruktur. 
Die Bindungstasche verläuft vom katalytischen Ei-
senatom (braune Kugel) zum essentiellen C44. Aus-
gehend von C44 besteht ein direkter Zugang zu 
dem „Zink-Kanal“ einer benachbarten Enzymun-
tereinheit (schwarzer Pfeil).










Diese Tasche entsteht durch leichte Umlage-
rungen der Aminosäurereste V108, T90 und Q88, 
wobei letztere beide konserviert und für die 
Koordination von H2O3 verantwortlich sind. 
Im Rahmen der Energieminimierung kam es 
ebenfalls zur Reorganisation von den Aroma-
ten F53, F56 und F301 in unmittelbarer Nähe von 
C44, sodass ein optisch sichtbarer Zugang zum 
aktiven Zentrum entstand. Dieser Zugang ist 
im Holoenzym direkt an den so genannten 
„Zink-Kanal“ gekoppelt, welcher im TpSOR-
Wildtyp ein zweites Metallbindungszentrum 
darstellen könnte. Im Rahmen der hier vorlie-
genden Arbeit wurde ein vergleichbarer Kanal 
ebenfalls in der AaSOR und der HnSOR iden-
tifiziert und als möglicher universeller Sub-
strateingang in SORs definiert (s. Kap. 6 für 
Details). 
Insgesamt zeigt die TpSOR einen mit ande-
ren SORs vergleichbaren Aufbau des Ho-
loenzyms mit einem verlängerten N-Termi-
nus, welcher der TpSOR ein kantiges Erschei-
nungsbild verleiht. Unterschiede ergaben sich 
vor allem beim Redox-Zustand des katalyti-
schen Eisens und dem generellen Aufbau der 
active site pocket. Die TpSOR besitzt eine un-
terbrochene α-Helix nahe des aktiven Zent-
rums, sowohl in der Röntgenkristall- als auch 
in der Kryo-EM-Struktur. Die im Vergleich zu 
anderen SORs verkleinerte Bindungstasche 
ermöglicht während der Katalyse eine genaue 
Passform um das Substrat. Der Zugang zum 
aktiven Zentrum ist in diesem Stadium ledig-
lich über den so genannten Zink-Kanal mög-
lich und führt direkt am essentiellen C44 vor-
bei. Kryo-EM-Strukturen der TpSOR – und 
auch der AaSOR – legen dabei nahe, dass die 
Tasche des Zink-Kanals ein zweites Metallbin-
dungszentrum in SORs darstellen könnte, wo-
bei die Identität und die Funktion des ver-
meintlich gebundenen Metalls im Rahmen 




















Substrat- und Produktwege von SORs 
Identifizierung möglicher Schwefeltransportwege 
und Bindungsstellen im aktiven Zentrum 








Neben vielen ungeklärten Fragen bezüglich 
des Reaktionsmechanismus ist ebensowenig 
über mögliche Substrat- und Produktwege in 
den Holoenzymen bekannt. Die ballförmigen 
SORs haben molekulare Massen von ca. 
845 kDa, bestehen aus 24 identischen Un-
tereinheiten mit einer 432 Punktgruppensym-
metrie und besitzen einen großen inneren 
Hohlraum (Urich et al., 2006, Li et al., 2008, 
Pöll, 2016 und Kapitel 5). Jede der Unterein-
heiten besitzt eine active site pocket, welche 
vom inneren Hohlraum aus erreichbar ist. In 
vorangegangenen Studien wurden unpolare 
Kanäle an der Vierfachsymmetrieachse (Tet-
ramerkanäle) als möglichen Substrateingang 
für lineare Schwefelspezies von der Außen-
seite in den inneren Hohlraum ausgemacht, 
während der Ausgang der Reaktionsprodukte 
vermutlich über polare Kanäle an der Drei-
fachsymmetrieachse (Trimerkanäle) vermit-
telt wird (Urich et al., 2006, Veith et al., 
2011). Mutagenesestudien des Tetramer- und 
des Trimerkanals führten zu einer vier- bis sie-
benfachen Erhöhung der Enzymaktivität in 
der AaSOR, wenn der Tetramerkanal verkürzt 
und damit weiter geöffnet wurde und einer 
bis zu fünffachen Erhöhung der Enzymaktivi-
tät wenn porenbildende Aminosäuren des Tri-
merkanals mutiert wurden, die eine Vergrö-
ßerung der Pore zur Folge hatten (Veith et al., 
2011). Dies deutete darauf hin, dass sowohl 
Substrateintritt als auch Produktaustritt aus 
dem inneren Hohlraum durch die Porenöff-
nungen der Proteinhülle eingeschränkt wird.  
Eine weitere Pore wurde in der AaSOR 
identifiziert, die von den Aminosäureresten 
M296, M297 und F23 gebildet wird und aller Vo-
raussicht nach den Zugang zum aktiven Zent-
rum vom inneren Hohlraum aus darstellt 
(Urich et al., 2006, Veith et al., 2011). Die 24 
aktiven Zentren der SORs beinhalten jeweils 
ein mononukleares nicht-Häm Eisenatom und 
drei ebenfalls konservierte Cysteine. AaSOR-
C31 und dessen Homologe in anderen SORs 
konnten bislang nicht ohne kompletten Akti-
vitätsverlust substituiert werden, wobei die 
Mutagenese der beiden benachbarten C101/104 
bzw. deren Homologe in einem starken Abfall 
der Enzymaktivität resultierten (Chen et al., 
2005, Urich et al., 2005b, Rühl et al., 2017 
und Kapitel 4 für weitere Details). Trotz ver-
schiedener Versuche strukturell Reaktionsin-
termediate im aktiven Zentrum zu visualisie-
ren, war es bislang nicht möglich entspre-
chende Elektronendichte zu identifizieren 
(s. Kap. 5 für Details). Für die AaSOR wurde 
Einleitung
Abbildung 6.1 | Querschnitt des HnSOR-Ho-
loenzyms mit postulierten Substrat- und Pro-
duktwegen (orangener Pfeil) mit dem Tetra-
merkanal als Substrateingang und dem postulier-
ten „Hinterausgang“ der das aktive Zentrum di-
rekt mit dem Trimerkanal verbindet. Der schorn-
steinähnliche Tetramerkanal ist in Hellgelb dar-
gestellt. Aminosäuren in gelb bilden die Ein- 
gangspore zum aktiven Zentrum. Die Eisenligan-
den sind in blau dargestellt. Grüne Aminosäuren 
kennzeichnen die porenbildenden Reste für den 
„Hinterausgang“ aus dem aktiven Zentrum. Ami-
nosäuren, die die Trimerkanalpore bilden sind rot 











postuliert, dass sowohl Substrateingang als 
auch Produktausgang aus dem aktiven Zent-
rum in den inneren Hohlraum über die glei-
che Pore vermittelt wird. In der ansonsten 
sehr ähnlichen Struktur der SOR aus Ac. teng-
chongensis (88% Sequenzidentität zur 
AaSOR) wurde darüber hinaus ein so genann-
ter „Hinterausgang“ gefunden, der das aktive 
Zentrum direkt mit dem Trimerkanal verbin-
det (Li et al., 2008). Dieser Tunnel scheint 
auch in der HnSOR-Struktur vorhanden zu 
sein (Abb. 6.1), wohingegen er in der AaSOR 
durch Untereinheiten-Untereinheiten Interak-
tionen verschlossen zu sein scheint (Veith, 
2011, Pöll, 2016). In einer ersten Software-
gestützten Tunnelanalyse von SOR-Struktu-
ren waren zusätzliche Verbindungen des 
HnSOR-Holoenzyms mit der äußeren Oberflä-
che identifiziert worden, die die Funktion des 
Tetramerkanals übernehmen könnten (Pöll, 
2016). Außerdem scheint die HnSOR ein 
komplexeres Tunnelnetzwerk verglichen mit 
der AaSOR zu besitzen.  
In dieser Arbeit sollten weiterführende 
Tunnelanalysen der HnSOR- und AaSOR-, so-
wie der neu aufgeklärten TpSOR-Röntgenkris-
tallstruktur erfolgen. Auf diese Weise sollten 
allgemein gültige Substrat- und Produktrou-
ten in SORs identifiziert werden. Molekulare 
Docking-Analysen von Polysulfiden an das Ei-
senzentrum sollten darüber hinaus ein detail-
liertes Bild von möglichen Schwefelkettenaus-
richtungen in der Bindungstasche von SORs 
vermitteln.  








6.1 Das Holoenzym 
SOR Holoenzyme bilden große, kugelför-
mige Strukturen, die sich aus 24 einzelnen 
Untereinheiten zusammenlagern. Bei einem 
Durchmesser von ≈ 15 nm bilden sie dabei in 
ihrem Inneren einen Hohlraum, über den die 
24 Untereinheiten miteinander verbunden 
sind (s. Kap. 5 für Details zum allgemeinen 
Aufbau von SORs). Tunnel-Analysen der 3D- 
Strukturen der AaSOR, HnSOR und TpSOR 
mit den Programmen MOLE (Sehnal et al., 
2013) und CAVER (Chovancova et al., 2012) 
zeigten, dass sich Tunnelnetzwerke ausge-
hend von der zentralen inneren Kavität erstre-
cken und sowohl die einzelnen Untereinhei-
ten miteinander, als auch das Enzyminnere 
mit der äußeren Oberfläche verbinden (Abb. 
6.2). In den einzelnen SORs unterscheiden 
sich diese Tunnelnetzwerke jedoch deutlich, 
sowohl in der Form als auch in der Anzahl der 
verschiedenen Tunnel. Basierend auf diesen 
globalen Tunnelanalysen scheint die AaSOR, 
verglichen zu den beiden SORs aus Mesophi-
len, ein kompakteres Enzym darzustellen. Sie 
besitzt nur wenige Tunnel und hat die ge-
ringste Anzahl an Verbindungen zwischen in-
nerer und äußerer Oberfläche. Die HnSOR 
weist das umfangreichste Tunnelgeflecht auf, 
wobei die TpSOR die größten Tunnelöffnun-
gen an der Proteinoberfläche besitzt (Abb. 
6.2). In der TpSOR besitzen die meisten der 
Tunnel, welche die äußere Oberfläche mit 
dem inneren Hohlraum verbinden, jedoch 
Distanzen von > 60 Å und wurden daher für 
weitere Analysen nicht berücksichtigt Auf-
grund der hohen Ähnlichkeit der SOR-En-
zyme wurden bislang ähnliche Substrat- und 
Produktwege in allen SORs postuliert (Urich 
et al., 2006, Veith et al., 2012), wobei es be-
reits mit der Bestimmung der hochauflösen-
den Kristallstruktur der HnSOR erste Hin-
weise auf eine deutlich ausgedehnteres Tun-
nelsystem in der HnSOR verglichen mit der 
AaSOR gab (Pöll, 2016).  
Allgemein wird angenommen, dass nicht 
der zyklische α-S8-Schwefel, sondern viel-
mehr lineare Polysulfide die äußere Protein-
oberfläche durch unpolare Kanäle passieren. 
Als wahrscheinlichsten Zugangspunkt zur in-
ternen Kavität der AaSOR dienen schornstein-
ähnliche Ausstülpungen an der Vierfachsym-
metrieachse, die Tetramerkanäle (Urich et al., 
2006, Veith, 2011).  
Ergebnisse
Abbildung 6.2 | Innere Tunnelnetzwerke der TpSOR-, AaSOR - und HnSOR-Holoenzyme. Die Analysen wurden 
mittels dem Caver PyMOL-Plugin V 3.0 generiert. Als Startpunkt wurde jeweils der innere Hohlraum des Ho-











6.2 Der Tetramerkanal 
Vergleiche der Tetramerkanäle zeigten, 
dass diese in der TpSOR signifikant kürzer 
sind als in den beiden anderen SORs und eine 
grundlegend verschiedene Aminosäurezu-
sammensetzung aufweisen (Abb. 6.3). Diese 
Änderung bewirkt einen Anstieg der Polarität 
der Tunnel um das Fünfzigfache (berechnet 
mittels MOLE) bei einem durchschnittlichen 
Durchmesser von 4,3 ± 0,5 Å, wobei der 
Durchmesser an der engsten Stelle 3,4 Å be-
trägt (für weitere Details der in diesem Kapi-
tel beschriebenen Tunnel, siehe Anhang Tab. 
S.6.1-S.6.11 und Abb. S.6.1-S-6.11). In der
AaSOR beträgt der mittlere Durchmesser 4,9
± 0,8 Å mit einer engsten Stelle von 4,0 Å,
womit der Kanal weiter geöffnet ist als in der
TpSOR. Aufgrund des polaren Charakters und 
des geringen Durchmessers erscheint der 
Transport des hydrophoben Schwefels über 
diesen Kanal in der TpSOR zwar unwahr-
scheinlich, aufgrund des deutlich verkürzten 
Kanals muss das Substrat jedoch auch nur 
eine geringere Distanz bis in den inneren 
Hohlraum im Vergleich zu anderen SORs zu-
rücklegen. In der HnSOR dagegen erscheint 
der Tetramer-Kanal generell zu klein für den 
Transport von Schwefelspezies. Die engste 
Stelle des HnSOR-Tetramerkanals wird durch 
einen Ring von vier ganz außen gelegenen 
Phenylalanin-Resten gebildet und hat einen 
Durchmesser von lediglich 1,6 Å (C-C-Ab-
stände: 5,5 Å; Abb. 6.3 und Anhang Abb. S-
6.12), gefolgt von einem Ring aus vier Leucin-
Resten mit einem Durchmesser von 1,94 Å 
Abbildung 6.3 | Vergleiche der Tetramerkanäle der TpSOR, AaSOR und HnSOR. A, Seitenansicht mit drei von 
vier Untereinheiten der Tetramerkanäle. Die Hohlräume der Kanäle sind als Kugeln dargestellt. B, Aufsicht 
auf die Tetramerkanäle mit Seitenketten der kanalbildenden Aminosäurereste. C, Seitenansicht mit drei von 
vier Untereinheiten der Tetramerkanäle mit dargestellter Flexibilität der Tetramer-Regionen, basierend auf 
den kristallographischen a.d.p.s-Werten. 








(C-C-Abstände 5,3 Å). Die Gesamtarchitektur 
der Tetramerkanäle der AaSOR und der 
HnSOR ist jedoch vergleichbar. In der AaSOR 
befinden sich die äußeren Phenylalanin-Reste 
in einer kristallographisch flexiblen Region 
gefolgt von einem Valin-Rest, der dem Leucin-
ring in der HnSOR äquivalent ist. Die engste 
Stelle des AaSOR Tetramerkanals mit einem 
Durchmesser von 4,0 Å befindet sich jedoch 
noch weiter innerhalb an einem zweiten Phe-
nylalaninring in einer kristallographisch star-
ren Region (Abb. 6.3 AC) (Urich et al., 2006). 
In der HnSOR ist dagegen ein Valin-Rest an 
der entsprechenden Stelle lokalisiert, der auf-
grund seiner kurzen Seitenkette den Über-
gang in die innere Kavität markiert. Im Ge-
gensatz zu der AaSOR, in der die Phenylala-
nin-Seitenketten parallel zur Kanalachse aus-
gerichtet sind, befinden sich diese in der 
HnSOR senkrecht zu ihr stehend (Abb. 6.3 B). 
In der HnSOR wurde zusätzlich ein weite-
rer Tunnel/Kanal in jeder Untereinheit identi-
fiziert, der sich jeweils an der Basis der Aus-
stülpungen der Vierfachsymmetrieachse be-
findet und als Tetramer-Basistunnel definiert 
wird. Die Durchmesser dieser Tunnel betra-
gen 3-4 Å bei einer Gesamtlänge von 30 Å. Die 
engste Stelle der Tunnel befindet sich direkt 
an der Porenöffnung der inneren Oberfläche 
mit einem Durchmesser von 2,6 Å und wird 
von den Aminosäuren Q267, S155, S156 und H264 
gebildet. Die Tunneloberfläche besitzt einen 
hohen Grad an Polarität, ist jedoch deutlich 
hydrophober als der Tetramerkanal der 
TpSOR und besitzt kleine hydrophobe Berei-
che. Dennoch erscheint der Tunnel aufgrund 
seiner Polarität eher ein alternativer Produkt-
ausgang als ein Substrateingang für Polysulfid 
zu sein. Weder in der AaSOR noch in der 
TpSOR wurde ein vergleichbarer Tetramer-
Basistunnel gefunden. Jedoch wurden wei-
tere Tunnel identifiziert, welche für den 
Transport von Substrat oder Reaktionspro-
dukten in Frage kommen (siehe folgende Un-
terkapitel).  
6.3 Kanäle und Tunnel zum akti-
ven Zentrum 
Active site Pore. Eine optisch leicht identi-
fizierbare Zugangspore zum aktiven Zentrum 
wurde ausgehend von der inneren Kavität für 
die AaSOR in vorangegangenen Studien iden-
tifiziert und postuliert, dass sie den Hauptweg 
für Substrat und Produkte bildet (Veith et al., 
2011). Sie ist durch zwei konservierte Methio-
nine M296 und M297 und die Aminosäuren F23 
und I47 an ihrem Eingang definiert. Der Tun-
neldurchmesser ist mit durchschnittlich 4,1 ± 
0,6 Å zwar ausreichend groß, jedoch befindet 
sich die engste Stelle direkt hinter der Ein-
gangspore und wird durch den Q76-Rest gebil-
det (Durchmesser 3,6 ± 0,2 Å; Abb. 6.4). Bis 
zum jetzigen Zeitpunkt stellte diese Pore den 
einzigen bekannten Zugangspunkt zum akti-
ven Zentrum in SORs dar. Die HnSOR besitzt 
eine ähnliche Pore, die von den homologen 
Aminosäuren M302, M303 und M25 zusammen 
mit M26 gebildet wird und damit leicht von 
der AaSOR-Pore abweicht. M302 kommt in al-
len 24 HnSOR Untereinheiten in zwei ver-
schiedenen Konformationen vor, von denen 
jedoch keine die Pore verschließt (Pöll, 2016). 
Der Durchmesser ist mit 4,4 ± 0,4 Å leicht 
vergrößert im Vergleich zum äquivalenten 
Tunnel in der AaSOR, beträgt aber an der 
engsten Stelle lediglich 1,76 ± 0,3 Å (Abb. 
6.4). Gebildet wird die Engstelle von den 
backbones der Aminosäuren G29 und M25 und 
der Seitenkette von Q47. Die Tunneloberfläche 
ist in der HnSOR etwas weniger hydrophob 
als in der AaSOR (Hydrophobizität AaSOR : 
0,27 ± 0,06; HnSOR: - 0,23 ± 0,05; berech-
net mittels MOLE; Sehnal et al. (2013)), was 
wiederum auf einen möglichen Ausgangska-
nal für die Reaktionsprodukte in der HnSOR 
schließen lässt. Aufgrund der abweichenden 
Konstitution der active site pocket in der 
TpSOR (s. Kap. 5) wurde dieser Zugang zum 











Zink/Css-Kanal. Im Rahmen der Analysen 
wurde ein weiterer Tunnel/Kanal identifi-
ziert, der von der inneren Enzymkavität zum 
aktiven Zentrum führt und in allen drei SORs 
vorhanden zu sein scheint. Dieser befindet 
sich in der Nähe der bisher beschriebenen Zu-
gangspore zum aktiven Zentrum und führt 
über eine benachbarte Untereinheit direkt am 
essentiellen AaSOR-C31 vorbei. Der neu iden-
tifizierte Tunnel bzw. Kanal zweigt direkt am 
persulfurierten Cystein Css31 vom sogenann-
ten Zink-Kanal ab (Abb. 6.5; „Zink/Css-Ka-
nal“). Letzterer war in der AaSOR so klassifi-
ziert worden, da hier ein Zn2+-Ion pro Un-
tereinheit an zwei konservierte Histidine in 
der Kristallstruktur des Zink-inhibierten Pro-
teins gebunden war, die aber deutlich tiefer in 
dem „Zink-Kanal“ angeordnet sind als Css31 
(Veith, 2011 und Kapitel 5). In diesem Tun-
nel/Kanal trennt das in der AaSOR und 
HnSOR persulfurierte Cystein Css31/Css33, 
bzw. C44 in der TpSOR (neben anderen Ami-
nosäureresten) die Bindungstasche des akti-
ven Zentrums von dem Zink-Kanal. Der Tun-
nel führt direkt durch den Zink-Kanal am per-
sulfurierten Cystein vorbei zum katalytischen 
Eisenatom. In der TpSOR hat der Zugang zum 
aktiven Zentrum über den Zink-Kanal und C44 
eine Länge von 16,5 Å bei einem mittleren 
Durchmesser von 3,4 Å und ist der einzige Zu-
gangspunkt zum aktiven Zentrum, der in der 
TpSOR im Rahmen der Tunnelanalyse identi-
fiziert wurde (Abb. 6.5). Die engste Stelle 
wird von C44, F53 und F56 gebildet, mit einem 
Durchmesser von 2,3 Å. In der AaSOR ist der 
Tunnel/Kanal mit 19,6 Å etwas länger und ge-
räumiger, bei einem mittleren Durchmesser 
von 3,8 Å (Abb. 6.5). Die engste Stelle des 
AaSOR-Zink/Css-Kanals wird von den backbo-
nes der Aminosäuren G27 und P26, sowie von 
den Resten Css31 und M297 gebildet und hat 
ebenfalls einen Durchmesser von 2,3 Å. Der 
äquivalente Zink/Css-Kanal in der HnSOR be-
sitzt eine Länge von 25,2 Å, bei einem mittle-
ren Durchmesser von 3,9 Å, vergleichbar mit 
dem der AaSOR. Die engste Stelle des Kanals 
wird von den Resten Css33, M303 und F45 gebil-
det, mit einem Durchmesser von 1,9 Å. Alle 
drei Tunnel besitzen keine hohe Polarität, 
weshalb es eine Substratpassage wahrschein-
Abbildung 6.4 | Putativer Kanal zum aktiven Zentrum in AaSOR und HnSOR. A, Oberflächendarstellung des 
jeweiligen Proteins. Die von MOLE2 berechneten Tunnel sind jeweils als Netz dargestellt. B, Darstellung des 
jeweiligen Kanals mit Aminosäureresten, die die engsten Stellen bilden. C, Verlauf des jeweiligen Tunnelra-
dius in Korrelation mit dem Abstand zum katalytischen Eisenatom. Als Nullpunkt ist das Eisenzentrum defi-
niert. Schattierungen zeigen die Bereiche der Bindungstasche an, nicht-schattierte Bereiche die Kanalregion. 
Eisenatome sind als braune Kugeln dargestellt.  








lich macht. Auch die Beteiligung der essenti-
ellen Css31/Css33/Cys44 deutet daraufhin, dass 
Substrat möglicherweise über diesen Tun-
nel/Kanal ins aktive Zentrum gelangt mit an-
schließender direkter Bindung durch Thiol-
Disulfid-Austausch mit Css31 bzw. Css33 oder 
auch mit Cys44 in der TpSOR, wobei in letzte-
rer bislang keine Persulfidmodifikation nach-
gewiesen wurde, weder in Röntgenkristall- 
noch in Kryo-EM-Strukturen (s. Kap. 5 für De-
tails).  
„Hinterausgänge“. In der Kristallstruktur 
der AtSOR war ein „Hinterausgang“ neben 
der ursprünglichen active site Pore identifi-
ziert worden, der die Bindungstasche des ak-
tiven Zentrums direkt mit der äußeren Pro-
teinoberfläche verbindet (Li et al., 2008). Ein 
ähnlicher Tunnel war in der HnSOR detektiert 
worden, wobei in der AaSOR die Ausgang-
spore durch eine benachbarte Untereinheit 
versperrt war (Veith, 2011, Pöll, 2016). Mu-
tagenesen, die eine Porenöffnung in der 
Abbildung 6.5 | Darstellung der Zink/Css-Kanäle zu den aktiven Zentren der TpSOR, AaSOR bzw. HnSOR. 
A, Oberflächendarstellung des jeweiligen Proteins. Die Tunnel sind jeweils als Netz, die Eisenatome als braune 
Kugeln dargestellt. B, Verlauf des jeweiligen Tunnelradius in Korrelation mit dem Abstand zum katalytischen 
Eisenatom. Als Nullpunkt ist das Eisenzentrum definiert. Schattierungen zeigen die Bereiche der Bindungs-











AaSOR und eine Schließung der Pore in der 
HnSOR bewirken sollten, wurden kristallo-
graphisch zwar bestätigt, die entsprechenden 
Enzymaktivitäten veränderten sich jedoch in 
wenig aussagekräftiger Weise (Pöll, 2016). 
Die Analysen im Rahmen der vorliegenden 
Arbeit zeigten jedoch weitere Tunnel, die in 
der HnSOR, im Gegensatz zur AaSOR, einer-
seits die Bindungstasche des aktiven Zent-
rums mit der inneren Kavität und sogar die 
Bindungstasche des aktiven Zentrums direkt 
mit der äußeren Enzymoberfläche verbinden. 
Einer dieser Tunnel ist kurz, mit einer Länge 
von ca. 13 Å, wobei der andere der beiden 
Tunnel eine Länge von 71 Å besitzt und auf-
grund dessen wahrscheinlich keine Funktion 
als Produktausgang oder Substrateingang hat. 
Die Hinterausgänge des aktiven Zentrums ha-
ben die höchste Polarität, verglichen mit allen 
anderen identifizierten Tunneln. Es konnte je-
doch nicht geklärt werden, inwiefern die Viel-
zahl der identifizierten Tunnel eine Rolle im 
Substrat- und/oder Produkttransport einneh-
men – und damit als Kanäle einzustufen sind 
– und welche am wichtigsten für die Enzym-
aktivität der HnSOR sind.
6.4 Der Trimerkanal 
Der Trimerkanal befindet sich an der Drei-
fachsymmetrieachse der SORs und war auf-
grund seiner Polarität als möglicher Produkt-
ausgang zur äußeren Oberfläche der AaSOR 
definiert worden (Urich et al., 2006). In der 
HnSOR wird die Pore des Trimerkanals von 
den Aminosäuren A226 und E101 gebildet, die 
homologen Reste in der AaSOR sind S226 und 
R99. Die Pore des Trimerkanals ist in der 
TpSOR, im Gegensatz zu den anderen SORs, 
weit geöffnet und wird von den backbones der 
Aminosäuren T230, P231 und G232 gebildet. In 
der HnSOR sind beide Sauerstoffatome der 
Carboxylseitenkette von E101 in Wasserstoff-
brückendistanz von ≈ 3 bzw. 4 Å zum α-Amid-
Stickstoff von A226 und zum δ2-Stickstoff des 
benachbarten Asparagins N227 (2,9 Å). In der 
AaSOR bilden die beiden Stickstoffatome der 
Guanidinogruppe von R99 Wasserstoffbrücken 
zum Sauerstoff bzw. dem backbone Sauerstoff 
des Serins und zu E227 aus. Im Gegensatz dazu 
werden die porenbildenden Aminosäuren des 
kristallographisch beweglichen loops in der 
TpSOR durch keine Interaktionen stabilisiert. 
Insgesamt bilden die Trimerkanäle in allen 
drei SORs jeweils ein sehr polares Umfeld und 
sind demnach deutlich hydrophiler als die 
Tetramerkanäle, insbesondere in der AaSOR 
und der HnSOR, in denen zusätzliche polare 
Aminosäurereste (HnSOR: N227; AaSOR: E228) 
Wasserstoffbrücken zu den porenbildenden 
Aminosäuren ausbilden (Abb. 6.6). Dement-
sprechend ist es wahrscheinlich, dass der Tri-
merkanal als Produktausgang für die polaren 
Reaktionsprodukte der SORs dient, wie es be-
reits zuvor mehrfach postuliert worden war 
(Li et al., 2008, Veith et al., 2011).  
Nichtsdestotrotz beträgt der minimale Po-
rendurchmesser in der AaSOR bzw. der 
HnSOR 1,3 – 1,4 Å, was zu eng für den Trans-
port der Reaktionsprodukte wie Sulfit und 
Thiosulfat mit ionischen Durchmessern von 
3 Å zu sein scheint. Die Engstelle ist dabei auf 
einen sehr kleinen Bereich beschränkt, nahe 
der Aminosäuren A226 in der HnSOR bzw. S226 
in der AaSOR. Die kristallographischen a.d.p.s 
sind in der Region in beiden Enzymen hoch, 
was auf eine gewisse Flexibilität der Pore 
schließen lässt (36-49 Å2 in der AaSOR 
29-59 Å2 in der HnSOR). Entsprechend er-
scheint es möglich, dass eine kurzzeitige Po-
renerweiterung stattfinden kann, insbeson-
dere bei hohen Reaktionstemperaturen. In je-
dem Fall ist an dieser Stelle ein Produktaus-
gang wahrscheinlicher als an den Tetramerka-
nälen, welche zumindest in der AaSOR und
der HnSOR zu hydrophob und auch zu eng für
die polaren Reaktionsprodukte sind. Die
Frage stellt sich jedoch weiterhin, welche
Rolle die zusätzlichen Kanäle in der TpSOR
besitzen, die zwar zu lang für einen Substrat-
/Produkttransport erscheinen, deren Trans-
portfunktionen jedoch nicht gänzlich auszu-
schließen sind, ebenso wie in der HnSOR.








6.5 Identifizierung möglicher 
Substratbindungsstellen 
Zentraler Punkt der active site pocket in 
SORs stellt ein Eisenion dar, welches von je 
zwei konservierten Histidin-Resten und ei-
nem zweizähnigem Glutamat-Rest zusammen 
mit zwei Wassermolekülen koordiniert wird. 
Verglichen mit der AaSOR liegt das Eisenzent-
rum der HnSOR tiefer im Enzyminneren, aus-
gehend von der zentralen inneren Kavität 
(20,7 Å bzw. 27,7 Å). In unmittelbarer Nähe 
zum Eisenatom befindet sich ein Cystein, wel-
ches in den hochauflösenden AaSOR- bzw. 
HnSOR-Strukturen persulfuriert und essenti-
ell für die Enzymaktivität ist. Zwei weitere 
Cysteine sind ebenfalls von großer Bedeutung 
für die Enzymaktivität. Während diese in der 
AaSOR als herkömmliche Thiole vorkommen 
(S-S-Abstand 6,1 Å), sind die Homologen in 
der HnSOR entweder ebenfalls persulfuriert 
oder bilden eine Tetrasulfidbrücke aus (Abb. 
6.7; Pöll, 2016). Die Bindungstasche der 
TpSOR ist dagegen durch einen interhelikalen 
loop separiert, weshalb sie optisch zunächst 
Abbildung 6.6 | Trimerkanäle der TpSOR, AaSOR, und HnSOR. Obere Panels, Aufsicht auf die Trimerkanäle 
mit porenbildenden Aminosäureresten. Mittlere Panels, Seitenansichten auf die Trimerkanäle mit porenbil-
denden Aminosäureresten. Die Hohlräume der Kanäle sind jeweils als Kugeln dargestellt. Untere Panels, 











nur mit einem geringen Lösungsmittelradius 
von 1,0 Å erfasst werden konnte (s. Kap 5 für 
Details). Nach Energieminimierung der 
TpSOR-Röntgenkristallstruktur kam es zu ei-
ner leichten Umlagerung des active site loops, 
sodass auch bei Standardlösungsmittelradien 
von 1,4 Å eine Bindungstasche in der TpSOR 
identifiziert werden konnte (s. Kap 5, Abb. 
5.14 für einen strukturellen Vergleich der 
SOR-Bindungstaschen).  
Gemittelt über alle Enzymuntereinheiten 
besitzt die Bindungstasche der AaSOR mehr 
Wasserstoffbrücken-Donoren und -Akzepto-
ren verglichen mit der HnSOR und bildet 
mehr hydrophobe Interaktionen aus (Tab. 
6.1). Betrachtet man sich die Aminosäurezu-
sammensetzung, bestätigt sich dies mit einem 
höheren Vorkommen nicht-polarer Amino-
säuren in der AaSOR und einem deutlich er-
höhten Verhältnis von positiv zu negativ gela-
denen Aminosäuren. Vergleiche der AaSOR 
mit der TpSOR ergaben dagegen eine ver-
gleichbare Zahl an Wasserstoffbrückenakzep-
toren und hydrophoben Interaktionen. Dafür 
scheint die Bindungstasche der TpSOR eine 
signifikant erhöhte Anzahl Aminosäuren mit 
einer negativen Ladung zu besitzen (s. Kap. 4; 
Abb. 4.10).  
Abbildung 6.7 | Dimensionen der aktiven Zentren und der Bindungstaschen von AaSOR und HnSOR. Obere 
Panels (AaSOR), Darstellung der Bindungstasche mit ihren Ausmaßen und Orientierung der konservierten 
Cystein-Reste. Untere Panels (HnSOR), gespiegelte Darstellung wie für die AaSOR. Zusätzlich sind zwei ver-
schiedene Konformationen der Css103/106 Seitenketten mit und ohne Ausbildung einer Tetrasulfidbrücke ge-
zeigt.  








Das durchschnittliche Volumen der Bin-
dungstaschen beträgt 1 215 Å3 in der AaSOR, 
1 025 Å3 in der HnSOR und 733 Å in der 
TpSOR. Dementsprechend ist auch die Ober-
fläche in der AaSOR Bindungstasche etwas 
größer als in der HnSOR. Aufgrund dessen, 
dass die TpSOR keine typische active site po-
cket ausbildet, sondern vielmehr eine Art Tun-
nelgeflecht, ist die Oberfläche jedoch ver-
gleichbar mit jener aus der HnSOR (Tab. 6.1). 
Zumindest in AaSOR und HnSOR ist es auf-
grund des geräumigen, voluminösen Charak-
ters unwahrscheinlich, dass eine der Bin-
dungstaschen eine genaue Orientierung von 
Substrat und Produkten vorgibt, wie es in vie-
len anderen Mono- oder Dioxygenasen mit or-
ganischen Substraten der Fall ist, sondern 
eine mehr oder weniger gut definierte Reakti-
onskammer mit signifikanten Freiheits- und 
Variationsgraden darstellt.  
Die Variabilität der Substratbindung wird 
deutlich, wenn Polysulfide mit verschiedenen 
Kettenlängen für Docking-Analysen mit nach-
folgender Energieminimierung genutzt wer-
den. In der AaSOR resultierte dies in einer 
konsistenten Ausrichtung der Polysulfidkette 
zum essentiellen und persulfurierten C31, aus-
gehend vom Eisenatom (Abb. 6.8). Docking-
Analysen der HnSOR zeigten eine ähnliche 
Ausrichtung der n4-Polysulfidkette, wohinge-
gen Polysulfidketten mit einer Anzahl an 
Schwefelatomen von n > 4 entweder mittig in 
die Bindungstasche hineinragten oder zu ei-
ner Kavitätenerweiterung in der Nähe von 
C103 führten. In der AaSOR ist diese Erweite-
rung geringer ausgeprägt, weshalb die Model-
lierung einer Polysulfidkette mit n ≥ 7 auf-
grund sterischer Hinderungen fehlschlug. 
Mit der TpSOR ergaben die Software-ge-
stützten Docking-Ansätze keine möglichen 
Substrat-Eisen-Interaktionen. Dies ist womög-
lich auf die zu kleine Bindungstasche in der 
TpSOR zurückzuführen, die zwar durch Ener-
gieminimierung sichtbar wurde, jedoch eher 
ein Tunnelgeflecht als eine geräumige Bin-
dungstasche bildet. Um dennoch mögliche Ei-
sen-Schwefel-Interaktionen in der TpSOR zu 
visualisieren und eine Vorstellung von der 
Substratorientierung zu bekommen – gerade 
im Hinblick auf Unterschiede zu den anderen 
beiden SORs – wurden Polysulfide in der 
TpSOR manuell an das katalytische Eisenatom 
gekoppelt und die Struktur daraufhin mit dem 
Fe-Sn-Komplex energieminimiert. Dieser An-
satz resultierte mit Polysulfiden unterschied-
licher Kettenlänge (n = 4, 5 und 7) zu einer 
Tabelle 6.1 | Parameter der Substratbindungstasche in TpSOR, AaSOR und HnSOR. Die Werte sind jeweils für 
die repräsentativen A-Untereinheiten der TpSOR/AaSOR bzw. für die N-Untereinheit der HnSOR  berechnet1. 
AaSOR HnSOR TpSOR2 
Größe und Form 
Volumen (Å3) 1253,4 1030,9 732,9 
Oberfläche (Å2) 1114,8 943,9 933,4 
Tiefe (Å) 20,7 24,2 23,2 
Funktionelle 
Gruppen 
H-Brücken Akzeptoren 59 55 58 
H-Brücken Donoren 17 14 12 
Hydrophobe Interakt. 55 40 47 
Hydrophobizitäts-Quotient 0,42 0,36 0,40 
Aminosäure- 
Zusammensetzung 
Apolarer Quotient 0,59 0,57 0,55 
Polarer Quotient 0,28 0,32 0,19 
Positiver Quotient 0,07 0,05 0,09 
Negativer Quotient 0,04 0,05 0,15 
1 Paramater berechnet mittels der DoGSiteScorer Bindungsstellenerkennung (Volkamer et al., 2012). 
2 Substratbindungstasche nach Energieminimierung der A-Untereinheit. Die „active site pocket“ ist äquivalent zu der Dar- 











konsistenten Orientierung zum essentiellen 
C44, analog zu den meisten Bindungszustän-
den, die in AaSOR und HnSOR ermittelt wur-
den (Abb. 6.9). Die Polysulfidbindungen mit 
anschließender Energieminimierung resul-
tierten, insbesondere bei Polysulfidketten mit 
n = 5, zu einer leichten Verschiebung des in-
terhelikalen loops, ohne jedoch eine geräu-
mige Bindungstasche zu bilden. Die Orientie-
rung der Polysulfidkette entspricht dabei der 
möglichen Zugangspore zum aktiven Zen-
trum über den Zn/Css-Kanal, der ebenfalls in 
der AaSOR und HnSOR als wahrscheinlichen 
Substrateingang identifiziert wurde (Vgl. 
Abb. 6.5). 
Für die Berechnung der freien Enthalpien 
in AaSOR und HnSOR wurden alle Bindungs-
zustände der jeweiligen Polysulfidketten mit 
direkter Interkation zum Eisenatom gemittelt, 
bzw. deren energetisch günstigste Bindung 
Abbildung 6.8 | Darstellung von Bindungsstellen von Polysulfidketten verschiedener Länge in der AaSOR bzw. 
der HnSOR nach docking und Energieminimierung. Obere und mittlere Panels: Bindung von Polysulfid (n = 4, 
7, 8) an die Eisenzentren von AaSOR und HnSOR. Untere Panels: Überlagerung der AaSOR- und der HnSOR-
Struktur mit der Bindung von Polysulfidketten (n = 7) an die konservierten Cystein-Reste (linkes und mittleres 
Panel) bzw. an das Eisenatom (rechtes Panel). Das Eisenatom ist jeweils als braune Kugel dargestellt. 
Abbildung 6.9 | Manuelles strukturelles Docking von Polysulfiden (Länge der Polysulfidkette jeweils n = 4,5,7) 
an das katalytische TpSOR-Eisenzentrum. Die Struktur wurde nach dem Docking mittels der Yasara-Software 
Kraftfeld-optimiert und energieminimiert.  








dargestellt (‚Best Fit‘; Tab. 6.2; Eine Berech-
nung dieser Parameter war in der TpSOR auf-
grund des manuellen Dockings nicht mög-
lich). Die errechneten freien Enthalpie-Werte 
zeigten eine favorisierte Bindung von kürze-
ren Polysulfidketten im Fe3+-Zustand, wobei 
Kettenlängen von bis zu sechs Schwefelato-
men in der AaSOR und bis mindestens sieben 
Schwefelatomen in der HnSOR energetisch 
günstig waren. Dagegen wiesen alle Bindun-
gen im Fe2+-Zustand ein ∆G > 0 auf, was eine 
Bindung von Polysulfiden zumindest theore-
tisch unwahrscheinlich macht, unter der An-
nahme, dass das Eisenzentrum durch die Po-
lysulfidbindung reduziert werden muss. Dies 
wäre nur in einem Fe3+-Zustand möglich, wo-
bei ebenso eine (vorübergehende) Polysul-
fidbindung unter Beibehaltung des Fe3+-Zu-
standes denkbar erscheint. 
Überlagerungen der AaSOR- und HnSOR-
Strukturen zeigten, dass die Sγ-Atome in 
AaSOR und HnSOR zwar eine ähnliche Orien-
tierung besitzen, jedoch einen leicht abwei-
chenden, aber signifikanten Abstand zueinan-
der haben (vgl. Kap. 5, Abb. 5.14 + 5.15). In-
teressanterweise zeigten Docking-Analysen 
mit den Cysteinen als Fixpunkt mögliche 
Übergangszustände der Polysulfid-Bindung 
an die beiden benachbarten, konservierten 
Cystein-Reste C101/104  und C103/106 (AaSOR/ 
HnSOR), die mit der Ausbildung der Tetrasul-
fidbrücke in der Kristallstruktur der HnSOR 
korrelieren. So befanden sich die persulfurier-
ten Cysteine Css103 und Css106 in der HnSOR 
in einem mittleren Abstand von  2,5 Å zuei-
nander (Abb. 6.7). Modellierungen von Poly-
sulfidketten mit einer Kettenlänge von n = 7 
zeigten, dass sich eines der Schwefelatome 
der Polysulfidkette genau zwischen die bei-
den Sδ-Atome anlagert und sich so eine 
Schwefelbrücke zwischen ihnen bilden 
könnte (Abb. 6.8 AaSOR vs. HnSOR, linkes 
und mittleres Panel). Modelliert man die Po-
lysulfidkette in einer HnSOR Untereinheit mit 
einer bereits ausgebildeten Tetrasulfidbrücke, 
wird die Schwefelkette ebenfalls in einer ähn-
lichen Orientierung in direkte räumliche Nähe 
zu der Schwefelbrücke angeordnet (Abb. 6.9 
AaSOR vs. HnSOR, rechtes Panel). Insbeson-
dere unter Berücksichtigung der vergleichba-
ren Ausrichtung der Cysteine in der Kryo-EM-
Struktur der AaSOR (Vgl. Kap. 5.4, Abb. 
5.20), scheint es somit denkbar, dass die 
CXXC-Motiv-Cysteine der SORs an einer Ket-
tenpolymerisierung bzw. -depolymerisierung
von Polysulfiden beteiligt sind. Dabei kommt
es wahrscheinlich zu Thiol-Disulfid-Austau-
schen zwischen Substrat und den Thiolat-An-
ionen der Cystein-Reste. Einen Anhaltspunkt
hierfür gaben MALDI-TOF-Analysen von
AaSOR und TpSOR in ihrer nicht inkubierten
Form und nach Inkubation mit elementarem
Schwefel bei 85 bzw. 80°C für jeweils 1 min
(Abb. 6.10). Die molekulare Masse der nati-
ven Enzyme erhöhte sich dabei um 82 Mas-
seeinheiten für die AaSOR und sogar um 198
Masseeinheiten für die TpSOR, was der Masse
von 2,5 bzw. 6,2 Schwefelatomen entspricht.
Tabelle 6.2 | Übersicht der kalkulierten freien Enthalpie der AaSOR bzw. der HnSOR mit Polysulfidketten 
verschiedener Längen als Substrat.  
Mittelwert1 ‚Best Fit‘ 
∆G 
(kcal  mol-1) 
Pss4 Pss5 Pss6 Pss7 Pss4 Pss5 Pss6 Pss7 
Fe2+ 
AaSOR 5,3 12,6 21,8 18,4 0,7 7,1 7,1 6,8 
HnSOR 4,8 11,1 22,0 27,1 3,0 3,4 4,0 7,2 
Fe3+ 
AaSOR -12,6 -2 0,1 5,5 -16,0 -2 -2,6 3,2 
HnSOR -16,3 -6,9 16,3 2,6 -23,4 -13,5 -0,1 -4,0
1 Aus allen gefundenen Bindungszuständen mit ∆G ≤ 40,6 kcal mol-1. 











Auch wenn hierbei andere Enzymmodifikati-
onen, wie bspw. Oxidationen, nicht ausge-
schlossen werden können, scheint eine 
Schwefelmodifikation wahrscheinlich. Auch 
die exakte Position der Modifikation ist sehr 
spekulativ, wobei die konservierten Cysteine 
in der active site pocket in vielen Fällen zusätz-
liche Elektronendichten in Röntgenkristall- 
und Kryo-EM-Strukturen aufwiesen, was eine 
Modifikation an diesen Stellen im Rahmen 
des Substratumsatzes grundsätzlich denkbar 
macht (s. Kap. 5 für Details). Unklar bleibt 
dennoch, inwiefern die Polysulfidkette direkt 
über das CXXC-Motiv mit dem Eisenzentrum 
interagiert oder ob zuvor eine Interaktion mit 
dem essentiellen Cys31/33 vorliegen muss. 
Abbildung 6.10 | MALDI-TOF-Analysen nativer AaSOR bzw. TpSOR und nach Inkubation mit elementarem 
Schwefel. Die Enzyme wurden in Enzymtestpuffer mit und ohne Schwefel bei ihrem jeweiligen pH-Optimum 
für 1 min inkubiert und anschließend in ein Eisbad überführt. MALDI-TOF-Analysen erfolgten mit einer DHAP-
Matrix. x-Achse, Molekulargewicht [Da] 








Obwohl mittlerweile die Strukturen von 
vier SORs aufgeklärt und untersucht worden 
sind (Urich et al., 2006, Li et al., 2008, Veith 
et al., 2011, Pöll, 2016 und Kap. 5), stellen 
sich jedoch weiterhin viele Fragen bezüglich 
der Substratbindung im aktiven Zentrum und 
den Substrat- und Produktwegen durch die 
großen, kugelförmigen Enzyme. In diesem 
Kapitel wurde eine umfassende, Software-ge-
stützte Tunnel-, Kanal- und Bindungs- 
taschenanalyse von drei verschiedenen SORs 
(AaSOR, HnSOR und TpSOR) durchgeführt. 
Diese zeigten generelle Unterschiede in der 
Kompaktheit der Enzyme zwischen solchen 
aus Thermophilen (AaSOR) und solchen aus 
Mesophilen (HnSOR und TpSOR). Während 
die AaSOR ein relativ dicht gepacktes Enzym 
darstellt, besitzen sowohl TpSOR und vor al-
lem HnSOR eine Vielzahl verschiedener Tun-
nel und Kanäle ausgehend von der zentralen 
inneren Kavität mit vielen kleinen Hohlräu-
men in ihrer Proteinhülle (s. Abb. 6.2). Diese 
Kompaktheit äußert sich ebenfalls in den ver-
schiedenen Schmelzpunkten der Enzyme, wo-
bei die der HnSOR und TpSOR um ca. 20 °C 
im Vergleich zur AaSOR verringert sind (Vgl. 
Kap. 4; Abb. 4.5). Die erhöhte Anzahl von 
Tunneln und Kanälen könnte darüber hinaus 
auch die deutlich höheren Enzymaktivitäten 
im Vergleich zur AaSOR erklären, insbeson-
dere bei niedrigen Reaktionstemperaturen 
(Veith et al., 2012, Rühl et al., 2017 und Kap. 
4).  
Tetramer- und Trimerkanäle 
Trotz der Komplexität der Tunnelnetz-
werke haben alle drei SORs jedoch gemein, 
dass so genannte Tetramerkanäle an den Vier-
fachsymmetrieachsen vermutlich den Ein-
gangspunkt des hydrophoben Schwefels in 
das Enzyminnere darstellen (Abb. 6.11; Ka-
nal-/Tunnel-Nr. 1, 5, 12; AaSOR, HnSOR, 
TpSOR). Zwar bildet ein Ring aus vier Leuci-
nen (L129) mit einem Porendurchmesser von 
1,9 Å die engste Stelle des Kanals in der 
HnSOR, jedoch stellt insbesondere die äußere 
Region des Tetramerkanals einen kristallogra-
phisch flexiblen Bereich dar, sodass eine 
schnelle und reversible Kanalerweiterung, 
insbesondere bei hohen Reaktionstemperatu-
ren, wahrscheinlich erscheint (s. Abb. 6.3). 
Die vergleichsweise hohe Polarität des Tetra-
merkanals der TpSOR könnte durch dessen 
deutliche Verkürzung kompensiert werden. In 
der HnSOR wurde zusätzlich ein weiterer 
Tunnel an der Basis des Tetramerkanals iden-
tifiziert („Tetramer-Basistunnel“; Abb. 6.11; 
Nr. 6). Der Durchmesser des Tunnels beträgt 
zwischen 3 und 4 Å, wobei sich die Engstelle 
insgesamt auf eine Distanz von über 20 Å er-
streckt. Die engste Stelle befindet sich am 
Tunneleingang und besitzt einen Durchmes-
ser von 2,6 Å. Nichtsdestotrotz ist der Tetra-
mer-Basistunnel in der HnSOR deutlich län-
ger als der Tetramerkanal und besitzt darüber 
hinaus eine hydrophilere Oberfläche (Polari-
tät: 0,3 vs. 12,8), sodass ein Substrateingang 
in den inneren Hohlraum über den Tetra-
merkanal wahrscheinlicher erscheint und der 
Tetramer-Basistunnel eher einen Ausgang für 
hydrophile Reaktionsprodukte darstellen 
könnte.  
Als weitere Produktausgänge dienen ver-
mutlich die Trimerkanäle in allen drei SORs 
an den Dreifachsymmetrieachsen (s. Abb. 
6.6).  Bereits  in  vorangegangenen  Analysen 
Diskussion
Abbildung 6.11 (folgende Seite) | Überblick von allen relevanten Tunneln und Kanälen in AaSOR (1-4), HnSOR 
(5-11) und TpSOR (12-15). Mögliche Substratrouten sind in den Übersichten mit roten Pfeilen, Produktrouten 



















wurden die Trimerkanäle als mögliche Pro-
duktausgänge vorgeschlagen (Veith et al., 
2011). Trimerkanäle besitzen deutlich höhere 
Polaritäten als Tetramerkanäle (24,9 vs. 0,3) 
und sind damit die hydrophilsten aller identi-
fizierten Kanäle in SORs, was eine Passage der 
gleichfalls hydrophilen SOR-Reaktionspro-
dukte wahrscheinlich macht (H2S zumindest 
in seiner deprotonierten Form). In der TpSOR 
besitzt der Trimerkanal zwar eine geringere 
Polarität (s. Kap. 5, Abb. 5.11 für Details), ist 
jedoch deutlich weiter geöffnet, sodass auch 
eine Passage voluminöser Schwefelverbin-
dungen problemlos möglich erscheint – ein 
Umstand der die im Vergleich zur AaSOR und 
HnSOR erhöhten Oxygenase-Aktivitäten er-
klären könnte (s. Kap.4 für Details).  
Zugang zum aktiven Zentrum über den 
Zn/Css-Kanal 
Die Identifizierung des Eingangs zum akti-
ven Zentrum ist weniger eindeutig im Ver-
gleich zu den Substrat- und Produktwegen 
über den Tetramer- und Trimerkanal. Für die 
AaSOR wurde in ersten Analysen eine enge 
Pore identifiziert (Porendurchmesser 3-4 Å), 
die von zwei konservierten Methioninen 
(M296/297) und einem Phenylalanin (F23), zu-
sammen mit einem Isoleucin (I47) gebildet 
wird (Veith et al., 2011)(Abb. 6.11; Nr. 2). 
Analog zu den Beobachtungen in der AaSOR 
bilden in der HnSOR ebenfalls hauptsächlich 
hydrophobe Reste (M25, M302, M303) die Pore 
zum aktiven Zentrum (Pöll, 2016) (Abb. 6.11; 
Nr. 7). Im Rahmen der hier vorliegenden Ar-
beit durchgeführten Tunnelanalysen zeigte 
sich jedoch, dass die Pore des Kanals zwar 
stark hydrophob ist, was eine Passage von Po-
lysulfiden wahrscheinlich macht, jedoch die 
anschließende Tunneloberfläche eine ledig-
lich moderate Hydrophobizität aufweist. 
Dementsprechend lässt sich keine endgültige 
Aussage über den Transport des hydrophoben 
Substrates oder der hydrophilen Reaktions-
produkte treffen. In der TpSOR ist jene Ein-
gangspore darüber hinaus deutlich hydrophi-
ler als in der AaSOR und der HnSOR. Diese 
wird von einem Methionin (M300), einem Phe-
nylalanin (F301, in den drei phylogenetisch tief 
abzweigenden SORs, inklusive der TpSOR, ist 
das zweite der beiden konservierten Methio-
nine gegen Phenylalanin ersetzt; s. Kap. 5 
Abb. 5.1 für ein Sequenzalignment aller ver-
fügbaren SOR-Sequenzen), zusammen mit ei-
nem Serin (S41) und zwei Argininen (R34, R37) 
gebildet, wobei letztere für den hydrophilen 
Charakter der Pore verantwortlich sind (Abb. 
6.11; Nr. 14). Ein direkter Zugang über diese 
Pore erscheint in der TpSOR aufgrund des in-
terhelikalen loops in Helix 3 zumindest im 
vorliegenden Zustand der 3D-Strukturen 
nicht möglich (s. Kap. 5 für Details).   
Interessanterweise wurde im Rahmen die-
ser Arbeit ein weiterer Tunnel identifiziert, 
der einen möglichen Zugang zum aktiven 
Zentrum darstellt (Abb. 6.11; Nr. 3, 8, 13). 
Der Zugang verläuft über den so genannten 
„Zink-Kanal“, der in einer vorangegangenen 
Studie identifiziert worden war (Veith et al., 
2011) (s. Abb. 6.5). Der Tunnel mündet in 
eine geräumige Tasche, an deren Ende sich 
zwei konservierte Histidine befinden. In Zink-
inhibierten Röntgenkristallstrukturen der 
AaSOR wurde die Zinkbindung an diesen bei-
den Histidinen nachgewiesen, wobei auch die 
hier gezeigten Kryo-EM Strukturen der 
AaSOR und der TpSOR ohne vorherige Zink-
Inkubation Elektronendichten an dieser Posi-
tion zeigten, die auf Metallbindung zurückzu-
führen sein könnten (Veith et al., 2011, s. Kap. 
5 für Details). In den vorangegangen Analy-
sen des Zink-Kanals war jedoch keine direkte 
Verbindung mit dem aktiven Zentrum der 
AaSOR festgestellt und daher spekuliert wor-
den, dass der inhibitorische Effekt aufgrund 
einer Störung der Substratbindung an das es-
sentielle Css31 resultiert (Veith et al., 2011). 
Auch in einer ersten Software-gestützten Ana-
lysen der HnSOR-3D-Struktur war bereits 
über eine Verbindung zwischen Zink-Kanal 
und dem aktiven Zentrum spekuliert worden 
und die Öffnung des Zugangskanals zum ak-
tiven Zentrum von der Konformation von M303











der vorliegenden Arbeit durchgeführten Tun-
nelanalysen geht hervor, dass eine Verbin-
dung des Zink-Kanals mit dem aktiven Zent-
rum über das essentielle C31/33/44 in allen drei 
SORs vorhanden ist. Diese Beobachtungen 
könnten darauf hindeuten, dass das Substrat 
über den Zink-Kanal an die Cystein-Seiten-
kette bindet und von dort aus ins aktive Zent-
rum transferiert wird. Dies könnte auch erklä-
ren, warum das entsprechende Cystein in 
keine der bislang untersuchten SORs durch 
eine andere Aminosäure ohne kompletten 
Verlust der Enzymaktivität ersetzt werden 
konnte (Chen et al., 2005, Urich et al., 2005b 
und Kapitel 4). Es ist damit, ausgenommen 
der Eisenliganden, die einzige Aminosäure bei 
der eine Substitution einen derart drastischen 
Effekt besitzt.  
Modell der Substrat- und Produktrouten in 
SORs 
Vergleicht man die Tunnelnetzwerke der 
verschiedenen SORs im Detail fällt auf, dass 
die HnSOR nicht nur das komplexeste Tunnel-
netzwerk bezogen auf das Holoenzym, son-
dern zusätzliche Tunnel/Kanäle besitzt, die 
das aktive Zentrum entweder mit dem inne-
ren Hohlraum (Abb. 6.11; Nr. 9) oder sogar 
direkt mit der äußeren Proteinoberfläche 
(Abb. 6.11; Nr. 10) verbinden. Dieser Um-
stand macht eine allgemein gültige Aussage 
über Substrat- und Produktrouten in SORs 
ungleich schwerer, da theoretisch mehrere 
dieser pathways genutzt werden können. Im 
Gegensatz zur AaSOR und TpSOR weist die 
HnSOR insgesamt mindestens acht verschie-
dene Tunnel auf, wobei einige dieser Tunnel 
Längen von bis zu 80 Å erreichen und dem-
Abbildung 6.12 | Modell der in SORs allgemein gültigen Substrat- und Produktrouten, exemplarisch darge-
stellt an der Röntgenkristallstruktur der AaSOR. A, Modellierte Polysulfidkette (n = 6) in den Tetramerkanal 
mit Kanal-auskleidenden Aminosäuren. B, Modellierte Polysulfidkette (n = 5) in den Zn/Css-Kanal mit essen-
tiellen, persulfurierten C31. C, Modelliertes Sulfit an der postulierten M296/M297-Ausgangspore. D, Modellier-
tes Sulfit in den Trimerkanal mit Poren-bildenden Aminosäuren. Für die Darstellungen wurde die jeweilige 
Polysulfidkette bzw. Sulfit in die entsprechenden Kanäle/Poren modelliert und anschließend die gesamte 
Struktur energieminimiert. 








nach als eher unwahrscheinlichere Substrat- 
oder Produktrouten einzustufen sind. Dies 
deutet drauf hin, dass es insbesondere in der 
AaSOR, vermutlich aber auch in der TpSOR 
(die tatsächliche Anzahl an verschiedenen 
Tunneln ausgehend vom aktiven Zentrum 
konnte aufgrund der unterbrochenen Bin-
dungstasche nicht ermittelt werden), ein im 
Vergleich zur HnSOR einfacheres Modell der 
Substrat- und Produktrouten aufgestellt wer-
den kann und muss (Abb. 6.12). Entspre-
chend gelangt die unpolare Schwefelkette als 
Substrat vermutlich zunächst über die Tetra-
merkanäle in den inneren Hohlraum und wird 
dort über den neu identifizierten Zn/Css-Ka-
nal in das aktive Zentrum transferiert, wäh-
rend die Reaktionsprodukte vermutlich über 
die zuvor identifizierten Substrateingang das 
aktive Zentrum verlassen und wieder in den 
inneren Hohlraum gelangen. Von dort aus 
werden die Produkte über die polaren Tri-
merkanäle aus dem Enzym freigegeben. 
Generell kann diese Substrat- und Produkt-
route ebenso auf die HnSOR übertragen wer-
den, wobei die hier zusätzlichen Tunnel/Ka-
näle mehr Möglichkeiten, insbesondere für 
potentielle Produktrouten, bieten, da die 
Mehrheit der identifizierten zusätzlichen Tun-
nel in der HnSOR einen polaren Charakter be-
sitzen. Die Wichtigkeit und die Rolle der ein-
zelnen Tunnel/Kanäle konnte in der HnSOR 
allerdings bisher nicht mittels Mutagenese-
Studien verifiziert werden, da sich die HnSOR 
als weniger robust gegenüber Substitutionen 
erwies (Pöll, 2016). Darüber hinaus kann H2S 
in seiner protonierten Form gleichfalls hydro-
phob sein und somit ebenfalls die Tetra-
merkanäle passieren, genauso wie Polysulfide 
in ihrer neutralen, protonierten Form nicht 
ausschließlich hydrophob sein müssen. Dem-
entsprechend erscheint es möglich, dass un-
terschiedliche Kanäle, in Abhängigkeit des 
Protonierungsgrades, für unterschiedliche 
Substrat- und Produktwege genutzt werden 
können. 











Vergleichende RNA- und Proteom- 
analysen von Tv. paradoxus 
Einblicke in den Schwefelmetabolismus eines mesophilen 
Schwefeloxidierers in Anwesenheit von Thiosulfat 









Sodaseen stellen eine besondere Art von sa-
linen und alkalischen Seen dar, in denen ge-
löstes Natrium-Carbonat und /-Bicarbonat in 
hohen Konzentrationen vorkommt und damit 
ein stabiles alkalisches Milieu schafft. Sie sind 
weltweit verbreitet, kommen aber vor allem 
in ariden und semi-ariden Regionen wie dem 
Rift Valley in Ostafrika, den regenarmen Ge-
genden in Kalifornien und Nevada und der 
Kulunda-Steppe Südsibiriens vor (Sorokin et 
al., 2014).  
Durch das Carbonat/Bicarbonat-System be-
sitzen solche Gewässer pH-Werte zwischen 9 
und 11 bei Salzkonzentrationen bis 4,3 M Na+ 
(Tindall, 1988, Grant et al., 1999, Sorokin et 
al., 2011). Um den hohen Salzkonzentratio-
nen entgegenzuwirken bilden die meisten der 
dort lebenden Mikroorganismen cytoplasma-
tische compatible solutes als osmotischen 
Schutzmechanismus (Banciu et al., 2005). 
Der Schwefelzyklus ist einer der wichtigsten 
biogeochemischen Prozesse in diesen Habita-
ten (Sorokin et al., 2010, Sorokin et al., 2011, 
Sorokin et al., 2015) und wird von Sulfat-re-
duzierenden Deltaproteobacteria und Firmi-
cutes, Schwefel-reduzierenden Bakterien und 
insbesondere durch Schwefel-oxidierende 
Gammaproteobacteria angetrieben (Sorokin 
et al., 2013, Sorokin et al., 2018). Die meisten 
Isolate aus solchen Habitaten stellen Gamma-
proteobacteria der Gattung Thioalkalivibrio 
dar (Sorokin et al., 2006, Sorokin et al., 
2013).  
In phylogenetischen Analysen stellte sich 
heraus, dass drei Thioalkalivibrio spp. ein sor 
Gen besitzen (Rühl et al., 2017). Unter ihnen 
zweigen die SORs von Tv. paradoxus ARh 1 
und Tv. nitratireducens tief im phylogeneti-
schen Stammbaum der Proteinfamilie ab (s. 
Kap. 1.2.2, Abb. 1.4). Biochemische und 
strukturelle Untersuchungen des Enzyms aus 
Tv. paradoxus zeigten größtenteils SOR-typi-
sche Eigenschaften mit einer optimalen En-
zymaktivität bei pH 9 und 80 °C (s. Kap. 4 für 
Details). Tv. paradoxus wurde aus einem So-
dasee in Kenia isoliert und bildet große, nicht-
bewegliche Stäbchen (Sorokin et al., 2002). 
Der chemolithotrophe Organismus ist alka-
liphil und moderat halophil und in der Lage 
mit Thiosulfat und Nitrat, aber auch mit Thio-
cyanat als einzige Energie-, Stickstoff- und 
Schwefelquelle zu wachsen. Auch die Oxida-
tion von Sulfid, Polysulfid, Schwefel und Koh-
lenstoffdisulfid scheinen möglich (Sorokin et 
al., 2002). Die optimale Wachstumstempera-
tur ist zwischen 35 und 37 °C bei pH 10 be-
schrieben (Berben et al., 2015).  
Während seines Wachstums produziert Tv. 
paradoxus Schwefelkugeln als Intermediat der 
Schwefeloxidation, unabhängig ob er mit Thi-
osulfat oder Thiocyanat kultiviert wurde 
(Sorokin et al., 2002, Sorokin et al., 2013). 
Der elementare Schwefel wird anschließend 
cytoplasmatisch nur langsam zu Sulfat oxi-
diert, wobei die SOR das initiale Enzym dieser 
Schwefeloxidation darstellen könnte (s. Kap. 
1.3, Abb. 1.11). Aufgrund des TpSOR-Aktivi-
tätsoptimums bei 80 °C stellt sich jedoch die 
Frage, inwiefern das sor Gen bei Wachstums-
temperaturen von 30 - 37 °C exprimiert bzw. 
das entsprechende Protein gebildet wird. Um 
dies zu überprüfen sollte in dieser Arbeit zu-
nächst die Expression des sor Gens, zusam-
men mit denen anderer am Schwefelmetabo-
lismus beteiligter Gene, überprüft werden. In 
einer globalen Proteomstudie sollten darüber 
hinaus Proteine, die an der Schwefeloxidation 
in Tv. paradoxus beteiligt sind, identifiziert 
und in den dissimilatorischen Schwefelmeta-
bolismus eingeordnet werden. Zudem sollten 
Unterschiede in Abhängigkeit der Energie-
quelle für autotrophes Wachstums (Thiosulfat 
vs. Thiocyanat) festgestellt werden.
Einleitung










7.1  Wachstumsparameter und 
Schwefeleinlagerung 
Tv. Paradoxus ARh1 wurde aerob in mine-
ralischen Basismedium bei pH 10 mit Thiosul-
fat und Nitrat bzw. mit Thiocyanat als Ener-
giequelle bei 30 °C kultiviert. Die Reduzierung 
der Kultivierungstemperatur auf 20 °C oder 
die Erhöhung auf 37 °C resultierte in einer 
Verlangsamung des Wachstums gegenüber 
den Standardkultivierungsbedingungen. 
Wurden Formiat, Acetat, Pyruvat oder Was-
serstoff als Elektronendonoren genutzt, war 
innerhalb von acht Wochen kein Zellwachs-
tums sichtbar, sowohl unter aeroben als auch 
unter anaeroben Bedingungen mit Nitrat als 
Elektronenakzeptor. Aufgrund von enzymati-
scher Schwefelbildung innerhalb der ersten 
vier Stunden der Kultivierung war, unabhän-
gig von der Wahl der Schwefelquelle, keine 
Bestimmung der optischen Dichte der Zellkul-
tur möglich. Die Schwefelbildung trat bei Ste-
rilkontrollen nicht auf. Entsprechend wurden 
die Zellen für die Bestimmung der Wachs-
Abbildung 7.1 | Wachstumskurven und lichtmikroskopische Aufnahmen von Tv. paradoxus. A, Wachstums-
kurven mit Thiosulfat bzw. Thiocyanat als Elektronendonoren. Die Wachstumskurven wurden erstellt, indem 
Zellen sonographisch aufgeschlossen und anschließend der Proteingehalt ermittelt wurde. Fehlerbalken re-
präsentieren die Standardabweichung aus drei unabhängigen Zellkulturen mit jeweils drei Messungen. Pfeile 
zeigen die Zeitpunkte der Probenentnahme für qRT-PCR-Analysen (blau: Thiosulfat; grün: Thiocyanat). 
B, Exemplarische Darstellung lichtmikroskopischer Aufnahmen der Kultivierung von Tv. paradoxus mit Thio-
sulfat als Elektronendonor nach vier verschiedenen Wachstumszeitpunkten (obere Reihe). Insets, Vergröße-
rungen von Zellen mit lichtbrechenden Schwefelkugeln. Untere Reihe: Färbungen von Kulturen und Zellsedi-










tumskurven sonographisch aufgeschlossen 
und basierend auf den Proteingehältern der 
Kulturen erstellt. Hierbei ergab sich für das 
Wachstum mit Thiosulfat und Nitrat eine ex-
ponentielle Wachstumsphase innerhalb der 
ersten ≈ 100 h (Abb. 7.1 A), mit einer Raten-
konstante k = 0,09, einer Zeitkonstante 
Tau = 10,6 und einer Verdopplungszeit von 
7,4 h. Wurde Thiocyanat als Energiequelle 
verwendet, resultierte dies in geringeren Zell-
dichten, bei einer exponentiellen Wachstums-
phase innerhalb von ≈ 160 h (Abb. 7.1 A), mit 
k = 0,05, Tau = 21,5 und einer Verdopp-
lungszeit von 14,9 h. In lichtmikroskopischen 
Aufnahmen waren zellassoziierte, lichtbre-
chende Strukturen während der exponentiel-
len Wachstumsphase sichtbar (Abb. 7.1 B). 
Dies ist vermutlich das Resultat der intrazel-
lulären Einlagerung großer Mengen elemen-
taren Schwefels, wie es bereits für Tv. para-
doxus beschrieben wurde (Sorokin et al., 
2002). Mit fortschreitender Kultivierungs-
dauer verschwanden die lichtbrechenden 
Strukturen wieder. Ebenso änderte die Kultur, 
unabhängig davon ob Thiosulfat oder Thio-
cyanat als Energiequelle genutzt wurde, ihre 
charakteristische Färbung während der Kulti-
vierung von einem undurchsichtigen Weiß zu 
einer rötlichen Farbe, was auf die Bildung von 
c-Typ Cytochromen in späteren Wachstums-
phasen schließen lässt. Die weißliche Färbung
korreliert dabei mit dem mikroskopischen
Auftreten von Schwefelkugeln (Abb. 7.1)
SEM-Analysen zeigten, dass sich Tv. para-
doxus Zellen während exponentieller Wachs-
tumsphasen in großen Schwefelakkumulatio-
Abbildung 7.2 | SEM-Aufnahmen von Tv. paradoxus. A, Tv. paradoxus Zelle eingebettet in Schwefelakkumu-
lationen nach 100 h Kultivierung mit Thiosulfat als Elektronendonor. B, Schwefelakkumulationen durch Tv. 
paradoxus kultiviert mit Thiocyanat für 130 h. C, Tv. paradoxus Zelle nach 260 h Kultivierung mit Thiosulfat. 
D, Vergrößerung von C mit deutlich sichtbaren Oberflächenstrukturen. 










nen einbetten, die bereits optisch das Ausse-
hen von Schwefelkristallen hatten 
(Abb. 7.2 AB). Mittels energiedispersiver 
Röntgenspektroskopie (EDX) wurde bestätigt, 
dass es sich hierbei um Schwefelverbindun-
gen handelt (nicht gezeigt). In stationären 
Wachstumsphasen verschwanden diese Akku-
mulationen, wobei weiterhin Zelloberflächen-
strukturen sichtbar blieben (Abb. 7.2 CD). 
EDX-Analysen zeigten, dass weiterhin eine 
Vielzahl Schwefelverbindungen zellassoziiert 
vorkommen (Kohlenstoff zu Schwefel Ver-
hältnis, 1:1), wobei jedoch nicht geklärt wer-
den konnte, ob es sich hierbei um die sichtba-
ren Oberflächenstrukturen oder intrazelluläre 
Schwefelverbindungen handelt.  
Wurden Tv. paradoxus Zellen in der spätex-
ponentiellen Wachstumsphase mittels TEM 
analysiert, waren polare Zellanhängsel vor-
handen, wobei es sich vermutlich um Piline 
handelt. Außerdem waren in einigen Zellen 
intrazelluläre Bereiche mit einer höheren 
Elektronendichte sichtbar (Abb. 7.3). Dies 
könnte ein Resultat der intrazellulären 
Schwefeleinlagerung sein (Sorokin et al., 
2002). Es ist jedoch nicht auszuschließen, 
dass es sich dabei ebenfalls um Carboxysomen 
oder intrazelluläre Speicherstoffe handeln 
könnte. 
7.2 Transkriptionsanalysen 
Um die Rolle von Proteingenen mit einer 
vorhergesagten Funktion im Schwefelmeta-
bolismus zu verstehen, wurden die Trans-
kriptstärken der folgenden Gene mittels quan-
titativer Reverser-Transkriptase PCR (qRT-
PCR) in Abhängigkeit vom Elektronendonor 
Thiosulfat oder Thiocyanat bestimmt: der 
Schwefel Oxygenase Reduktase (sor), der A-
Untereinheit des Schwefel Oxidationskomple-
xes (soxA), der Persulfid Dioxygenase (pdo), 
der A-Untereinheit des Sulfit-oxidierenden 
Enzyms (soeA), der dissimilatorischen Sulfit 
Reduktase A (dsrA) und der Thiocyanat De-
hydrogenase (tcdH). Hierfür wurde zunächst 
gereinigte RNA von Zellen verschiedener 
Wachstumsphasen (Abb. 7.1) in cDNA 
transkribiert und diese als template für die 
qRT PCR-Analysen verwendet. Die Spezifität 
der PCR-Produkte wurde einerseits mittels 
Polyacrylamid-Gelelektrophorese für kleine 
Nukleinsäuren mit einer Positivkontrolle aus 
genomischer DNA und andererseits anhand 
des Vergleiches der Schmelzpunkte direkt aus 
dem qRT-PCR-Ansatz überprüft (Abb. 7.4). 
Für die qRT-PCR-Analysen diente das Haus-
haltsgen der β-Untereinheit der bakteriellen 
Abbildung 7.3 | TEM-Aufnahmen von Tv. paradoxus. A, Tv. paradoxus Zellen gewachsen mit Thiosulfat als 
Elektronendonor, nach 94 h Kultivierung. Dargestellt sind zwei Zellen mit sichtbaren, polaren Zellanhängseln. 









RNA-Polymerase (rpoB) als Quantifizierungs-
standard.  
Am Beispiel des sor Gens sieht man mit 
rpoB vergleichbare Expressionslevel (Tab. 
7.1), wobei das qRT-PCR-Produkt anhand sei-
ner Schmelzkurve und dem Vergleich zur Po-
sitivkontrolle als spezifisch angesehen werden 
kann (Abb. 7.4). Betrachtet man den zeitli-
chen Verlauf der sor Expression wird deutlich, 
dass Transkripte in den exponentiellen und 
frühstationären Wachstumsphasen in hohen 
Mengen gebildet werden und die Expression 
in stationären Wachstumsphasen abnimmt, 
unabhängig davon, ob Thiosulfat oder Thio-
cyanat als Elektronendonoren genutzt wur-
den (Abb. 7.5). Dies korreliert mit den mikro-
skopischen Beobachtungen des Vorkommens 
von intrazellulären Schwefelkugeln und deu-
tet darauf hin, dass die SOR eine wichtige 
Rolle in der Schwefeloxidation von Tv. para-
doxus einnimmt. 
Mit Ausnahme des pdo Gens, welches nur 
sehr geringe Transkriptmengen aufwies, wur-
den Transkripte der weiteren untersuchten 
Gene des Schwefelmetabolismus in hoher 
Konzentration über die gesamte Wachstums-
periode gebildet (Abb. 7.5). Insbesondere 
soxA und dsrA Transkripte waren bereits nach 
40 bzw. 54 h in vergleichbaren bzw. höheren 
Mengen als rpoB vorhanden, unabhängig von 
der Schwefelquelle. Die Nutzung von Thiosul-
fat als Energiequelle resultierte in einem 16- 
bis 64-fachen Anstieg der Transkriptmengen 
von soxA bzw. dsrA über die gesamte Kultivie-
rungsdauer von 330 h, bezogen auf die Trans-
kriptmengen nach 42 h. Betrachtet über den 
Kultivierungsverlauf nahmen die dsrA mRNA-
Konzentrationen ab. Die beobachteten hohen 
fold changes des pdo Gens resultieren dagegen 
aus den geringen Abundanzen des entspre-
chenden Transkriptes nach 40 bzw. 54 h. Wie 
zu erwarten, gab es eine große Diskrepanz in 
der Expression des tcdH Gens, abhängig von 
der Wahl von Thiocyanat oder Thiosulfat als 
Elektronendonor, da das entsprechende Pro-
tein direkt am Thiocyanat-Metabolismus be-
teiligt ist. In Anwesenheit von Thiocyanat war 
die Abundanz anfangs um das ≈ 10 000-fache 
Tabelle 7.1 | ∆ CT-Werte des sor und rpoB Gens nach Kultivierung von Tv. paradoxus mit Thiosulfat. Darge-
stellt sind die Mittelwerte aus sechs unabhängigen Messungen. 
42 h 96 h 162 h 330 h 
∆ CT 
sor 26,0 ± 0,8 27,0 ± 0,9 28,5 ± 1,1 27,9 ± 0,8 
rpoB 24,4 ± 0,5 26,9 ± 0,6 29,0 ± 0,7 27,8 ± 0,7 
Abbildung 7.4 | Darstellung quantitativer RT-PCR Analysen des sor Gens. A, Exemplarische Darstellung von 
Amplifikationsgraphen des sor Gens uns des rpoB Haushaltsgens zur Normalisierung der Daten zu verschie-
denen Zeitpunkten, ausgehend von 3 µg eingesetzter RNA für die cDNA-Synthese (siehe Anhang, Abb. S-7.1 
für weitere Amplifikationsgraphen). B, Schmelzkurven der qRT-PCR Reaktionsprodukte des sor-Amplifikats 
zur Kontrolle der Produktspezifität. Als Positivkontrolle (PK) wurde genomische Tv. paradoxus DNA verwen-
det. Als Negativkontrolle (NK) diente ein Ansatz, in dem die DNA durch ddH2O ersetzt wurde.










höher verglichen mit Thiosulfat (theoreti-
scher Wert unter der Annahme, dass sich mit 
jedem ∆CT die Transkriptmenge verdoppelt; 
Abb. 7.5 A), wobei es mit zunehmender Kulti-
vierungsdauer zu einer Herabregulation des 
tcdH Gens kam, resultierend aus dem Ver-
brauch des Thiocyanats mit zunehmender 
Kultivierungsdauer. In Gegenwart von Thio-
sulfat wurde das Gen zwar im Lauf der 
Wachstumsphase hochreguliert, wies jedoch 
nach 40 h nur sehr geringe Transkriptmengen 
auf (Abb. 7.5) 
Insgesamt lässt sich feststellen, dass einige 
der Gene, die am Schwefelmetabolismus be-
teiligt sind, in vergleichbaren Mengen wie das 
Haushaltsgen rpoB exprimiert werden. Vor al-
lem die Expression des sor Gens gibt einen 
klaren Hinweis darauf, dass die SOR an der 
chemolithotrophen Schwefeloxidation in Tv. 
paradoxus auch bei Temperaturen von 30 °C 
beteiligt sein sollte, obwohl das Enzym ein 
Temperaturoptimum von 80 °C besitzt (Rühl 
et al., 2017 und Kapitel 4).  
7.3 Proteomanalysen 
SDS-Gelelektrophorese 
Um zu überprüfen wie sich die Vorkommen 
von Proteinen zu verschiedenen Wachs-
tumsstadien innerhalb der Kultivierung mit 
Thiosulfat und Thiocyanat ändert und ob 
diese mit den RNA-Analysen aus Tv. para-
doxus übereinstimmen, wurden Zellen zu ver-
schiedenen Zeitpunkten der Wachstumskurve 
sedimentiert, sonographisch aufgeschlossen 
und zunächst mittels SDS-PAGE analysiert 
(Abb. 7.6). Die mit kolloidaler Coomassie-Lö-
sung gefärbten SDS-Gele zeigten spezifische 
Proteinmuster sowohl zu verschiedenen Kulti-
vierungszeitpunkten, als auch im direkten 
Vergleich der Kulturen, die mit Thiosulfat 
bzw. Thiocyanat als Energiequelle gewachsen 
sind (Abb. 7.6 AC). Bei Kultivierung mit Thio-
sulfat traten nach 70 h deutlich ausgeprägte 
Proteinmuster zwischen 40 und 60 kDa und 
mit molekularen Massen von > 130 kDa auf. 
Eine charakteristische Proteinbande bei ≈ 55 
kDa war im Vergleich zur Kultivierungsdauer 
von 42 h mit Thiosulfat als Elektronendonor 
vorhanden (Abb. 7.6 A). Im Verlauf der Kulti-
vierung verschwanden die Proteinbanden mit 
molekularen Massen zwischen 40 und 50 kDa 
wieder. Ebenso kam es zu einem Rückgang 
der Banden mit hohen molekularen Massen 
ab 166 h. Wurde Tv. paradoxus mit Thiocya-
nat kultiviert waren ebenfalls Banden mit mo-
lekularen Massen von > 72 kDa in frühexpo-
nentiellen Wachstumsphasen nach 56 h in 
Coomassie-gefärbten SDS-Gelen sichtbar, die 
ab 94 h schrittweise verblassten und schließ-
lich verschwanden (Abb. 7.6 C). Im Gegen-
satz dazu kam es nach 166 h in spätexponen-
Abbildung 7.5 | qRT-PCR Analysen von Genen des dissimilatorischen, oxidativen Schwefelmetabolismus von 
Tv. paradoxus. A, ∆CT-Werte zum ersten Zeitpunkt der Probenentnahme nach 40 h (Thiosulfat) bzw. 54 h 
(Thiocyanat), normalisiert auf rpoB ([jeweiliges Gen] – [rpoB]). B, C, Fold Changes gegenüber den Werten aus 
Panel A mit Thiosulfat (B) bzw. Thiocyanat (C) als Elektronen-/Energiequelle. Analysen wurden von biologi-
schen Duplikaten mit jeweils drei Messungen durchgeführt. sor, Schwefel Oxygenase Reduktase; soxA, 
Schwefeloxidationskomplex A; pdo, Persulfid Dioxygenase; soeA, Sulfit-oxidierendes Enzym A; dsrA, Dissimi-









tiellen Wachstumsphasen zum Auftreten von 
einer charakteristischen Bande mit einer mo-
lekularen Masse von ≈ 20 kDa. Zusammenge-
fasst ergaben die SDS-Gele erste Hinweise auf 
globale molekulare Änderungen im Protein-
muster und damit im Stoffwechsel von Tv. 
paradoxus, sowohl zu verschiedenen Kultivie-
rungszeitpunkten als auch im direkten Ver-
gleich der beiden Energiequellen.  
Häm-Färbungen zeigten das wachstums-
phasenabhängige Auftreten von bakteriellen 
Cytochromen c sowohl in Anwesenheit von 
Thiosulfat als auch mit Thiocyanat als Ener-
giequelle (Abb. 7.6 BD). Bei Kultivierung mit 
Thiosulfat als Elektronendonor waren Cy-
tochrome c bereits in geringen Mengen nach 
70 h sichtbar (Abb. 7.6 B). Diese nahmen mit 
fortlaufender Kultivierung in den spätexpo-
nentiellen bzw. frühstationären Wachstums-
phasen zu, wobei in spätstationären Wachs-
tumsphasen wiederum weniger Cytochrome c 
gebildet wurden. Manuelle Vergleiche mit Cy-
tochromen c aus dem Gesamtproteom von Tv. 
paradoxus (basierend auf typischen Häm-Bin-
demotiven) legten nahe, dass es sich bei der 
Häm-Proteinbande bei ≈ 62 kDa höchstwahr-
scheinlich um eine Nitrit-Reduktase (UniProt 
ID: W0DM90) handelt, wobei die molekulare 
Masse von ≈ 36 kDa einer Cytochrom c Peroxi-
dase (W0DFY7) entsprechen könnte. Für die 
Banden bei ≈ 43, 25, 23 und 15 kDa konnten 
keine Cytochrome c eindeutig zugeordnet 
werden. Ein ähnliches Muster ergab sich nach 
Kultivierung mit Thiocyanat, wenngleich die 
Bildung von Cytochrom c Proteinen geringer 
ausgeprägt war als mit Thiosulfat (Abb. 7.6 
D). Auch hier entspricht die, im Vergleich zur 
Kultivierung mit Thiosulfat deutlich schwä-
cher ausgeprägte, Häm-Proteinbande bei 62 
kDa höchstwahrscheinlich derselben Nitrit-
Reduktase (W0DM90), wobei Banden mit 
niedrigerem Molekulargewicht von ≈ 31 bzw. 
Abbildung 7.6 | Polyacrylamidgele von mit Thiosulfat bzw. mit Thiocyanat gewachsenen Tv. paradoxus Ge-
samtextrakten A, B, Coomassie- (A) und Häm-gefärbte (B) Polyacrylamidgele von Tv. paradoxus Gesamtex-
trakten nach verschiedenen Kultivierungszeitpunkten mit Thiosulfat, und Panel C, und D, entsprechend mit 
Thiocyanat als Elektronendonoren. Auftragung für Coomassie-gefärbte Gele jeweils 25 µg, für Häm-gefärbte 
Gele 120 µg. M, Marker mit molekularen Massen in Kilodalton (kDa).










24 kDa nach Vergleichen mit dem Gesamtpro-
teom aus Tv. paradoxus möglicherweise den 
Schwefel-Oxidationskomplex-Proteinen SoxA 
(W0DKE9) und SoxX (W0DG82) zugeordnet 
werden können. Die Muster der Cytochrom c 
Proteine in der Häm-Färbung korrelieren da-
bei mit optischen Beobachtungen der Kultur, 
die in frühen Kultivierungsstadien aufgrund 
von Schwefelbildungen und -einlagerungen 
weißlich erscheinen und mit zunehmender 
Kultivierungsdauer eine rötliche Färbung an-
nehmen (vgl. Abb. 7.1 B). 
SWATH-LC-MS/MS-Analysen 
Aufgrund der deutlichen Unterschiede der 
Proteinmuster von mit Thiosulfat bzw. Thio-
cyanat gewachsenen Tv. paradoxus Kulturen 
auf Polyacrylamidgelen wurden verglei-
chende label-freie Proteomanalysen mittels 
SWATH-LC-MS/MS durchgeführt. Um eine 
projektspezifische Spektrenbibliothek zu er-
stellen, wurden die biologischen Replikate 
(alle Kultivierungszeitpunkte, unabhängig 
von der Wahl der Energiequelle) zunächst 
vereinigt, Trypsin-gespalten und die Gesamt-
heit aller nachweisbaren Proteine identifi-
ziert. In dieser bisher einzigen Proteomanaly-
sen eines Bakteriums der Gattung Thioalka-
livibrio wurden insgesamt 1 951 von insge-
samt 3 450 Proteinen identifiziert, basierend 
auf Proteinannotationen der UniProt Daten-
bank. Dies entspricht einer Proteomabde-
ckung von 56,6 % bei einer Falscherken-
nungsrate von 1 %. Hiervon ausgehend war 
die Quantifizierung von 1 680 Proteinen mög-
lich, was 86,1 % aller qualitativ nachgewiese-
nen Proteine des Tv. paradoxus Proteoms ent-
spricht.  
 Eine Analyse der Aminosäuresequenzen 
der 1 951 qualitativ nachgewiesenen Proteine 
mittels der TMHMM- (v. 2,0; Krogh et al. 
(2001)) und SignalP-5.0-Server (Almagro 
Armenteros et al., 2019) ergab, dass 65,4 % 
cytoplasmatisch und 19,5 % membrangebun-
den sind. 10,6 % der Proteine besitzen ein 
Signalpeptid für den Transport in das Peri-
plasma, wobei weitere 4,5 % sowohl eine Sig-
nalsequenz als auch eine oder mehrere, zu-
sätzliche Transmembranhelices besitzen 
(Abb. 7.7 A).  
Eine Hauptkomponentenanalyse des Tv. 
paradoxus ARh1 Proteoms (principal compo-
nent analysis, PCA) wurde zur Bestimmung 
des Grades der Abweichung zwischen techni-
schen und biologischen Replikaten, aber auch 
für Vergleiche zwischen der Kultivierung mit 
Thiosulfat/Thiocyanat als Energiequelle 
durchgeführt. Die PC Analyse basiert auf den 
beiden größten Komponenten PC1 und PC2, 
die zusammengenommen einem Anteil von 
Abbildung 7.7 | Statistische Analyse der zellulären Proteinverteilung und Evaluierung der Proteomdaten mit-
tels globaler Hauptkomponentenanalyse. A, Bioinformatische Lokalisationsvorhersage basierend auf Berech-
nungen mit TMHMM und SignalP. Periplasma/Membran: Proteine mit Signalsequenz und Transmembranhe-
lices. B, Hauptkomponentenanalyse der biologischen und technischen Duplikate zu verschiedenen Kultivie-









etwa 45 % entsprechen. Hierbei wurde deut-
lich, dass die biologischen und technischen 
Replikate eines jeden Kultivierungszeitpunkts 
clustern und sich klar von anderen Kultivie-
rungszeitpunkten differenzieren (Abb. 7.7 B). 
Dies deutet sowohl auf eine gute Reproduzier-
barkeit der Probenvorbereitung als auch der 
SWATH-LC-MS/MS Messungen hin und kor-
reliert ebenfalls mit den voneinander differen-
zierbaren Proteinmustern der SDS-PAGE (vgl. 
Abb. 7.6 AC). Interessanterweise deutet die 
PC Analyse auf deutliche molekulare Unter-
schiede bei Kultivierung mit Thiosulfat gegen-
über der Verwendung von Thiocyanat als 
Elektronendonor hin. Es kommt bei der Ver-
wendung der verschiedenen Energiequellen 
demnach nicht nur zur Änderung der A-
bundanzen einzelner, weniger Thiosulfat- 
bzw. Thiocyanat-spezifischer Proteine, son-
dern zu einer globaleren Umstellung des Ge-
samtstoffwechsels. Diese Schlussfolgerung 
wird von Kultivierungsversuchen unterstützt, 
in denen Tv. paradoxus erst mit Thiosulfat als 
Energiequelle kultiviert und anschließend in 
Medium mit Thiocyanat überführt wurde. Die 
Adaption an das neue Medium dauerte ca. sie-
ben Tage. Erst anschließend kam es zu der 
charakteristischen Schwefelbildung der Kul-
turen und zu mikroskopisch sichtbarem Zell-
wachstum. Gleiches wurde im umgekehrten 
Fall beobachtet, wenn Zellen mit Thiocyanat 
vorkultiviert und anschließend in Medium mit 
Thiosulfat überführt wurden (Daten nicht ge-
zeigt). Eine vergleichbar starke Differenzie-
rung des Stoffwechsels in Abhängigkeit des 
Elektronendonors wurde bereits in einer 
Transkriptomanalyse von Tv. thiocyanoxidans 
beobachtet (Berben et al., 2017a).  
Alle in der Proteomstudie quantifizierten 
Proteine wurden auf Basis ihrer KEGG-Anno-
tation (Kanehisa et al., 2019) funktionellen 
Gruppen zugewiesen (Abb. 7.8 A). Die Ana-
lyse ergab, dass die größten Gruppen aller 
Proteine dem Aminosäure- und Kohlenhydrat-
metabolismus zugeordnet werden können 
(18,2 bzw. 21,6 % des Gesamtproteoms mit 
1 951 Proteinen; Abb. 7.8 A). Der Schwefel-
metabolismus hat einem Anteil von 4,3 %. Um 
Änderungen im Anteil der funktionellen 
Gruppen festzustellen wurde die Abundanz 
von Proteinen mit einem fold change von je-
weils <0,5 bzw. >2 bei Signifikanzniveaus 
(p-value) <0,05 als signifikant verändert defi-
niert. Während der Kultivierung mit Thiosul-
fat kam es zu sukzessiv steigenden 
Abundanzen von signifikanten, Schwefelme-
tabolismus-assoziierten Proteinen bis 330 h 
(normiert auf die Abundanz der Proteine zum 
Zeitpunkt 42 h; Abb. 7.8 B). Hierbei zeigten 
vor allem zwei Flavocytochrom c Sulfid De-
hydrogenasen (FccB 1 und 2), die Sulfid-Chi-
non Oxidoredukatse (SQOR) und die SOR sig-
nifikante Veränderungen. Proteine des Ener-
giemetabolismus und des Membrantransports 
waren mit zunehmender Kultivierungsdauer 
signifikant reduziert, während Proteine des 
Stickstoff-Metabolismus über den Kultivie-
rungszeitraum teilweise in signifikant erhöh-
ten und teilweise in erniedrigten Häufigkeiten 
vorkamen. Proteine, die an der Verarbeitung 
genetischer Informationen beteiligt sind, wa-
ren dagegen in deutlich geringerer Menge 
vorhanden.  
Die Kultivierung mit Thiocyanat führte zu-
nächst zu einem Anstieg von Schwefelprotei-
nen bis 263 h (normiert auf 56 h, insbeson-
dere FccB_1 und 2), bei einem anschließen-
den Abfall in spätstationären Phasen (Abb. 
7.8 C). Zu diesem Kultivierungszeitpunkt sind 
dafür eine Vielzahl der Schwefelproteine in 
geringer Menge vorhanden. Hierbei waren 
vor allem AprAB, SoxY, DsrB und eine dritte 
Flavocytochrom c Sulfid Dehydrogenase 
(FccB_3) betroffen. Proteine des Stickstoffme-
tabolismus nahmen eine geringere Rolle ein, 
als wenn Tv. paradoxus mit Thiosulfat als 
Energiequelle kultiviert wurde. In Anwesen-
heit von Thiosulfat sind insbesondere ein Nit-
ratbindeprotein (Gen ID: THITH_05385), 
eine α-Carboanhydrase (THITH_10555), eine 
Nitrit- (THITH_16205) und eine Nitrat Re-
duktase (THITH_07515) in hohen Mengen 
vorhanden, wobei die Nitrat/Nitrit-reduzie-
renden Proteine in einem Operon organisiert 










sind (Vgl. Abb. 7.12 B). Mit Thiocyanat kam 
es zu einem signifikanten Anstieg von Stick-
stoffmetabolismus-Proteinen nach 94 h, ins-
besondere einer Nitrit-Reduktase 
(THITH_16205), wobei anschließend nur we-
nige Proteine in erhöhten Mengen vorhanden 
waren. In spätstationären Wachstumsphasen 
waren Proteine des Stickstoffmetabolismus 
weder in signifikant erhöhten, noch in signifi-
kant verringerten Mengen vorhanden. Analog 
zur Kultivierung mit Thiosulfat nahmen auch 
Energiemetabolismus-Proteine mit zuneh-
mender Kultivierungsdauer ab, dafür kam es 
zu einem Anstieg von Proteinen, die an der 
Signaltransduktion beteiligt sind. In beiden 
Fällen, sowohl mit Thiosulfat als auch mit 
Abbildung 7.8 | Einordnung der 1 951 in der Proteomanalyse qualitativ nachgewiesenen Tv. paradoxus Pro-
teine in funktionelle Gruppen basierend auf ihrer KEGG-Annotation. A, Globale Einordnung der Proteine. 
B, Einordnung von Proteinen mit signifikant erhöhter (oberes Panel) bzw. erniedrigter (unteres Panel) 
Abundanz zu verschiedenen Kultivierungszeitpunkten mit Thiosulfat als Energiequelle normiert auf ihrer re-
lativen Häufigkeit nach 42 h. C, Wie B, jedoch mit Thiocyanat als Energiequelle, normiert auf ihrer relativen 









Thiocyanat, scheint der Kohlenhydratmetabo-
lismus eine wichtige Rolle sowohl in frühex-
ponentiellen als auch in spätstationären 
Wachstumsphasen einzunehmen. Vor allem 
kamen hier Proteine des Citrat-Zyklus und des 
Pyruvat-Metabolismus in signifikant hohen 
Mengen vor, aber auch solche des Aminozu-
cker- und Nukleotidzuckerstoffwechsels. In 
spätexponentiellen bzw. frühstationären Pha-
sen wurde der Kohlenhydratstoffwechsel da-
gegen herunterreguliert.  
Volcano plots wurden erstellt um festzustel-
len, ob die ermittelten Abundanzveränderun-
gen der Proteine signifikant sind. Analog zu 
den statistischen Analysen zur Zuordnung 
funktioneller Gruppen wurden die Grenzen 
für das Signifikanzniveau auf < 0,05 mit ei-
nem fold change von jeweils < 0,5 bzw. > 2 
gesetzt. Daraus resultiert ein log10 p-value von 
1,3 und log2 fold changes von jeweils 1 bzw. 
-1. Proteine mit einem log10 p-value von > 1,3
und gleichzeitig einem log2 fold change von
> 1 bzw. < -1 wurden als statistisch signifi-
kante Veränderungen definiert. Von insge-
samt 55 manuell identifizierten Proteinen, die
dem Schwefelmetabolismus in Tv. paradoxus
zugeordnet wurden (s. Anhang, Proteomstu-
die_Tv_paradoxus_Arh1.xlsx), zeigte die
Mehrheit signifikante Änderungen mit Thio-
sulfat als Energiequelle (Tab. 7.2 und Abb.
7.9, obere Panels, rote Punkte). Durchschnitt-
lich hatten 32 % der Proteine des Schwefel-
metabolismus während der Kultivierung mit
Thiosulfat eine signifikant höhere Abundanz
und 68 % der Proteine eine signifikant ernied-
rigte. Mit Thiocyanat als Energiequelle wiesen
vergleichsweise wenige Proteine Änderungen
ihrer relativen Häufigkeit auf, insbesondere
nach 380 h in spätstationären Wachstums-
phasen. Von diesen Proteinen hatten durch-
schnittlich 47 % der am Schwefelmetabolis-
mus beteiligten Proteine eine signifikant hö-
here Abundanz und 53 % der Proteine eine 
signifikant niedrigere. Insgesamt wird somit 
deutlich, dass eine größere Anzahl von Prote-
inen während der Kultivierung mit Thiosulfat 
signifikante Änderungen ihrer relativen Häu-
figkeiten, verglichen mit der Kultivierung mit 
Thiocyanat, besaßen. Hierbei ist jedoch die 
Verteilung zu Proteinen mit signifikant erhöh-
ten bzw. erniedrigten Abundanzen in Anwe-
senheit von Thiocyanat ausgeglichen, wohin-
gegen sie sich in Anwesenheit von Thiosulfat 
auf der Seite der Proteine mit verringerten re-
lativen Häufigkeiten befindet. 
Betrachtet man sich in der globalen Proteo-
manalyse die Proteine mit den höchsten A-
bundanzen sind darunter einige zu finden, die 
dem Schwefelmetabolismus zugeordnet wer-
den können und charakteristische Muster in 
ihren relativen Häufigkeiten besitzen. (Vgl. 
Tab. 7.3 und Abb. 7.10). Die im Schwefelme-
tabolismus involvierten Proteine sind dabei in 
vergleichbaren Mengen vorhanden, wie bspw. 
die bakterielle RNA-Polymerase (RpoABC; 
Abb. 7.10), die Glycerinaldehyd-3-phosphat 
Dehydrogenase (GAPDH), das Zellteilungs-
protein FstA, die DNA-Polymerase I (DNAPI) 
und eine ATPase, die allesamt essentielle und 
in größerer Menge benötigte Funktionsprote-
ine darstellen. Ebenso kommt die Ribulose-
1,5-bisphosphat-carboxylase /-oxygenase 
(RuBisCO), welche für die CO2-Fixierung ver-
antwortlich ist, in hohen Mengen vor, wobei 
die Abundanz des Proteins mit Thiocyanat als 
Elektronendonor     frühexponentiell      zwar
Tabelle 7.2 | Anzahl von Proteinen des Schwefelstoffwechsels mit signifikanten Änderungen der Abundanz 
in Tv. paradoxus-Kulturen mit Thiosulfat bzw. Thiocyanat, jeweils normiert auf den ersten Zeitpunkt der Pro-
benentnahme und basierend auf den Volcano plots.    
Anzahl der Proteine mit signifikanten Abundanzveränderungen 
Thiosulfat 
70 h 100 h 166 h 330 h 
25 27 25 19 
Thiocyanat 
94 h 166 h 263 h 380 h 
17 18 19 7 












Abbildung 7.9 | Volcano plots der Proteomanalyse aus Tv. paradoxus mit Thiosulfat (obere Panels) bzw. Thiocyanat (untere Panels) als Energiequelle. Die Daten wurden jeweils 
auf den ersten Zeitpunkt der Probenentnahme normiert (für Thiosulfat: 42 h, für Thiocyanat 56 h). Die Grenzen für das Signifikanzniveau wurden auf < 0,05 mit einem fold change 
von jeweils < 0,5 bzw. > 2 gesetzt und sind als gestrichelte Linie eingezeichnet (entsprechen einem log10 p-value von > 1,3 bei einem log2 fold change von > 1 bzw. < -1). Signifikante 










höher ist, jedoch mit Thiosulfat über den Kul-
tivierungsverlauf stärker zunimmt. Dies ist 
nicht verwunderlich, da CO2-Fixierung in An-
wesenheit von Thiosulfat essentiell ist. Bei der 
Kultivierung mit Thiocyanat kann hingegen 
der Kohlenstoff aus dem Substrat für anaboli-
sche Zwecke genutzt werden.  
Schwefel Oxygenase Reduktase (SOR) 
Auffällig ist, dass mit der SOR nach 100 h 
und in Anwesenheit von Thiosulfat ein Enzym 
des oxidativen Schwefelmetabolismus aus Tv. 
paradoxus, neben einer Flavocytochrom c Sul-
fid Dehydrogenase und einer CS2-Hydrolase, 
in hohen Mengen vorkommt (bezogen auf das 
Gesamtproteom; Tab. 7.3). Die Abundanz der 
SOR ist in Anwesenheit von Thiosulfat nach 
42 h gering, steigt im Kultivierungsverlauf je-
doch deutlich an mit einer maximalen Ausprä-
gung bei 100 h und anschließender Abnahme, 
korrelierend mit den erhobenen RNA-Analy-
sen des sor Gens (Vgl. Abb. 7.4). Dies ist eben-
falls in Einklang mit den mikroskopischen 
Analysen der intrazellulären Schwefeleinlage-
rungen und den annotierten Schwefelkugel-
proteinen (sulfur globule protein, SGP). Diese 
sind bereits nach 42 h in höheren Mengen 
vorhanden und nehmen anschließend deut-
lich ab. In Anwesenheit von Thiocyanat sind 
diese Muster nicht so deutlich ausgeprägt, 
wobei die SOR bereits nach 56 h in höheren 
Mengen vorkommt und anschließend auf ei-
nem ähnlichen Niveau verbleibt (Abb. 7.10 
und 7.11). Die generell höheren Abundanzen 
in Anwesenheit von Thiosulfat korrelieren mit 
der makroskopisch sichtbaren, stärkeren Bil-
dung von elementarem Schwefel im Vergleich 
zu Thiocyanat-Kulturen. Hieraus lässt sich ab-
leiten, dass die SOR im oxidativen Schwefel-
metabolismus von Tv. paradoxus, vor allem in 
Anwesenheit hoher Mengen elementaren 
Schwefels, eine zentrale Rolle einnimmt, wie 
es bereits nach den Transkriptionsanalysen 
vermutet worden war (s. Kap. 7.1).  
Tabelle 7.3  | Proteine mit den höchsten fold changes (positiv) nach den jeweiligen Kultivierungszeitpunkten 
verglichen mit der jeweiligen frühexponentiellen Probe (42 h bzw. 54 h; nur signifikante Proteine berücksich-
tig). Grün hinterlegt sind Proteine, die im Schwefelmetabolismus involviert sind. Proteine wurden teilweise 
manuell annotiert. 
Thiosulfat 
70 h 100 h 166 h 330 h 
1 ADP-Glucose Synthase ADP-Glucose Synthase 








Aktivator des HSP90 Uncharakterisiertes Protein 
3 NADH Dehydrogenase 
Flavocytochrom c Sulfid De-
hydrogenase (FccB) 













Flavocytochrom c Sulfid De-
hydrogenase (FccB) 
Thiocyanat
94 h 166 h 263 h 380 h 
1 TonB-abhängiger Rezeptor TonB-abhängiger Rezeptor Uncharakterisiertes Protein TonB-abhängiger Rezeptor 
2 NADH Dehydrogenase I 
Flavocytochrom c Sulfid De-
hydrogenase (FccB) 
Flavocytochrom c Sulfid De-
hydrogenase (FccB) 
Uncharakterisiertes Protein 
3 Häm-Export Protein 
Signal-Peptid, unbekannte 
Funktion 
Uncharakterisiertes Protein MEMO1 Familienprotein 




Lipoprotein, involviert in der 
NO-Reduktion 
Uncharakterisiertes Protein 
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Abbildung 7.10 | Heat Maps von Proteinen, die 
am dissimilatorischen Schwefelmetabolismus be-
teiligt sind (obere Panels) und von ausgewählten 
Referenzproteinen (untere Panels) in Anwesen-
heit von Thiosulfat bzw. Thiocyanat. In der jeweils 
ersten Spalte sind die relativen Abundanzen der 
Proteine zum ersten Zeitpunkt der Probenent-
nahme dargestellt, in den darauffolgenden vier 
Spalten die relativen Abundanzen normiert auf t1. 
Abkürzungen und die zugehörigen Uniprot IDs 
sind im elektronischen Anhang (Proteomstu-
die_Tv_paradoxus_Arh1.xlsx)  aufgeführt. 
Schwefel Oxidationskomplex (Sox) 
Proteine des Schwefel Oxidationskom-
plexes zeigten differentielle Abundanzen über 
den Kultivierungsverlauf (Abb. 7.10). Mit Thi-
osulfat als Elektronendonor blieben die Men-
gen von SoxA,B,H,X,Y und Z konstant über 
den Kultivierungszeitraum. Lediglich nach 
330 h kam zu leicht erhöhten, aber signifikan-
ten Änderungen der Abundanzen von SoxX,Y 
und Z im Vergleich zur ersten Probenent-
nahme bei 42 h (log2 fold change: 1,2). In An-
wesenheit von Thiocyanat war nach 263 h, 
mit einer durchschnittlich fünffachen Erhö-
hung der Proteinmenge, ein signifikanter An-
stieg der SoxA,B,H und X Mengen vorhanden. 
Dies korreliert mit der Konzentration der soxA 
Transkriptmengen nach 162 h (≈-20-facher 
Anstieg im Vergleich zum Zeitpunkt t1 in An-
wesenheit von Thiocyanat; Vgl. Abb. 7.5). Es 
scheint demnach so, dass der Sox-Komplex 
insbesondere mit Thiosulfat als Elektronendo-
nor in frühstationären Wachstumsphasen für 
die Schwefeloxidation verantwortlich zu sein 
scheint und in Anwesenheit von Thiocyanat 
erst in stationären Phasen eine bedeutendere 
Rolle einnimmt (Vgl. Abb. 7.11).  
Persulfid Dioxygenase (PDO) 
Die putative PDO zeigt, wie auch in den 
Transkript-Analysen (vgl. Abb. 7.5), sehr ge-
ringe Abundanzen (Abb. 7.10). Zum einen 
könnte dies ein Hinweis auf eine untergeord-
nete Rolle der H2S-Oxidation in Tv. paradoxus 
sein, zum anderen ist eine Kompensation über 
einen anderen H2S-Oxidationsweg in Tv. pa-
radoxus denkbar, insbesondere über die 
Flavocytochrom c Dehydrogenase (FccAB). Es 
ist darüber hinaus jedoch nicht auszuschlie-
ßen, dass ein bisher nicht als PDO-klassifizier-
tes Enzym die Funktion übernimmt. In der 
hier erhobenen Proteomanalyse besitzt eine 
putative Metallo-β-Lactamase in nahezu allen 
Wachstumsstadien signifikant erhöhte A-
bundanzen, wenn Thiosulfat und nicht Thio-
cyanat als Energiequelle genutzt wurde. Diese 
Metallo-β-Lactamase (Uniprot ID: W0DNN5) 









von 30,5 % zu der humanen PDO (hETHE1, 
PDB ID:  4CHL, siehe Kapitel 3 für weitere De-
tails zu PDOs), verglichen mit 46,9 % der ini-
tial identifizierten putativen PDO, deren Gen 
auch in den Transkriptionsanalysen unter-
sucht wurde. Dennoch erscheint die identifi-
zierte Metallo-β-Lactamase aufgrund ihrer 
deutlich höheren Abundanz in Tv. paradoxus 
mit durchschnittlichen fold changes von 4,1 
gegenüber der ursprünglich untersuchten 
PDO als ein wahrscheinlicherer Kandidat für 
etwaige PDO-Aktivitäten.  
Dissimilatorische Sulfit Reduktase (Dsr) 
Proteine der dissimilatorischen Sulfit Re-
duktase (DsrA-S) sind in einem Operon ange-
ordnet (Abb. 7.12 A) und weisen bereits früh-
exponentiell sehr hohe relative Häufigkeiten 
auf, insbesondere DsrA, B und L, wobei es bei 
den meisten mit zunehmenden Kultivierungs-
verlauf zu einem leichten quantitativen Rück-
gang kommt (Abb. 7.10). Lediglich DsrB, 
DsrK, DsrM und DsrP zeigen schwache Zunah-
men nach 70 h Kultivierungsdauer (ausge-
nommen DsrB mit Thiocyanat als Elektronen-
donor), wobei letztere Drei die geringsten A-
bundanzen nach 42 h besaßen. Insgesamt 
sind die Dsr-Proteine in Anwesenheit von Thi-
osulfat stärker repräsentiert (durchschnittlich 
doppelt so hoch; Abb. 7.11). Die hohen Men-
gen der Dsr-Proteine sind insofern verwun-
derlich, als dass es sich zumeist um ein Sys-
tem der Schwefelreduktion handelt. Hier 
scheint der Komplex jedoch in die oxidative 
Richtung zu arbeiten, eine Beobachtung, die 
bereits für grüne Schwefelbakterien und Al-
lochromatium vinosum getätigt wurde (Dahl 
et al., 2005, Gregersen et al., 2011, 
Holkenbrink et al., 2011).  Der Dsr-Komplex 
ist in den Organismen nicht an der Sulfit-Re-
duktion, sondern maßgeblich an der Oxida-
tion von Sulfid bzw. Polysulfid, aber auch von 
Thiosulfat beteiligt, mit elementarem Schwe-
fel als Reaktionsprodukt (Dahl et al., 2008a, 
Frigaard & Dahl, 2009). Dies könnte ebenfalls 
als Erklärung für die schnelle, enzymatische 
Schwefelbildung in Tv. paradoxus dienen.  
CS2-Hydrolase und Thiocyanat Dehydro-
genase (TcDH) 
Interessanterweise kommt es, sowohl in 
Anwesenheit von Thiosulfat als auch von Thi-
ocyanat, zu einem deutlichen Anstieg einer 
CS2-Hydrolase zur stationären Phase hin 
(Abb. 7.10). CS2-Hydrolasen konvertieren 
Kohlenstoff-Disulfid (CS2) und Carbonyl-Sul-
fid (COS) zusammen mit Wasser zu H2S und 
CO2. Der entsprechende COS-pathway wurde 
bereits im Zusammenhang mit der Degrada-
tion von Thiocyanat in Thioalkalivibrio sp. be-
schrieben (Sorokin et al., 2001). Hierbei wird 
die C≡N Bindung des Thiocyanates durch eine 
Thiocyanat Hydrolase (SCN-) zu COS und 
Ammonium gespalten. Vergleichende Genom-
analysen verschiedener Thioalkalivibrio sp. 
zeigen, dass das Vorkommen der Thiocyanat 
Hydrolase auf lediglich zwei Spezies, Thioba-
cillus thioparus und Tv. thiocyanodenitrificans, 
beschränkt ist (Berben et al., 2017b), sodass 
unklar bleibt welches Enzym die Rolle in Tv. 
paradoxus übernimmt. COS wird anschlie-
ßend durch die CS2-Hydrolase zu CO2 und 
Sulfid hydrolysiert, welches anschließend 
dem gewöhnlichen Schwefeloxidations-path-
way zur Verfügung steht. Alternativ kommt es 
vermutlich zu einer direkten Oxidation des 
Schwefelatoms durch die Thiocyanat Dehyd-
rogenase (TcDH), was deren erhöhtes Vor-
kommen in stationären Wachstumsphasen in 
Anwesenheit von Thiosulfat erklärt (Verdopp-
lung der Abundanz im Vergleich zu frühstati-
onären Wachstumsphasen). In Anwesenheit 
von Thiocyanat besitzt die TcDH erwartungs-
gemäß eine sehr hohe Abundanz und ist ver-
mutlich direkt an der Oxidation der Schwefel-
gruppe des Thiocyanates zu elementarem 
Schwefel beteiligt (Abb. 7.10 und 7.11) 
(Berben, 2019). In dem Zusammenhang zeigt 
eines von insgesamt drei Fcc-Proteinen 
(FccB_3) vergleichbar hohe relative Häufig-
keiten wenn Thiocyanat als Elektronendonor 
verwendet wurde (Abb. 7.11). Hierbei han-
delt es sich womöglich um eine Thiocyanat-
spezifische Sulfid Dehydrogenase. Eine ähnli-
che Hypothese wurde bereits mit der Struk-










Abbildung 7.11 | Heat Map vom Vergleich der fold 
changes in Anwesenheit von Thiosulfat- vs. Thio-
cyanat-Kultivierung. Abkürzungen und zugehörige 
Uniprot IDs sind im elektronischen Anhang (Prote-
omstudie_Tv_paradoxus_Arh1.xlsx) aufgeführt. 
turaufklärung exakt dieser Fcc aus Tv. para-
doxus aufgestellt, wobei sie einen Komplex 
mit einem Kupferbindeprotein und der TcDH 
eingeht um Thiocyanat zu oxidieren und mit 
dem entstehenden Schwefel zu reagieren 
(Osipov et al., 2018). TcDH ist, zusammen mit 
vier ABC-Transporter-Untereinheiten, zwei 
hypothetischen Proteinen und einem putati-
ven Zweikomponenten-Regulationssystem, in 
einem Operon-ähnlichen Gencluster angeord-
net (Abb. 7.12 C). Diese Gencluster wird ei-
nerseits downstream von drei Genen, die für 
die FccAB_3-Untereinheiten und ein Cy-
tochrom c codieren und upstream von Kupfer-
resistenzgenen (copCD), einer A-Untereinheit 
eines TAT-Systems und einem multiplen Anti-
biotikaresistenz-System ychE flankiert. Alle 
identifizierten Proteine dieses Genclusters 
zeigten in Anwesenheit von Thiocyanat über 
die gesamte Wachstumsperiode stark erhöhte 
Abundanzen im Vergleich zur Kultivierung 
mit Thiosulfat (durschnittliche log2 fold chan-
ges 0,24 beim Vergleich von Thiosulfat vs. Thi-
ocyanat).  
Flavocytochrom c Sulfid Dehydrogenasen 
(FccB_1, 2 und 3) 
Unter den drei Flavocytochrom c Sulfid De-
hydrogenasen findet sich FccB_1 bei den Top-
Treffern der meist abundanten Proteine 
bezogen auf das Gesamtproteom (Uniprot ID: 
W0DRF9), unabhängig ob Tv. paradoxus mit 
Thiosulfat oder Thiocyanat kultiviert worden 
war (Tab. 7.1). FccB_1 und FccB_2 zeigten 
über den zeitlichen Verlauf eine stetige Zu-
nahme ihrer Abundanz im Vergleich zum Zeit-
punkt der ersten Probenentnahme, sowohl in 
Anwesenheit von Thiosulfat als auch von Thi-
ocyanat (Abb. 7.10). Fcc-Proteine sind Hete-
rodimere, gebildet aus Flavoproteinen (FccB) 
und einem Di-Häm-Cytochrom c (FccA), die 
Schwefelwasserstoff zu elementaren Schwefel 
oxidieren. Die hohe Abundanz lässt auf eine 
zentrale Rolle von FccB_1 und FccB_2 im oxi-
dativen Schwefelmetabolismus, unabhängig 









schließen, während FccB_3 lediglich in Anwe-
senheit von Thiocyanat in hohen Mengen ge-
bildet wird (Abb. 7.11).  
Sulfit-oxidierende Enzyme 
Der Sulfit-oxidierende Molybdoenzymkom-
plex besteht aus drei Untereinheiten (Soe-
ABC) und ist essentiell für die direkte Sulfit-
Oxidation zu Sulfat (vermutlich Sulfit:Chino-
noxidoreduktase) (Dahl et al., 2013). SoeAB 
liegen im Mittelfeld der absoluten Abundan-
zen bezogen auf das Gesamtproteom und 
zeigten sowohl mit Thiosulfat als auch mit 
Thiocyanat keine signifikanten Veränderun-
gen über den Kultivierungsverlauf (Abb. 
7.10). Die dritte Untereinheit des Komplexes, 
SoeC (Uniprot ID: W0DJH7), die als Memb-
rananker fungiert, wurde in der Proteomstu-
die nicht quantifiziert, konnte jedoch qualita-
tiv nachgewiesen werden. 
Ein zweites, nicht-homologes Sulfit-oxidie-
rendes Molybdoenzym, SorAB (nicht zu ver-
wechseln mit der Schwefel Oxygenase Reduk-
tase; SOR), enthält ein reduziertes Cytochrom 
c, allerdings fehlen die Gene in Tv. paradoxus 
als einzigem Vertreter der Thioalkalivibro-
Abbildung 7.12 | Darstellung von Operons, deren Proteine in im Vergleich zur Thiosulfat- vs. Thiocyanat-
Kultivierung signifikant veränderte Abundanzen aufweisen. A, Dsr-Operon; THITH_11980-12045. B, nrt/nir-
Operon; THITH_05385-05410. C, fcc/tcDH-Operon; THITH_13280-13355. D, Hydrogenase-Operon; 
THITH_06750-06775. 1 nq, Entsprechendes Protein wurde in der Proteomstudie nicht quantifiziert. 2 -, Protein 
wurde in der Proteomstudie nicht identifiziert.  










Gattung, weshalb das Enzym hier keine Rolle 
spielt.   
Adenosinphosphosulfat Reduktase (Apr) 
Die beiden Untereinheiten der Adenosin-
phosphosulfat Reduktase (AprA und B, häufig 
auch als APS Reduktase bezeichnet) sind be-
reits nach 42 bzw. 56 h in hohen Mengen vor-
handen, ohne signifikante Veränderungen 
über den Kultivierungszeitraum (Abb. 7.10). 
Dies ist nicht verwunderlich, da Adenosin-
phosphosulfat Reduktasen bidirektionale 
Schlüsselenzyme der dissimilatorischen Sul-
fatreduktion und Sulfitoxidation sind 
(Lampreia et al., 1994, Fritz et al., 2000). Im 
oxidativen Weg katalysieren AprAB eine zwei-
Elektronen-Oxidationsreaktion zwischen Sul-
fit und Adenosin-Monophosphat zu 5‘-Adeno-
sin-Phosphosulfat (APS). Energie wird über 
eine Substratstufenphosphorylierung gewon-
nen, indem die ATP Sulfurylase (Sat) den 
AMP-Anteil aus APS auf Pyrophosphat über-
trägt (Parey et al., 2013). Sat weist mit A-
bundanzen von durchschnittlich 7 % vergli-
chen mit den AprAB-Untereinheiten eine 
deutlich geringere Häufigkeit auf. Eine Hoch-
regulation der aprAB Gene im Vergleich zum 
sat Gen wurde bereits in der Transkriptomstu-
die von Tv. thiocyanoxidans beobachtet, wobei 
die Gründe für das Ungleichgewicht ungeklärt 
blieben (Berben et al., 2017a). Aufgrund der 
deutlich höheren Mengen der beiden Apr-Un-
tereinheiten (zwischen 20 und 48 x höhere 
Mengen im Vergleich zu SoeAB, sowohl mit 
Thiosulfat als auch mit Thiocyanat) nimmt 
der indirekte Weg der Sulfit-Oxidation offen-
sichtlich einen größeren Stellenwert im Meta-
bolismus von Tv. paradoxus ein als der direkte 
über den Sulfit-oxidierenden Enzymkomplex. 
Nitrat/Nitrit-Reduktase 
Es war auffällig, dass Proteine, die an der 
Nitrat- und Nitrit-Reduktion beteiligt sind alle 
erhöhte Abundanzen zeigten, wenn Thiosul-
7 https://www.genome.jp/kegg 
fat als Elektronendonor verwendet wurde 
(Abb. 7.12 B). Dies war zu erwarten, da Nitrat 
für die Kultivierung mit Thiosulfat zugesetzt 
worden war und wie zuvor beobachtet 
(Sorokin et al., 2002) offenkundig neben Sau-
erstoff als zweiter Elektronenakzeptor fun-
giert. Die Nitrat- und Nitrit-Reduktasegene 
sind wie ein Operon organisiert (Gennum-
mern: THITH_05385 bis THITH_05410). In 
Kulturen mit Thiosulfat waren die dort codier-
ten Proteine innerhalb der ersten 100 h signi-
fikant hochreguliert. Anschließend wiesen le-
diglich die Nitrat/Nitrit-Bindeproteine 
(NrtA/NrtB) signifikant höhere relative Häu-
figkeiten im Vergleich zur Kultivierung mit 
Thiocyanat bis in spätstationäre Wachstums-
phasen auf. Möglicherweise spielen in Thio-
cyanat-Kulturen aus Thiocyanat freigesetzte 
Stickstoffverbindungen in späteren Wachs-
tumsphasen eine Rolle. 
Ni2+-abhängige Hydrogenase 
Im Gegensatz dazu sind Nickel-abhängige-
Hydrogenase-Proteine, in Anwesenheit von 
Thiocyanat hochreguliert (Abb. 7.12 D). Die 
Gene sind ebenfalls wie ein Operon organi-
siert (THITH_06750 bis THITH_06775), wo-
bei die Rolle der Hydrogenase im Thiocyanat-
Metabolismus nicht bekannt ist.  
Einordnung in den Schwefelmetabolismus 
nach KEGG 
Eine Einordnung der in der Proteomanalyse 
identifizierten Proteine mit dem zugrundelie-
genden KEGG-Pathway für den Schwefelme-
tabolismus für Tv. paradoxus ARh17 zeigen, 
dass alle Proteine, für die eine KEGG-Annota-
tion vorliegt, in der hier durchgeführten Pro-
teomanalyse gefunden wurden (Abb. 7.13; 
s. elektronischen Anhang [KEGG-Pathways]
für die Darstellung von allen weiteren KEGG-
Metabolismus-pathways mit relativen Protein-
häufigkeiten der in der Proteomstudie identi-
fizierten Proteine). Für die Analysen wurden,









7.10-12, die Schwefelproteine auf die 
Abundanzen der Proteine aus dem Gesamt-
proteom normiert, sondern lediglich auf sol-
che mit den höchsten Vorkommen der zu-
grundeliegenden KEGG-Analyse. Außerdem 
wurden die Grenzen der log2 fold changes auf 
+1 und -1 herabgesetzt. Anhand der Darstel-
lung wird das Zusammenspiel der einzelnen
Schwefeloxidationsproteine erkennbar. Hier-
bei wird deutlich, dass insbesondere die Pro-
teine, die an der Sulfid-Oxidation beteiligt
sind, sowohl in Anwesenheit von Thiosulfat
als auch von Thiocyanat, im Verlauf der
Kultivierung eine signifikante Erhöhung ihrer
Abundanzen aufweisen. Proteine des Schwe-
feloxidationskomplexes kommen dagegen vor 
allem in späten Wachstumsphasen in hohen 
Mengen vor, unabhängig von der Wahl des 
Elektronendonors. Dagegen zeigen Proteine 
der assimilatorischen Sulfat-Reduktion nur in 
Anwesenheit von Thiocyanat signifikant er-
höhte relative Häufigkeiten (CysCND, Ade-
nylylsulfat-Reduktase), die jedoch deutlich 
geringer sind als die Abundanzen von Protei-
nen, die an der der dissimilatorischen   Sulfat-
Reduktion/Oxidation beteiligt sind (Sat, 
AprAB, DsrAB). Dies zeigt  einmal mehr, dass 
sowohl Apr als auch Dsr in Tv. paradoxus 
ARh1 bidirektional zu arbeiten scheinen.












Abbildung 7.13 | Vergleichende Analysen der 
Abundanzen von Proteinen gemäß der Einord-
nung der Kyoto Encyclopedia of Genes and Ge-
nomes (KEGG) in den Schwefelmetabolismus. 
Im Gegensatz zu den vorherigen heat map 
Darstellungen wurde hier lediglich auf die Pro-
teine aus der KEGG-Datenbank normiert und 
nicht auf alle Proteine der Proteomanalyse. 
Analog hierzu wurden die Log2 fold changes 
zwischen -1 und +1 gesetzt. Obere Panels zei-
gen dabei jeweils die Veränderungen der Pro-
teinhäufigkeiten mit Thiosulfat als Energie-
quelle, die unteren mit Thiocyanat. Normiert 
wurde weiterhin auf den jeweiligen ersten 
Zeitpunkt der Probenentnahme. 
1 Die PDO und SQOR sind in der KEGG-Daten-
bank nicht verzeichnet und wurden entspre-
chend der Zuordnung der Heat maps manuell 
zugefügt. 










Tv. paradoxus ist ein obligat haloalkaliphi-
les, chemolithoautotrophes Gammaprote-
obacterium, welches aus Sodaseen isoliert 
wurde und in der Lage ist eine große Spanne 
reduzierter Schwefelverbindungen, wie Sul-
fid, Thiosulfat, Thiocyanat und Schwefel zu 
oxidieren. Während seines Wachstums mit 
Thiosulfat oder Thiocyanat als Energiequelle 
lagert der Organismus intrazelluläre Schwe-
felkugeln als Zwischenprodukt ein (Sorokin et 
al., 2002). Dies resultiert zunächst in einer 
milchigen Verfärbung der Kultur mit lichtmik-
roskopisch sichtbaren Schwefeleinlagerungen 
(s. Kap. 7.1; Abb. 7.1). Die weißen, milchigen 
Verfärbungen nahmen mit zunehmenden Kul-
tivierungsverlauf ab und die Kultur bekam 
eine rötliche Färbung aufgrund der Bildung 
von verschiedenen Cytochromen c (s. Abb. 7.1 
und 7.6). Die Einlagerung von Schwefel ist 
vor allem in vielen photo- und chemotrophen 
Schwefel-oxidierenden Bakterien zu finden, 
wobei Schwefelkugeln sowohl intrazellulär 
als auch extrazellulär vorkommen können 
(Franz et al., 2007, Marnocha et al., 2016). 
Ursächlich scheint in vielen Fällen der unvoll-
ständige Sox-Komplex zu sein. In dem so ge-
nannten „verkürzten“ oder „unvollständigen“ 
Sox-Weg fehlen die soxCD-Gene. Für Al. vino-
sum wurde beispielweise gezeigt, dass der 
verkürzte Sox-Weg womöglich der Grund für 
die Einlagerung von Schwefelkugeln ist 
(Ghosh & Dam, 2009, Welte et al., 2009). Auf-
grund hoher Abundanzen von FccB-Proteinen 
(s. Kap. 7.3) könnte jedoch auch die periplas-
matische Sulfid-Oxidation in Tv. paradoxus 
hierfür verantwortlich sein (s. unten; Schwe-
feloxidation über FccAB und SOR). SEM-Auf-
nahmen, welche im Rahmen dieser Arbeit an-
gerfertig wurden (s. Kap. 7.1, Abb. 7.2), deu-
teten darüber hinaus auf die Einbettung von 
Tv. paradoxus Zellen in großen extrazellulä-
ren Schwefelakkumulationen hin. Diese tra-
ten in exponentiellen Wachstumsphasen auf 
und verschwanden im späteren Verlauf, kor-
relierend mit lichtmikroskopischen Beobach-
tungen des Auftretens von Schwefelkugeln. 
Denkbar ist, dass überschüssiger Schwefel ak-
tiv ausgeschleust wird, wenn die Zellen be-
reits hohe Mengen S0 in Schwefelkugeln ab-
gelagert haben.  
Kohlenstoffdisulfid-Fixierung in geringen 
Mengen wurde für Tv. paradoxus als einzigen 
Vertreter seiner Gattung beschrieben 
(Sorokin et al., 2002), wobei das entspre-
chende Protein zunächst nicht gefunden 
wurde. Im Gegensatz dazu wurde in Tv. nit-
ratireducencs ein Gen identifiziert, welches für 
eine Kohlenstoffdisulfid-Hydrolase (CS2-Hyd-
rolase) kodiert. Mögliches Wachstum mit CS2 
oder eine CS2-Aktivität wurde in dem Orga-
nismus jedoch bislang nicht untersucht 
(Berben, 2019). Anhand von Sequenzverglei-
chen wurde auch im Tv. paradoxus Genom ein 
Homolog zu einer CS2-Hydrolase aus Thioba-
cillus thioparus identifiziert (Ogawa et al., 
2013). Interessanterweise gehörte diese in 
spätexponentiellen und stationären Wachs-
tumsphasen zu den Proteinen mit den höchs-
ten Proteinabundanzen, was auf eine höhere 
CS2-Oxidationsrate in Tv. paradoxus schließen 
lässt als initial vermutet (s. Abb. 7.10). 
Abgesehen von der CS2-Hydrolase und der 
SOR ist das Vorhandensein von Proteinen des 
Schwefelmetabolismus in Tv. paradoxus ähn-
lich zu denen des anaeroben, phototautotro-
phen Gammaproteobakterium Al. vinosum 
(Tab. 7.4). Dies lässt auf vergleichbare 
Schwefel-Oxidationswege in beiden Organis-
men schließen, wobei die Funktion der SOR 
als zentrales Enzym der S0-Oxidation durch 
oxidativ arbeitende Dsr-Proteinen übernom-
men werden könnte. Überaschenderweise 
deuten Vergleiche mit dem acidophilen Bak-
terium At. caldus ebenfalls auf eine grundle-
gend ähnliche Konstitution von Proteinen des 
Schwefelmetabolismus hin. Sowohl Tv. para-
Diskussion










doxus als auch At. caldus besitzen Gene für 
SOR und PDO, welche zentrale Proteine des 
Schwefelmetabolismus darstellen (s. Kap. 1.3 
für Details). Dagegen sind Gene, die an der 
Sulfid-Oxidation beteiligt sind, wie Fcc und 
(oxidativ arbeitende) Dsr lediglich in Tv. pa-
radoxus enthalten, wohingegen solche der 
Thiosulfat-Oxidation und der Tetrathionat-
Hydrolyse (TetH, TQO) exklusiv in At. caldus 
vorhanden sind. Dies deutet darauf hin, dass 
die Sulfid-Oxidation in Acidophilen im Ver-
gleich zu Alkaliphilen einer Untergeordnete 
Rolle einnimmt, vermutlich begründet auf-
grund der höheren Flüchtigkeit von H2S in 
sauren Habitaten, wohingegen gezeigt wurde, 
dass Sulfide in Sedimenten von Sodaseen auf-
grund des alkalischen pH’s in großen Mengen 
vorkommen und stabiler sind (Sorokin et al., 
2015). Thiosulfat wird vermutlich in Tv. para-
doxus ausschließlich durch den unvollständi-
gen Sox-Komplex metabolisiert (s. Abb. 7.14). 
Bildung der SOR bei 30 °C 
In der hier durchgeführten ersten Proteom-
studie eines Vertreters der Gattung Thioalka-
livibrio wurden insgesamt 1 951 von insge-
samt 3 450 im Genom annotierten Proteine 
identifiziert und die relativen Häufigkeiten 
von 1 680 Proteinen quantifiziert (s. Kap. 
7.3). Unter den am häufigsten vorkommen-
den Proteinen war die Schwefel Oxygenase 
Reduktase (SOR), neben einer von insgesamt 
drei im Genom codierten FccB’s, zu finden. 
Die Abundanz der SOR war insbesondere in 
spätexponentiellen und frühstationären 
Wachstumsphasen erhöht, was darauf hin-
deutet, dass das Enzym eine wichtige Funk-
tion bei der Oxidation von sowohl frei verfüg-
baren Schwefel, als auch solchen aus Schwe-
felkugeln bei Wachstumstemperaturen von 
30 °C einnimmt (s. Abb. 7.10). Zusammen mit 
der SOR besaßen auch Schwefelkugelproteine 
erhöhte Häufigkeiten, insbesondere wenn Tv. 
paradoxus mit Thiosulfat kultiviert wurde. Die 
Expression des sor Gens und die Bildung des 
entsprechenden Proteins sind insofern ver-
wunderlich, als dass es sich um ein Protein 
handelt, dessen optimale Enzymaktivität bei 
80 °C liegt (Rühl et al., 2017; siehe Kapitel 4-
6 für weitere Details zur SOR aus Tv. 
paradoxus) und daher die Relevanz von SORs 
für den Schwefelstoffwechsel mesophiler Or-
ganismen bisher nur spekulativ war.  
Tabelle 7.4 | Vergleiche von Temperatur- bzw. pH-Optima und von Proteinen des dissimilatorischen Schwe-
felmetabolismus in Al. vinosum, Tv. paradoxus und At. caldus. a, unvollständiger Sox-Komplex, ohne SoxCD. 
Al. vinosum Tv. paradoxus  At. caldus 
TOpt 30-35 °C 1 30-37 °C 2, 3 45 °C 4
pHOpt 6,5-7,6 1 10 2 2,0-2,5 4 
Apr x x x 
CS2-Hyd x 
Dsr x x 
FccB x x 
Hdr x 
PDO x x x 
Psr x x 
SAT x x x 
Soe x x x 
SOR x x 
Soxa x x x 
SQOR x x x 
TetH x 
TQO x 
Tus x x 









Periplasmatische Sulfid-Oxidation in Tv. 
paradoxus  
Während die meisten heterotroph wach-
senden Bakterien Sulfid unter aeroben Bedin-
gungen aus Schwefel-beinhaltenden Amino-
säuren produzieren (Clarke, 1953, Morra & 
Dick, 1991, Xia et al., 2017), zählen  Sodaseen 
natürlicherweise zu den Habitaten mit den 
höchsten Konzentrationen reduzierter Schwe-
felverbindungen (Sorokin et al., 2015).  
In den humanen Mitochondrien wurde zu-
erst ein sogenannter SQR-PDO Sulfid-Oxida-
tionsweg identifiziert, in dem Mutationen im 
entsprechenden pdo Gen zur infantilen Er-
krankung Ethylmalonsäure Enzephalopathie 
führen (siehe Kapitel 3 für Details zur PDO). 
In Bakterien verläuft der Sulfid-Oxidations-
weg auf ähnliche Weise; die SQR oxidiert Sul-
fid zu Polysulfid, dieses reagiert entweder 
spontan mit Glutathion (GSH) zu Glutathion 
Persulfid (GSSH) oder mittels Rhodanasen in 
einer schnelleren, Enzym-katalysierten Reak-
tion (Xin et al., 2016). GSSH wird anschlie-
ßend von einer PDO zu Sulfit oxidiert, wel-
ches wiederum spontan mit Polysulfiden rea-
giert und Thiosulfat bildet. Neben SQRs sind 
Fcc-Proteine dazu in der Lage, Sulfid zu oxi-
dieren, wobei deren genaue physiologische 
Rolle bislang unklar ist. Wie bereits für meh-
rere FccB-Proteine beschrieben (Ogawa et al., 
2010, Gregersen et al., 2011), besitzen auch 
diejenigen aus Tv. paradoxus ein TAT-Signal 
für den Export in das Periplasma, wobei auch 
membrangebundene Fcc-Vertreter identifi-
ziert worden sind (Kostanjevecki et al., 2000). 
Somit liegt der Hauptunterschied der Sulfid-
Oxidation im Reaktionsraum: Während die 
Sulfidoxidation über SQR und PDO im Cyto-
plasma stattfindet, ist sie bei Fcc-Proteinen 
auf den periplasmatischen Raum beschränkt. 
Al. vinosum und Tv. paradoxus besitzen Gene 
für beide Enzyme, sowohl SQR als auch 
FccAB. Eine FccB-Deletionsmutante in Al. vi-
nosum zeigte jedoch keine Verringerung der 
Sulfid-Oxidationsrate und hatte keine Auswir-
kungen auf das Wachstum, weshalb die SQR 
in diesem Organismus vermutlich das Haupt-
enzym des initialen cytoplasmatischen Sulfid-
Oxidationsschrittes darstellt (Reinartz et al., 
1998, Frigaard & Dahl, 2009).  
Hohe relative Proteinhäufigkeiten von 
FccB-Proteinen und auch der SOR im Rahmen 
der Tv. paradoxus Proteomstudie (s. Kap. 7.3) 
deuten dagegen auf einen periplasmatischen 
Sulfid-Oxidationsweg über FccAB mit an-
schließender cytoplasmatischer S0-Oxidation 
über die SOR hin anstelle des in Al. vinosum 
postulierten cytoplasmatischen Oxidations-
wegs über SQOR/PDO. Die PDO besitzt in Tv. 
paradoxus nur geringe Abundanzen, unab-
hängig ob der Organismus mit Thiosulfat oder 
Thiocyanat kultiviert wurde. Dies gilt für die 
initial identifizierte putative PDO ebenso wie 
für das im Rahmen der Proteomstudie zusätz-
lich identifizierte Enzym. Zweiteres weist 
zwar, insbesondere in Anwesenheit von Thio-
sulfat, deutlich höhere Proteinmengen auf, 
die jedoch deutlich unterhalb der SOR liegen. 
So besitzt die SOR in Anwesenheit von Thio-
sulfat gegenüber der neu identifizierten PDO 
log2 fold changes zwischen 2,5 in frühexpo-
nentiellen und 7,3 in spätexponentiellen 
Wachstumsphasen und mit Thiocyanat kon-
stante log2 fold changes von ≈ 5,8. Übera-
schenderweise besaßen zwei der drei FccB’s 
(FccB_1 und 2; Sequenzidentität untereinan-
der: 48,0 %) ebenfalls stark erhöhte A-
bundanzen verglichen mit der SQOR, unab-
hängig von der Wahl der Energiequelle. Die 
wachstumsphasenabhängigen Änderungen 
der FccBs entsprachen, vor allem mit Thiosul-
fat als Elektronendonor, denen der SOR, so-
dass die FccB-Proteine in Tv. paradoxus, im 
Gegensatz zu Untersuchungen in Al. vinosum, 
womöglich eine übergeordnete Rolle in der 
Sulfid-Oxidation einnehmen. Dementspre-
chend erscheint es in Tv. paradoxus wahr-
scheinlich, dass es hauptsächlich zu einer pe-
riplasmatischen Sulfid-Oxidation durch FccB-
Proteine mit Polysulfid oder S0 als Reaktions-
produkt kommt (Abb. 7.14). Denkbar ist, dass 
die großen Mengen des periplasmatischen 
Schwefels anschließend in Schwefelkugeln 
gelagert werden und diese durch die SOR im 










Cytoplasma zu Sulfit weiteroxidiert werden. 
Thiosulfat wird vermutlich mittels des unvoll-
ständigen Sox-Systems ebenfalls im Peri-
plasma zu S0 oxidiert und als Schwefelkugel 
ins Cytoplasma eingelagert. Die cytoplasmati-
sche S0-Oxidation erfolgt anschließend über 
die SOR und/oder oxidativ arbeitende Dsr mit 
Sulfit als Reaktionsprodukt (Abb. 7.14).  
Indirekte Sulfit-Oxidation über AprAB und 
Sat 
Die indirekte cytoplasmatische Sulfit-Oxi-
dation über Adenosin-5‘-Phosphosulfat (APS), 
katalysiert durch die APS-Reduktase (AprAB) 
und die ATP-Sulfylase (Sat), ist in vielen vio-
letten und grünen anoxischen, phototrophen 
Schwefelbakterien ein gängiger Reaktions-
weg (Dahl, 1996, Sánchez et al., 2001, 
Frigaard & Dahl, 2009, Rodriguez et al., 2011, 
Parey et al., 2013). Dennoch wurden AprAB 
zunächst lediglich in Sulfatreduzierern gefun-
den, in denen es die umgekehrte Reaktion ka-
talysiert (Taylor, 1994, Brune, 1995, Hagen & 
Nelson, 1997). Während der oxidativen Reak-
tion findet eine Substratstufenphosphorylie-
rung statt, wobei der energetische Nutzen ins-
besondere für chemolithoautotrophe Bakte-
rien lange unklar blieb (Hempfling & 
Vishniac, 1967, Peck Jr, 1968, Dahl, 1996). 
Proteine der direkten cytoplasmatischen 
Sulfit-Oxidation (SoeAB) zeigten in der Prote-
omstudie in allen Wachstumsphasen verrin-
gerte Abundanzen gegenüber AprAB und Sat 
mit durchschnittlichen log2 fold changes von ≈ 
5,3 (AprAB vs. SoeAB) bzw. ≈ 1,5 (Sat vs. 
SoeAB). Demnach erscheint die indirekte Sul-
fit-Oxidation über eine revers arbeitende APS-
Reduktase in Tv. paradoxus der wahrscheinli-
chere Oxidationsweg im Cytoplasma zu sein 
(Abb. 7.14). In Schwefel-oxidierenden Mikro-
organismen wird angenommen, dass ein Chi-
non-interagierender, membrangebundener 
Oxidoreduktase-Komplex (QmoABC) als 
Elektronenakzeptor für die frei werdenden 
Elektronen während der Bildung von APS 
dient, insbesondere da qmoABC Gene in vie-
len Schwefeloxidierern gefunden wurden 
(Frigaard & Dahl, 2009, Rodriguez et al., 
2011). Ein solches System der Sulfit-Oxida-
tion könnte dabei insbesondere für chemo-
lithoautotrophes Wachstum von Vorteil sein, 
bei dem parallel eine Reduktion von Elektro-
nenakzeptoren mit niedrigem Reduktionspo-
tential, wie Ferredoxin oder NAD+, stattfin-
den könnte. Dies würde entsprechend in ei-
nem geringerem Energiebedarf für den Elekt-
ronenrückfluss resultieren (Dahl, 2017). 
Gene für den Qmo-Komplex wurden aller-
dings in Genomanalysen von Tv. paradoxus 
nicht gefunden, sodass unklar ist, inwiefern 
die Funktion als Elektronenakzeptor von an-
deren (Membran-assoziierten) Elektronenak-
zeptoren übernommen werden kann. 
TcDH und FccB im Thiocyanat-Metabolis-
mus 
Wurden Tv. paradoxus Zellen mit Thiocya-
nat kultiviert waren die Wachstumsgeschwin-
digkeiten und auch die finalen Zelldichten ge-
ringer als in Anwesenheit von Thiosulfat. Die 
Oxidation von Thiocyanat ist dabei kein gän-
giger Stoffwechselweg in Thioalkalivibrio spp. 
Genomanalysen zeigten, dass lediglich elf von 
75 Spezies Gene für die Thiocyanat-Oxidation 
besitzen (Berben et al., 2019). Tv. paradoxus 
nutzt für seinen Thiocyanat-Metabolismus 
den so genannten „Cyanat-Weg“, wie die 
meisten anderen Thioalkalivibrio-Vertreter. 
Bei diesem Stoffwechselweg werden Cy-
tochrom c und Sauerstoff als terminale Elekt-
ronenakzeptoren genutzt (Sorokin et al., 
2001). Transkriptom-Analysen verdeutlich-
ten, dass im Vergleich zur Kultivierung mit 
Thiosulfat eine Vielzahl von Genen deutliche 
Unterschiede in ihren relativen Transkript-
mengen aufwiesen (Berben et al., 2017a). Das 
entsprechende Gencluster beinhaltet unter 
anderem  Gene für eine putative Kupferauf-
nahme (copCD), ein ABC-Transportsystem, 
FccAB_3 und einem Zwei-Komponenten-Re-
gulationssystem (sigma54-abhängiger Fis-Re-
gulator; Abb. 7.12). Die Beobachtungen der 
Zunahme von Transkripten im Kultivierungs-









sultaten der hier durchgeführten Proteomana-
lyse, die eine grundlegend differentielle Pro 
teinzusammensetzung in Thiosulfat- vs. Thio-
cyanat-Kulturen zeigte (s. Kap. 7.3, Abb. 7.7). 
Am stärksten betroffen war ein Gencluster, in 
dem unter anderem Gene für die TcDH und 
einer Flavocytochrom c Sulfid Dehydrogenase 
(FccB_3) lokalisiert sind (s. Kap. 7.3, Abb. 
7.12 und 7.13). In Anwesenheit von Thiocya-
nat waren die Abundanzen der TcDH und von 
FccB_3 am deutlichsten im Vergleich zu Thio-
sulfat-Kulturen erhöht, was auf die Relevanz 
der beiden Proteine, aus dem Operon-ähnli-
chen Gencluster im Genom, für den Thiocya-
nat-Metabolismus hindeutet. Innerhalb des 
Genclusters ist mit CopC unter anderem ein 
Kupferbindeprotein enthalten, welches eben-
falls in Anwesenheit von Thiocyanat signifi-
kant erhöhte Abundanzen besitzt. Dies könnte 
in direkten Zusammenhang mit der erhöhten 
Produktion von TcDH stehen, da zunächst ge-
zeigt wurde, dass das Protein nur aktiv ist, 
wenn es Kupfer als Co-Faktor bindet und die 
aktuell veröffentlichte 3D-Sturktur entspre-
chend drei Kupferzentren aufweist (Tsallagov 
et al., 2015, Tikhonova et al., 2020). Bioche-
mische Untersuchungen zeigten zudem, dass 
die TcDH für die direkte Thiocyanat-Um-
wandlung zu Cyanat, S0/HS- und zwei redu-
zierenden Äquivalenten ohne Beteiligung von 
O2 verantwortlich ist und damit maßgeblich 
an der periplasmatischen Schwefelbildung be-
teiligt zu sein scheint. Darüber hinaus wurde 
kürzlich die Proteinstruktur des CopC-FccAB-
Proteinkomplexes aus Tv. paradoxus veröf-
fentlicht (beide Proteine befinden sich inner-
halb des TcDH-Genclusters), dessen bioche-
mische Aktivität allerdings nicht untersucht 
wurde (Osipov et al., 2018), weshalb sowohl 
der Mechanismus, als auch die Beteiligung 
weiterer Proteinkomplexe an der Thiocyanat-
Umwandlung weiterhin in vielen Teilen un-
verstanden ist. Aufgrund eines N-terminalen 
Signalpeptids (tat-System) der TcDH und der 
Flavocytochrom c Sulfid Dehydrogenase 
(FccB_3) ist es jedoch höchstwahrscheinlich, 
dass die Thiocyanat- und die nahfolgende 
Schwefeloxidation im Periplasma von Tv. pa-
radoxus stattfindet (Abb. 7.14), wobei peri-
plasmatisch gebildeter Schwefel als Schwefel-
kugeln eingelagert und anschließend cyto-
plasmatisch, analog zur Thiosulfat-Oxidation, 
weiter metabolisiert werden kann.
Abbildung 7.14 | Darstellung von Schwefeloxidations-pathways in Tv. paradoxus ARh1 auf Basis von Pro-
teinabundanzen der Proteomstudie. CM, Cytoplasmamembran; OM, Äußere Membran (outer membrane).
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Die vorliegende Arbeit hatte zum Ziel, zwei 
Vertreter Schwefel-oxidierender Enzyme, die 
Schwefel Oxygenase Reduktase (SOR) und 
die Persulfid Dioxygenase (PDO), bioche-
misch, spektroskopisch und strukturell zu 
charakterisieren. Die Ergebnisse sollten Rück-
schlüsse auf die zugrundeliegenden Funkti-
onsweisen und die Reaktionsmechanismen 
beider Enzymklassen zulassen. Beide Enzyme 
haben gemein, dass sie Sulfanschwefel oxidie-
ren, SORs in einer gekoppelten Schwefel-Dis-
proportionierungsreaktion mit Polysulfid als 
Substrat und Sulfit sowie Sulfid als Reaktions-
produkte und PDOs in einer Oxygenase-Reak-
tion mit Glutathion Persulfid (GSSH) als Sub-
strat und Sulfit und reduziertem Glutathion 
(GSH) als Reaktionsprodukte. Beide Reaktio-
nen werden an mononuklearen nicht-Häm Ei-
senatomen, welche in oktaedrischen Koordi-
nationssphären ligiert sind, katalysiert. Der 
grundlegende Aufbau der beiden Holoenzyme 
unterscheidet sich jedoch signifikant.  
SORs bilden große, kugelförmige Enzyme 
aus 24 identischen Untereinheiten, mit hohler 
innerer Kavität und molekularen Massen von 
ca. 845 kDa. Aufgrund des komplexen Auf-
baus von SORs beruhten bislang postulierte 
Substrat- und Produktrouten lediglich auf vi-
suellen Beobachtungen von Poren und Kavitä-
ten in den jeweiligen Röntgenkristallstruktu-
ren (Urich et al., 2006, Veith et al., 2011). 
Software-gestützte Tunnelanalysen, sowohl 
von AaSOR und HnSOR 3D-Strukturen, als 
auch in der hier neu aufgeklärten 3D-Struktur 
der TpSOR, ergaben ein in SORs universell 
anwendbares Bild von möglichen Substrat- 
und Produktrouten, in denen die Tetramer- 
und Trimerkanäle den jeweiligen Substratein-
gang bzw. Produktausgang des Holoenzyms 
darstellen. Interessanterweise scheint es so, 
dass die in der AaSOR und HnSOR hauptsäch-
lich von Methioninen gebildete Pore, die ur-
sprünglich als Eingang zur active site pocket 
definiert wurde, eher einen Ausgang der po-
laren Reaktionsprodukte darstellt. Vielmehr 
erscheint es wahrscheinlich, dass das Substrat 
über einen weiteren Kanal, der über eine 
zweite Kavität und dem für SORs essentiellen 
und meist persulfurierten Cystein mit dem ak-
tiven Zentrum verbunden ist, das katalytische 
Eisenzentrum erreicht. Der Kanal wurde ur-
sprünglich als Zink-Kanal beschrieben, da sich 
in Röntgenkristallstrukturen gezeigt hatte, 
dass nach Zink-Inkubation ein inhibitorisches 
Zn2+-Ion pro Untereinheit in der Tasche ge-
bunden war (Veith et al., 2011). Übera-
schenderweise wurde in Kryo-EM-Strukturen 
der AaSOR und TpSOR, die im Rahmen der 
hier vorliegenden Arbeit aufgeklärt wurden, 
auch im nativen Zustand Elektronendichte 
identifiziert, die eine Metallbindung in dieser 
Kavität nahelegt, wobei die chemische Natur 
der Elektronendichte und deren Funktion un-
geklärt blieben. Die Beobachtungen verdeut-
lichen eine womöglich wichtigere Rolle des 
Zn/Css-Kanals für die Enzymaktivität als ur-
sprünglich angenommen, weshalb der Kanal 
als denkbarer Hauptsubstratweg mit zusätzli-
chem Metallbindungszentrum im Fokus wei-
terer Analysen stehen sollte.  
Im Vergleich zu den voluminösen SORs bil-
den PDOs vergleichsweise kleine Enzyme, die 
sich meist aus einem Homodimer mit moleku-
laren Massen von ca. 54 kDa zusammenset-
zen. Im Gegensatz zu vielen bislang charakte-
risierten PDOs liegt die AcPDO in Lösung 
hauptsächlich als Homotetramer vor. Dies 
zeigten sowohl chromatographische Analy-
sen, als auch die Anordnung des Proteins im 
Proteinkristall. Die Tetramerisierung in letzte-
rem wird höchstwahrscheinlich durch das Zu-
sammenspiel von Oberflächenladungen und 
hydrophoben Interaktionen vermittelt, wobei 
beides gängige Oligomerisierungsmechanis-
men in Proteinen darstellen (Jones & 
Thornton, 1996, Zhao et al., 2011, Chanphai 
et al., 2015). Substitutionen der vermeintlich 
an der Tetramerisierung beteiligten Amino-
säuren resultierten in reduzierten hydrodyna-
mischen Volumina der Holoenzyme, die eher 
für AcPDO-Trimer als -Tetramere sprachen, 
wobei die genaue Ursache hierfür unklar blieb 
(Panthel, 2019). Es ist jedoch wahrscheinlich, 
dass nicht nur eine, sondern die Kombination 
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verschiedener Aminosäuren für die Tetrame-
risierung der AcPDO verantwortlich und eine 
weitreichendere Mutagenese von oberflä-
chenassoziierten Aminosäuren an der Tetra-
merschnittstelle nötig ist, um ein biologisch 
aktives AcPDO Dimer zu erhalten und damit 
die tatsächlichen Gründe für die Tetramerisie-
rung der AcPDO  im Vergleich zu anderen 
PDOs aufzuklären.  
Die Forschung an PDOs wurde in den letz-
ten 15 Jahren intensiviert, seitdem herausge-
funden worden war, dass die autosomal-re-
zessive Erbkrankheit Ethylmalonsäure Enze-
phalopathie (EE) in direktem Zusammenhang 
mit Mutationen der humanen Persulfid Dio-
xygenase (hETHE1) steht (Tiranti et al., 
2004). Im Rahmen der hier durchgeführten 
Arbeit wurde eine umfassende Mutagenese-
studie mit der bakteriellen AcPDO durchge-
führt (50 % Sequenzidentität zum hETHE1). 
Hierbei wurden einige Aminosäuren identifi-
ziert, deren Substitution einen starken Abfall 
der Enzymaktivität bewirkte (< 95 % im Ver-
gleich zum Wildtyp). Einige von ihnen sind 
dafür bekannt, dass der Austausch der 
menschlichen Homologe EE auslöst, darunter 
AcPDO-T114 und insbesondere AcPDO-R139. 
Alanin-Varianten beider Aminosäuren resul-
tierten in 0,9 bzw. 0,5 % Restaktivität. R139 
befindet sich in der active site pocket von PDOs 
und Bindungsanalysen deuten darauf hin, 
dass die Aminosäure essentiell für die Sub-
stratbindung ist. Darüber hinaus wurden 
neun weitere Aminosäuren ermittelt, die alle 
essentiell für die Enzymaktivität sind, wobei 
bei einigen von ihnen unklar blieb, wie und 
warum sie die Enzymaktivität derart drastisch 
beeinflussen, sodass deren Rolle in zukünfti-
gen Untersuchungen im Hinblick auf ihre 
Substratbindungseigenschaften und Protein-
stabilitäten ermittelt werden sollte.  
Unter ihnen befinden sich zwei Cysteine 
(C87 und C224), die sich an der äußeren En-
zymoberfläche in einem beträchtlichen Ab-
stand von > 16 Å zum aktiven Zentrum befin-
den. AcPDO-C224 ist in Typ I-PDOs konserviert 
und wurde für das hETHE1 (C247) als polysul-
fidiert beschrieben (Jung et al., 2016). Die 
Alanin-Variante von hETHE1-C247 wurde im 
Rahmen der vorliegenden Arbeit erstellt und 
zeigte überaschenderweise weniger starke 
Auswirkungen auf die Enzymaktivität als die 
C224A-Variante der AcPDO (18,0 vs. 1,1 % 
Restaktivität), blieb jedoch auf dem Niveau 
der C247S-Variante, welche von Jung et al. 
(2016) charakterisiert worden war. Die 
Röntgenkristallstruktur und MalPEG-Gel-
Shift Assays zeigten, dass beide benachbarten 
Cysteine der AcPDO eine redoxaktive Disulfid-
brücke ausbilden. Darüber hinaus wiesen 
C87A- bzw. C224A-Varianten nach Inkubation 
mit GS(S)H eine Glutathionylierung am je-
weils verbleibenden Cystein auf. Massenspek-
trometrische (MS) Analysen des hETHE1 im 
Rahmen dieser Arbeit sollten klären, ob es 
sich bei den beschriebenen C247-Modifikatio-
nen im hETHE1 tatsächlich um eine Polysulfi-
dierung handelt oder ob die Modifikationen 
auch auf eine Protein-S-Glutathionylierung 
zurückzuführen ist. Entsprechende Untersu-
chungen des hETHE1-Holoenzyms zeigten, 
dass – analog zu den Ergebnissen der AcPDO 
– nach GS(S)H-Inkubation ebenfalls Masse-
verschiebungen des nativen Proteins vorhan-
den waren, welche der molekularen Masse
von einem oder zwei Glutathionmolekülen
entsprachen. MS-Analysen von hETHE1-Pep-
tiden, welche ebenfalls im Rahmen dieser Ar-
beit durchgeführt wurden, gaben jedoch kei-
nen endgültigen Aufschluss über die Position
der Modifikation, da das entsprechende Pep-
tid in den Quantifizierungen unterrepräsen-
tiert blieb (nicht gezeigt). Weitere Peptid-ba-
sierte Analysen sollten jedoch das Ziel haben,
die genaue Position der Glutathionylierung
im hETHE1 zu bestimmen. Die Protein-S-
Glutathionylierung ist vermutlich (i) auf oxi-
dative Schutzmechanismen zurückzuführen,
wie sie für viele andere Proteine beschrieben
sind (Dalle-Donne et al., 2009) und könnte
darüber hinaus (ii) an wichtigen Stabilisie-
rungen des Proteins beteiligt sein. Gluta-
thionyliertes hETHE1-C247 könnte demnach
über eine Interaktion der GSH-Glutamyl- und
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-Glycin-Anteile mit starren Sekundärstruktu-
relementen des restlichen Enzyms die Funk-
tion der AcPDO-Disulfidbrücke im nativen Zu-
stand übernehmen. Diese koordiniert über
das konservierte AcPDO-N221 einen active site
loop, in dem sich mit den ebenfalls konservier-
ten D61 und H62 zwei essentielle Aminosäu-
rereste befinden (verbleibende Enzymaktivi-
tät der Alanin-Varianten < 0,05 %). Zusam-
men mit dem ebenfalls konservierten und es-
sentiellen H171 scheinen die Aminosäurereste
mittels Säure-Base katalysierten Protonen-
Shuffling direkt an der Katalyse am aktiven Ei-
senzentrum beteiligt zu sein. Ein ähnlicher
Mechanismus wurde bereits für die O-O-Akti-
vierung in Bleomycin auf Basis quantenphysi-
kalischer Dichtefunktionaltheorie (DFT) vor-
geschlagen (Kumar et al., 2006). Ein Nach-
weis über die Funktion der Protonen während
der Katalyse sollte im Weiteren mit 1H-NMR
erfolgen, wobei erste NMR-Spektren mit der
nativen AcPDO vielversprechend verliefen
(nicht gezeigt).
Das katalytische Eisen besitzt in der AcPDO 
ein negatives Reduktionspotential von 
-234 mV, ist jedoch ≈ 40 mV positiver als das
des hETHE1 (Henriques et al., 2014). Mittels
UV-Vis- und Stopped Flow-Spektroskopie wur-
den im Rahmen der vorliegenden Arbeit
Fe-O2 und Fe-O2-SR-Übergangszustände am
Eisenzentrum der AcPDO identifiziert, inklu-
sive eines putativen Fe(IV)-Intermediates,
welches in den bisher veröffentlichen PDO-
Reaktionsmechanismen nicht in Betracht ge-
zogen worden war (Kabil & Banerjee, 2012,
Kabil et al., 2018). Für einige andere nicht-
Häm Eisen-Oxygenasen wurde dagegen be-
reits gezeigt, dass Fe(IV)-Intermediate wich-
tige Bestandteile ihres Reaktionsmechanis-
mus sind (Price et al., 2003, Tchesnokov et al.,
2016, Villar-Acevedo et al., 2017). Längere In-
kubationen (> 2 h) konzentrierter AcPDO- 
GSSH-Gemische resultierten in einen stabilen
grünen Komplex mit einem spezifischen Ab-
sorptionsmuster, welches auf ein robustes
Peroxid-Intermediat hinweisen könnte
(Coggins et al., 2013). Nach Struktur-basier-
tem GSSH-Docking mit simultaner Energiemi-
nimierung der AcPDO Kristallstruktur verlässt 
interessanterweise das zentrale, Eisen-koordi-
nierende Wassermolekül seine Bindungsstelle 
und begibt sich in eine kleine Tasche, die 
hauptsächlich von D61, H62 und H171 gebildet 
wird. In der Folge befindet es sich in unmit-
telbarer Nähe zu einem zweiten Eisen-koordi-
nierenden Wassermolekül (Abstand: 2,1 Å), 
sodass beide als Peroxid modelliert werden 
konnten und der resultierende AcPDO-GSSH-
Sox-Komplex als strukturelle Basis für die Un-
tersuchung von AcPDO-Reaktionsintermedia-
ten dienen könnte. Es bedarf jedoch weiterer 
Charakterisierungen der Zwischenzustände, 
um abschließende Aussagen über die in dieser 
Arbeit beobachteten (stabilen) Übergangszu-
stände treffen zu können. Hierfür bieten sich 
DFT-Berechnungen ebenso wie Mößbauer-  
oder Resonanz-Raman-Spektroskopie an. 
Darüber hinaus sollte der Fokus auf der Pro-
teinkristallisation des in Lösung stabilen grü-
nen AcPDO-GSSH-Komplexes liegen, um die 
vorliegende Bindung und mögliche Zwischen-
zustände während der Katalyse auf strukturel-
ler Ebene im Detail zu charakterisieren. 
Ein weiterer Fokus lag in dieser Arbeit auf 
der Untersuchung von SORs. Vertreter dieser 
Enzymfamilie wurden ursprünglich aus-
schließlich in thermoacidophilen, Schwefel-
oxidierenden Archaea gefunden. Erst später 
wurden sor Gene in den Genomen von ther-
mophilen und mesophilen Bakterien identifi-
ziert. Vor kurzem wurden entsprechende 
Gene ebenfalls in Vertretern der Gattung 
Thioalkalivibrio gefunden, wobei Vergleiche 
der Proteinsequenzen zeigten, dass eine von 
insgesamt zwei SORs aus Tv. nitratireducencs, 
zusammen mit der aus Tv. paradoxus 
(TpSOR), im phylogenetischen Protein-
stammbaum tiefst abzweigend sind und eine 
Sequenzidentität von lediglich 29-34 % im 
Vergleich zu allen anderen SORs besitzen. Es 
stellte sich daher die Frage, ob tiefst abzwei-
gende SORs weiterhin eine typische SOR-Ak-
tivität besitzen oder ob die Aufteilung im phy-
logenetischen Dendrogramm auf die Entwick-
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lung paraloger SOR-Untergruppen zurückzu-
führen ist. Erste Aktivitätsmessungen der 
TpSOR hatten gezeigt, dass die TpSOR, ob-
wohl der Organismus optimalerweise zwi-
schen 30 und 37 °C wächst, ein Temperaturo-
ptimum von 80 °C besitzt und sich damit im 
Bereich anderer, bereits charakterisierter 
SORs befindet (Rühl, 2015). Aufgrund der 
deutlichen Unterschiede zwischen Wachs-
tumstemperatur des Organismus und Tempe-
raturoptimum der TpSOR war zunächst un-
klar, inwiefern das Enzym eine nachvollzieh-
bare physiologische Rolle in Tv. paradoxus 
einnimmt. Eine globale Proteomstudie zeigte, 
dass die TpSOR vor allem in exponentiellen 
Wachstumsphasen gebildet wird und eng mit 
der intrazellulären Einlagerung von elemen-
tarem Schwefel zusammenhängt. Damit 
wurde erstmals gezeigt, dass SORs in meso-
philen Mikroorganismen in signifikant hohen 
Mengen im natürlichen Wirt produziert wer-
den. Bislang war ihre Bildung lediglich auf 
den Nachweis in den hyperthermophilen Ar-
chaea Ac. ambivalens und Ac. brierleyi be-
schränkt, aus denen das jeweilige Enzym ho-
molog gereinigt worden war (Emmel et al., 
1986, Kletzin, 1989). Eine Anpassung an die 
mesophile Lebensweise von SORs könnte auf 
ihre, im Vergleich zu den archaealen Vertre-
tern, relativ hohe Aktivität bei niedrigen Re-
aktionstemperaturen und auf ein komplexe-
res Tunnelnetzwerk mit einer höheren Anzahl 
Verbindungen zur äußeren Proteinoberfläche 
zurückzuführen sein. Demnach besitzen SORs 
in Mesophilen ebenfalls eine physiologisch 
Rolle, wobei die TpSOR, zusammen mit einer 
oxidativ arbeitenden Dsr- und FccB-Protei-
nen, eine zentrale Rolle im oxidativen Schwe-
felstoffwechsel von Tv. paradoxus einnimmt. 
PDOs scheinen dagegen eine untergeordnete 
Rolle im dissimilatorischen Schwefelstoff-
wechsel solcher Organismen zu besitzen und 
könnten demnach eher an der Aufrechterhal-
tung des Redox-Gleichgewichts  im Cyto-
plasma mitbeteiligt sein. Um die Funktion der 
einzelnen (zentralen) Proteine des Schwefel-
stoffwechsels in Tv. paradoxus genauer zu 
charakterisieren, würden sich genetische 
Knock-Out-Experimente anbieten, wobei zur-
zeit noch kein allgemein anwendbares System 
zur genetischen Manipulation von Thio- 
alkalivibrio spp. existiert.  
Biochemische Untersuchungen der TpSOR 
zeigten auf Basis kolorimetrischer Quantifi-
zierungen der Reaktionsprodukte, dass sie im 
Gegensatz zu anderen SORs eine untypisch 
geringe Reduktase-Aktivität besitzt. Um die 
Produktstöchiometrien von SORs, unabhän-
gig von möglichen Interferenzen der Reakti-
onsprodukte in den kolorimetrischen Nach-
weisen, zu bestimmen, wurde im Rahmen die-
ser Arbeit ein HPLC-gekoppelter Enzymaktivi-
tätstest entwickelt. In dessen Zuge wurden die 
Reaktionsprodukte unmittelbar nach der En-
zymreaktion an den Fluoreszenzfarbstoff Mo-
nobrombiman gekoppelt und anschließend 
chromatographisch quantifiziert. Die Analy-
sen ergaben für AaSOR und HnSOR eine Stö-
chiometrie oxidierter zu reduzierter Reakti-
onsprodukte von nahezu 1: 1 und bestätigen 
damit die erwarteten Verhältnisse aus der 
Schwefeldisproportionierung (Kletzin, 1989). 
Zwar wurde, im Gegensatz zum kolorimetri-
schen Standardverfahren zur Sulfidbestim-
mung, mit Hilfe der HPLC-gekoppelten Nach-
weismethode Sulfid als Reaktionsprodukt der 
TpSOR detektiert und quantifiziert, jedoch be-
trug das Verhältnis zwischen oxidierten und 
reduzierten Reaktionsprodukten 30: 1, bei ei-
ner im Vergleich zu den anderen SORs fünf-
mal höheren Oxygenase-Aktivität. Um mögli-
che Ursachen für die Verschiebung von Re-
duktase- zu Oxygenase-Aktivität zu ermitteln, 
wurde die 3D-Struktur der TpSOR aufgeklärt 
und analysiert. 
Diese besitzt einen mit anderen SORs ver-
gleichbaren Aufbau des Holoenzyms, wobei 
das „kantigere“ Erscheinungsbild aus der Um-
lagerung der verlängerten N-Termini resul-
tiert. Signifikante Unterschiede zu anderen 
SORs ergaben sich jedoch beim vorliegenden 
Redoxzustand des Eisens, welcher in der 
TpSOR nach der Katalyse oxidiert vorlag, wo-
hingegen in der AaSOR gegenteilige Effekte 
Schlussfolgerungen und Ausblick 
Seite 204 
beobachtet worden waren (Urich, 2005). Dar-
über hinaus weist die TpSOR beträchtliche 
strukturelle Abweichungen der active site po-
cket auf. Diese ist in der TpSOR durch einen 
interhelikalen, flexiblen loop einer strukturge-
benden α-Helix in unmittelbarer Nähe zum 
aktiven Zentrum unterbrochen. Der Zustand 
wurde sowohl in Röntgenkristallstrukturen 
als auch in unabhängig davon erstellten Kryo-
EM-Strukturen vorgefunden und scheint dem-
nach kein Artefakt des langsamen Kristallisa-
tionsprozesses zu sein. Flexible loops sind 
ebenfalls in einigen anderen aktiven Zentren 
beschrieben worden und scheinen dort eine 
wichtige Funktion für die entsprechende En-
zymaktivität einzunehmen (Tanaka et al., 
1992, McElheny et al., 2005, Montagner et al., 
2016). Interessanterweise sorgt die Bewe-
gung eines flexiblen loops in der Glutathion 
Synthetase aus E. coli dafür, dass die Bin-
dungstasche während der Reaktion einen ab-
geschlossenen Reaktionsraum bildet, um in-
stabile Intermediate zu schützen (Tanaka et 
al., 1992). Ein ähnlicher Mechanismus wäre 
auch für die TpSOR denkbar, in der die Bewe-
gung des loops das Substrat für die Katalyse 
eng umschließen könnte und so, im Gegen-
satz zu den geräumigen Substratbindungstas-
chen anderer SORs, eine kleine, passgenaue 
Reaktionskammer bildet, die vor Oxida-
tion/Reduktion des Substrats, der Reaktions-
produkte und/oder möglicher Reaktionsinter-
mediate schützt. Rückschlüsse auf die Funk-
tion des active site loops für die Enzymreaktion 
in der TpSOR könnten Mutagenesestudien zu-
lassen, in denen die beteiligten Aminosäuren 
(sukzessive) an den vorliegenden Zustand der 
AaSOR/HnSOR angepasst werden. Eine wei-
tere Möglichkeit stellt die Erstellung syntheti-
scher Gene dar, in denen alle an den aktiven 
Zentren in AaSOR/HnSOR und TpSOR betei-
ligten Aminosäuren ausgetauscht werden mit 
anschließender biochemischer und strukturel-
ler Charakterisierung der Proteine.  
Die beiden benachbarten, in allen SORs 
konservierten Cysteine besitzen in der TpSOR 
signifikant höhere Distanzen zum aktiven 
Zentrum als in allen anderen SORs. Muta-
genesestudien im Rahmen dieser Arbeit zeig-
ten, dass beide, sowohl in TpSOR als auch 
HnSOR, einen größeren Beitrag zur Enzymak-
tivität leis-ten als in ersten Studien der homo-
logen Cysteine in der AaSOR vermutet (Urich 
et al., 2005b). In der Röntgenkristallstruktur 
der HnSOR besaßen beide Reste zusätzliche 
Elektronendichte, welche auf Schwefel-
addukte zurückzuführen waren (Pöll, 2016). 
In einer Kryo-EM-Struktur der AaSOR, welche 
in der vorliegenden Arbeit aufgeklärt wurde, 
war ebenfalls zusätzliche Elektronendichte 
zwischen beiden Cysteinen sichtbar, was auf 
die Ausbildung von Tri- oder Tetrasulfidbrü-
cken zurückzuführen sein könnte. Entspre-
chend erscheint es wahrscheinlich, dass beide 
Cysteine an Schwefel-Polymerisations-/Depo-
lymerisationsreaktionen beteiligt sind und da-
mit direkt die Enzymaktivität modulieren. In 
diesem Zusammenhang erscheint es möglich, 
dass eine bestimmte Länge der Polysulfidkette 
für die Katalyse begünstigt wird, welche 
durch die Reaktionen an den beiden benach-
barten Cysteinen determiniert wird. Rück-
schlüsse hierauf könnte der HPLC-basierte En-
zymtest zulassen. Erste Trennungen von che-
misch hergestellten Polysulfidgemischen ver-
liefen aussichtsreich und bedürfen weiterer 
massenspektrometrischer Charakterisierun-
gen, um die Länge der Polysulfidketten der 
einzelnen chromatographischen Retentions-
peaks zu bestimmen. Anschließend wäre es 
möglich zu ermitteln, ob SORs bestimmte 
Längen der Polysulfidkette als Substrat be-
günstigen und welchen Einfluss sie, zusam-
men mit entsprechenden Cystein-Varianten, 
auf die Enzymaktivität besitzen.  
Sowohl SORs als auch PDOs besitzen mit 
einer 2-His-1-Carboxylat-Triade ein für nicht-
Häm Eisen-Oxygenasen typisches Eisenkordi-
nationsmotiv, welches jedoch leicht vonei-
nander abweicht. Während PDOs klassischer-
weise zwei Histidin- und einen einzähnigen 
Aspartat-Liganden besitzen, weisen SORs 
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eine deformierte Eisenkoordinationssphäre 
auf, in der Glutamat zwei Eisenbindungsstel-
len besetzt. Demzufolge gehen in PDOs drei 
und in SORs zwei Wassermoleküle eine Eisen-
bindung ein um die oktaedrische Koordinati-
onssphäre beider Enzyme zu komplettieren. 
Für die Fe-S-Bindung muss jeweils eines der 
Wassermoleküle ersetzt werden, wobei ein 
zweites Wassermolekül die Bindungsstelle für 
Sauerstoff freigibt. Trotz Katalyse von Schwe-
felgruppen in ihren aktiven Zentren unter-
scheiden sich die jeweils verwendeten Sub-
strate deutlich, was sich ebenfalls in den 
Strukturen wiederspiegelt. SORs katalysieren 
die Reaktion anorganischer Polysulfide, meist 
in geräumigen Kavitäten, die tief im Enzymin-
neren verborgen sind. Die Passage voluminö-
serer Verbindungen scheitert dabei allein 
schon aufgrund der meist engen und schma- 
 
len Kanäle, was eine hohe Substratspezifität 
in SORs nahelegt. Dagegen besitzen PDOs frei 
zugängliche Bindungstaschen, welche eben-
falls große Substrate binden können und 
demnach anpassbar an andere Persulfid-bein-
haltende Verbindungen und niedermoleku-
lare Thiole wie Coenzym A sind. Eine von 
Typ-I PDOs abweichende Substratspezifität 
wurde dabei bereits für eine Typ-III PDO ge-
zeigt, wobei die molekulare Ursache hierfür 
ungeklärt ist (Shen et al., 2015).  
Zusammenfassend ergibt dies ein deutlich 
voneinander abweichendes Bild der katalyti-
schen Zentren von SORs und PDOs, in denen 
lediglich die Eisenkoordination und das in 
beiden Fällen vergleichbar niedrige Redukti-
onspotential eine Gemeinsamkeit beider En-
zymklassen darstellt.  
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Abkürzungen gängiger molekularbiologische Definitionen und SI-Einheiten sind gemäß den 
Vorgaben der American Society for Microbiology8 nicht im Abkürzungsverzeichnis aufgeführt. 
∆G freie Bindungsenergie  
3D dreidimensional 
Å Angström  
AaSOR Schwefel Oxygenase Reduktase aus Acidianus ambivalens  
Abb. Abbildung 
Ac. ambivalens Acidianus ambivalens 
Ac. brierleyi Acidianus brierleyi 
Ac. tengchongensis Acidianus tengchongensis 
AcPDO Persulfid Dioxygenase aus Acidithiobacillus caldus 
ad auffüllen auf 
a.d.p.s Atomic Displacement Parameters 
AHT Anhydrotetracyclin 
Akt. Aktivität 
Al. vinosum Allochromatium vinosum 
Amp Ampicillin 
APBS Adaptive Poisson-Boltzmann Solver  
APR Adenosin-5’-phosphosulfat Reduktase 
APS Ammoniumpersulfat 
Aq. Aeolicus Aquifex aeolicus 
ArPDO Persulfid Dioxygenase aus Arabidopsis thaliana  
At. caldus Acidithiobacillus caldus 
At. ferrooxidans Acidithiobacillus ferrooxidans 
AtSOR Schwefel Oxygenase Reduktase aus Acidianus tengchongensis 
AU Absorptionseinheiten (absorbance units) 





CDO Cystein Dioxygenase 
CID Collision Induced Dissociation 
CO2 Kohlenstoffdioxid 
CoCl2 Cobalchlorid 





CT Schwellwertzyklus (cycle of threshold) 
C-Terminus Carboxy-Terminus 
CuCl2 Kupferchlorid 
CV Säulenvolumen (column volume) 
Da Dalton 
DDA Data Dependent Aquisition 
ddH2O doppelt deionisiertes Wasser 
dH2O einfach deionisiertes Wasser 
DHAP Dihydroxyacetophenon 
DLS dynamische Lichtstreuung 
DNAPI DNA-Polymerase I  
dNTP Desoxynukleosid-Triphosphat 
DSF Differential Scanning Fluorimetry 
Dsr dissimilatorische Sulfit-Reduktase 
DTT Dithiothreitol  
e- Elektron(en) 





EE Ethylmalonsäure Enzephalopathie 
EM Elektronenmikroskopie 
EPR Elektronenspinresonanz (Electron Paramagnetic Resonance) 
ESI Elektrospray Ionisation 
ESP elektrostatisches Oberflächenpotential (Electrostatic Surface Potential) 
et al. et alii (und andere) 
Fcc(B) Flavocytochrom c Sulfid Dehydrogenase (B) 
Fe Eisen 
FPLC schnelle Proteinflüssigchromatographie (fast protein liquid chromatography) 
fwd forward 
FWHM Full Width Half Maximum 
g Gravitationsfeldstärke 
GAPDH Glycerinaldehyd-3-phosphat Dehydrogenase 
GHcySH γ-Glutamyl-Homocysteinyl-Glycin  
Gl. Gleichung 
GLXII Glyoxalasen II 
GO Gene Ontology  
GPC Gelpermeationschromatographie, Gelfiltration  
GSH reduziertes Glutathion 
GSSG oxidiertes Glutathion  
GSSH Glutathion Persulfid 






HABA Hydroxy-Azophenyl Benzoesäure 
HCl Salzsäure 
Hdr Heterodisulfid Reduktase  
hETHE humanes Ethylmalonsäure Enzephalopathie Protein 1 
HnSOR Schwefel Oxygenase Reduktase aus Halothiobacillus neapolitanus 
HPLC Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (high performance liquid chromatography) 






IPNS Isopenicillin N Synthase 
IPTG Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid  
K Kelvin 











LB lysogeny broth 
LC Flüssigkeitschromatographie (liquid chromatopgraphy)  
log10 dekadischer Logarithmus 
Lsg. Lösung  
m/z Masse-zu-Ladung-Verhältnis 
mA Milliampere 
MALDI Matrix-Assistierte Laser–Desorption–Ionisierung 
MalPEG Methoxypolyethylenglykol Maleimid Polyethylenglycol 
mAU Milliabsorptionseinheiten  







MST Microscale Thermophoresis  
mV Millivolt 
MW Molekulargewicht 






NaOH Natriumhydroxid  














PC Hauptkomponente (principal component)







ppm Anteile pro Million (parts per million)




qRT PCR Quantitative Reverse-Transkriptase PCR
r.m.s.d. mittleres Abweichungsquadrat (root mean square deviation)




Rfree Free R factor
Rmeas Redundancy‐independent merging R factor
RP Umkehrphase (reversed phase)
Rpim Precision indicating merging R factor
rpm Umdrehungen pro Minute (revolutions per minute)
RpoB RNA-Polymerase B
Rsym Merging R value
RuBisCO Ribulose-1,5-bisphosphat-carboxylase /-oxygenase














Soe Sulfit-oxidierendes Enzym 
SOR Schwefel Oxygenase Reduktase 
Sox Schwefel Oxidationskomplex 
sp. Spezies 
spez.  spezifisch 
spp. Spezies (Plural) 
SQR Sulfid-Chinon Oxidoreduktase 




Tat Twin-Arginin Transportsystem 
Tau Zeitkonstante 
TauD Taurin-Dioxygenase  
TBE Tris-Borat-EDTA 
TCA Trichloressigsäure 
TcDH Thiocyanat Dehydrogenase 
TCEP Tris(2-carboxyethyl)phosphin 
TE Tris-EDTA 
TEM Transmissions-Elektronenmikroskopie  
TEMED Tetramethylethylendiamin 
tet Tetrazyklin 
TetH Tetrathionat Hydrolase  
TFA Trifluoressigsäure  
Tm Schmelzpunkt 
TOF Time of flight 
Topt Temperaturoptimum 
TpSOR Schwefel Oxygenase Reduktase aus Thioalkalivibrio paradoxus 
TPTZ 2,4,6-Tripyridyl-s-1,3,5-triazin 
TQO Thiosulfat-Chinon Oxidoreduktase  
TusA Schwefelüberträgerprotein  
Tv. nitratireducencs Thioalkalivibrio nitratireducencs 
Tv. paradoxus Thioalkalivibrio paradoxus 
Tween 20 Polyoxyethylen(20)-sorbitan-monolaurat 
U  Einheiten (Units) 
v/v volume per volume 
V0 Totvolumen 
Vc Säulenvolumen  
Ve Retentionsvolumen 
vs. versus (gegen) 
vgl. vergleiche 
Vis visible 
vmax Maximale Reaktionsgeschwindigkeit 








Die in dieser Arbeit präsentierten Daten wurden mit folgenden Ausnahmen von mir erstellt, 
analysiert und ausgewertet:  
Kapitel 3: 
Die massenspektrometrischen Analysen des AcPDO-Holoenzyms wurden an der TU-Darmstadt 
in der MS-Abteilung des Fachbereichs Chemie von Christiane Rudolph durchgeführt. MALDI-
TOF MS Analysen Trypsin-gespaltener Peptidfragmente erfolgten in der MS-Abteilung der Uni-
versität Hohenheim und wurden von Dr. Jens Pfannstiel durchgeführt. Die Proteinkristallisation 
der AcPDO und EPR-Messungen erfolgten am ITQB in Oeiras (Portugal), wobei die Analyse und 
Bearbeitung der Rohdaten, Phasing, sowie die Erstellung der initialen Elektronendichtekarten 
und Strukturmodelle von Dr. Carlos Frazão durchgeführt wurde. EPR-Messungen wurden in 
Zusammenarbeit mit Prof. Dr. Miguel Teixiera und Dr. Filipe Folgosa ebenfalls am ITQB durch-
geführt. Stopped-Flow Spektren wurden in Zusammenarbeit mit Dr. Daniel Tietze aus dem Ar-
beitskreis Buntkowsky an der TU Darmstadt durchgeführt. Das hETHE1-Plasmid wurde von 
Prof. Dr. Cláudio Gomes (Universität Lissabon) zur Verfügung gestellt. Plasmide der AcPDO-
Cystein-Varianten, mit Ausnahme von C87A und C117S, wurden von Dipl. Biol. Patrick Haas wäh-
rend seiner Diplomarbeit generiert. Plasmide der AcPDO-Varianten R190A, sowie E55A, E55D und 
N221A wurden von Philip Kemp bzw. Josefine Panthel im Rahmen ihrer Bachelor-Thesis unter 
meiner Anleitung erstellt. In Zusammenarbeit mit Josefine Panthel erfolgten ebenfalls die Sub-
stratbindungsanalysen im Rahmen ihrer Bachelor-Thesis.  
Kapitel 4: 
CD-Spektroskopien wurden von Philipp Czechowksi aus dem Arbeitskreis Reggelin an der TU
Darmstadt durchgeführt.
Kapitel 5: 
Die Proteinkristallisation der TpSOR erfolgte am ITQB in Oeiras (Portugal), wobei initiale Ana-
lysen der Rohdaten, analog zur Darstellung in Kapitel 3, von Dr. Carlos Frazão durchgeführt 
wurden. EPR-Messungen erfolgten ebenfalls in Zusammenarbeit mit Prof. Dr. Miguel Teixiera 
und Dr. Filipe Folgosa am ITQB. Kryo-EM-Strukturen wurden von Dr. Kristian Parey, Dr. Janet 
Vonck und Dr. Deryck Mills erstellt. Dr. Janet Vonck und Dr. Deryck Mills führten dabei die 
Datensammlung, die Bildverarbeitung und die initiale Anpassung an die Elektronendichtekarte 
auf Basis der bereits vorhandenen Röntgenkristallstrukturdaten durch.  
Kapitel 6: 
Die Probenvorbereitung für MALDI-TOF-Analysen wurden von Nathanael Weber im Rahmen 
eines Masterpraktikums unter meiner Anleitung durchgeführt. Die Messungen erfolgten an der 
TU Darmstadt in der MS-Abteilung des Fachbereichs Chemie von Gül Sahinalp.  
Kapitel 7: 
Teile der Tv. paradoxus-Wachstumskurven wurden von Sandro Hoffmann im Rahmen eines 
Masterpraktikums unter meiner Anleitung durchgeführt. SEM-Analysen erfolgten in Zusam-
menarbeit mit Dr. Nathalie Benker aus dem Institut für Anwandte Geowissenschaften der TU 
Darmstadt. SWATH-LC-MS/MS-Analysen wurden von Dr. Christof Lenz aus der Forschungs-
gruppe Massenspektrometrie des Max-Planck-Institutes für biophysikalische Chemie durchge-
führt. Datenanalysen erfolgten in Zusammenarbeit mit Dr. Sascha Hein an der TU Darmstadt.   
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